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1,2-DG   1,2-Diacylglyzerol  
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Abb.   Abbildung 
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CD   Circulardichroismus 
CFU   kolonieformende Einheit 
Cm   Chloramphenicol 
CL   Cardiolipin 
c(s)   Sedimentationskoeffizient  
Da/ kDa  Dalton/ kilo-Dalton 
DC   Dünnschichtchromatographie 
DNA   Desoxyribonukleinsäure 
dNTP   Desoxynukleosidtriphosphat 
E. coli   Escherichia coli 
EDTA   Ethylendiamintetraessigsäure 
ER   endoplasmatischen Retikulums 
et al.   et alii, und andere 
EtOH   Ethanol 
FA   Formaldehyd 
FCS   Fluoreszenz-Korrelationsspektroskopie 
FFA   free fatty acids, freie Fettsäuren 





GCAT   Glycerophospholipid:Cholesterol-Acyltransferase 
GST   Glutathion-S-transferase 
h   Stunde 
H2Obidest  bidestilliertes Wasser 
HRP   Meerrettich-Peroxidase-Konjugat 
IM   inner membrane fraction, innere Membranfraktion 
Kan   Kanamycin 
LB   Luria-Bertani 
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LPA   Lysophosphatidsäure 
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LPC   Lysophosphatidylcholin 
LPG   Lysophosphatidylglyzerol  
L. pneumophila Legionella pneumophila 
MALDI-TOF  Matrix Assisted Laser Desorption Ionisation – Time Of Flight 
MBP   Maltose-Bindeprotein 
MG   Molekulargewicht 
MIF   mature intracellular form 
min   Minute 
Mip   macrophage infectivity potentiator 
MOMP  major outer membrane protein 
O2-   Superoxid-Anion 
OM   outer membrane fraction, äußere Membranfraktion 
OMPLA  outer membrane phospholipase A 
ppGpp   Guanosin-3‘,5‘-bispyrophosphat 
PA   Phosphatidsäure 
PAGE   Polyacrylamid-Gelelektrophorese 
PBS   phosphate buffered saline 
PC   Phosphatidylcholin 
PCR   Polymerase-Kettenreaktion 
PE   Phosphatidylethanolamin 
PFA   Paraformaldehyd 
PG   Phosphatidylglyzerol 
PHB   Polyhydroxybutyrat 
PI   Phosphatidylinositol 





PKC   Proteinkinase C 
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PLB   Phospholipase B 
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PLP   patatin-like protein, Patatin-ähnliches Protein 
PMSF   Phenylmethanesulfonylfluorid 
PNP   Purin-Nukleosid-Phosphorylase 
PS   Phosphatidylserin 
PVDF   Polyvinylidenfluorid 
RG   Gyrationsradius 
rpm   revolutions per minute, Umdrehung pro Minute 
s.   siehe 
SAXS   small angle X-ray scattering, Röntgenkleinwinkelstreuung 
SCV   Salmonella containing vacuole, Salmonella-beinhaltende Vakuole 
SDS   sodium dodecyl sulfate, Natriumdodecylsulfat 
SE Sedimentation equilibrium, Sedimentations-Diffusions-
Gleichgewichtszentrifugation 
SEC   size exclusion chromatography, Größenausschlusschromatographie 
sek   Sekunde 
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Tab.    Tabelle 
TAE   Tris-Acetat-EDTA 
TBST   Tris Buffered Saline with Tween 20 
TCA   Trichloressigsäure 
Tm   Schmelztemperatur 
U   Units 
UV   Ultraviolett 
VBNC   viable but non cultureable 
VPS   vacuole protein sorting, vakuolären Proteinsortierung 
WT   Wildtyp 
x g   Vielfaches der Erdbeschleunigung 






Der intrazellulär replizierende Erreger der Legionärskrankheit, Legionella pneumophila, 
exprimiert eine außerordentliche Vielfalt an Phospholipasen, wobei die 15 verschiedenen 
Phospholipasen A den größten Anteil ausmachen. Neben den sekretierten Proteinen, welche zum 
Teil über das Typ IVB- und das Typ II-Sekretionssystem transloziert werden, existiert eine 
besonders aktive zellassoziierte Phospholipase A, namens PlaB. Diesem ersten charakterisierten 
Mitglied einer neuen Lipasefamilie, welches sowohl hämolytische als auch Phospholipase 
A/Lysophospholipase A-Aktivitäten aufweist, wird eine wichtige Rolle als Virulenzfaktor 
zugeschrieben. Das für die enzymatische Aktivität wichtige katalytisch aktive Zentrum bestehend 
aus Ser-Asp-His konnte in der N-terminalen Hälfte des Proteins identifiziert werden. Der C-
terminalen Hälfte von etwa 170 Aminosäuren wurde bisher noch keine Funktion zugeordnet. Es 
ist jedoch bekannt, dass bereits das Fehlen der letzten 15 Aminosäuren zum Verlust der 
enzymatischen Aktivität von PlaB führt.  
Das Ziel dieser Arbeit war es, die Bedeutung des C-Terminus für die enzymatische Aktivität von 
PlaB zu analysieren, PlaB in reiner und aktiver Form für strukturelle Analysen und für die 
Generierung eines PlaB-spezifischen Antikörpers zu gewinnen sowie Expressions-, Lokalisations- 
und Exportanalysen von PlaB in L. pneumophila durchzuführen. 
Die Bedeutung des C-Terminus, vor allem der letzten 15 Aminosäuren, für die enzymatische 
Aktivität wurde mittels Mutagenese-Studien analysiert. Es zeigte sich, dass jede einzelne polare 
Aminosäure innerhalb der letzten 15 Aminosäuren zur enzymatischen Aktivität von PlaB beiträgt. 
Mittels Zufallsmutagene konnten zudem 22 neue Aminosäuren identifiziert werden, deren 
Mutation einen Einfluss auf die Phospholipase A-Aktivität von PlaB bewirkt.  
Des Weiteren wurde lösliches und aktives PlaB zum ersten Mal in ausreichenden Mengen und in 
reiner Form mittels einer N-terminalen Strep-Fusion gewonnen. Dies ermöglichte die Generierung 
eines funktionellen PlaB-spezifischen Antikörpers sowie die weitere biochemische und 
strukturelle Charakterisierung des Enzyms. Die strukturellen Analysen des gereinigten Strep-PlaB 
mittels Röntgenkleinwinkelstreuung, Größenausschlusschromatographie, chemischer 
Quervernetzung, Massenspektrometrie und der analytischnen Ultrazentrifugation ergaben, dass 
PlaB ein konzentrationsabhängiges Monomer-Dimer-Tetramer-Gleichgewicht ausbildet. Obwohl 
die letzten 15 Aminosäuren zur PlaB-Aktivität beitragen, spielen sie keine essentielle Rolle für die 
Ausbildung des Tetramers. Interessanterweise zeigte PlaB im nanomolaren 
Konzentrationsbereich, in welchem das Enzym als Monomer vorliegt, die stärkste spezifische 
Aktivität. Oberhalb von ~0,1 µM, wo PlaB als Dimer-Tetramer-Gleichgewicht existiert, war 
jedoch ein Rückgang der Aktivität zu beobachten. Bei Proteinkonzentrationen >5,4 µM, wo PlaB 





Modell, in dem PlaB bei hohen Proteinkonzentrationen zu einer inaktiven Enzymform, dem 
Tetramer, assembliert. Bei niedriger Proteinkonzentration hingegen dissoziiert der Komplex bis 
hin zum Monomer, was wiederum zur Aktivierung von PlaB führt.  
Der funktionelle α-PlaB Antikörper ermöglichte zudem Expressions-, Lokalisations- und 
Exportanalysen in L. pneumophila. Dabei ergaben die zelluläre Fraktionierung sowie die 
Biotinylierung oberflächenassoziierter Proteine und die Analyse der Proteinase K-Zugänglichkeit, 
dass PlaB als oberflächenassoziiertes Protein auf der äußeren Membran lokalisiert ist. Allerdings 
konnte das verantwortliche Sekretionssystem für den Export noch nicht identifiziert werden. 
Sekretionsmutanten vom Typ I, Typ II, Typ IVA, Typ IVB und Tat zeigten keine Einschränkung 
in der Oberflächenassoziation von PlaB. Jedoch gaben Sekretionsstudien mit N- und C-terminal 
verkürzten PlaB-Mutanten Hinweise auf für die Translokation wichtige Proteinregionen.  
Die sehr aktive zelloberflächenassoziierte Phospholipase A, PlaB, die in höchster Konzentration 
während der stationären Phase detektiert wurde, repräsentiert somit das erste bekannte Beispiel 
für die konzentrationsabhängige Inaktivierung der PLA-Aktivität durch Tetramerisierung. Dieser 
Mechanismus dient möglicherweise dem Selbstschutz von Legionella. Als Virulenzfaktor 
beeinflusst PlaB jedoch nicht die Zusammensetzung der bakteriellen Membran von L. 
pneumophila zur Anpassung an spezifische Wachstumsphasen, sondern scheint eher ihre 









Die Gattung Legionella aus der Familie der Legionellaceae, die vor über 35 Jahren entdeckt 
wurde, gehört zu der Klasse der γ-Proteobakterien (Diederen, 2008). Die Anzahl an bekannten 
Spezies mit den dazugehörigen Serogruppen dieser Gattung steigt seit dieser Zeit unaufhörlich an. 
Derzeit sind 57 verschiedene Spezies mit mindestens 73 Serogruppen beschrieben worden (Lück 
et al., 2010, Pearce et al., 2012, Yang et al., 2012, Campocasso et al., 2012) 
(http://www.bacterio.cict.fr/l/legionella.html; http://www.dsmz.de). Davon werden 26 Spezies als 
humanpathogen angesehen und 11 weitere Spezies über die Serologie mit Erkrankungen in 
Verbindung gebracht (Newton et al., 2010, Yang et al., 2012). Mehr als 90% der humanen 
Infektionen werden durch die Spezies Legionella pneumophila verursacht, wobei L. pneumophila 
der Serogruppe 1 für mehr als 84% der weltweit auftretenden und 95% der europäischen Fälle 
verantwortlich ist (Fields et al., 2002, Harrison et al., 2007, Victor et al., 2002, Newton et al., 
2010). Insgesamt sind mindestens 16 Serogruppen für die Spezies L. pneumophila bekannt, von 
denen die Serogruppen 2, 4 und 6 ebenfalls mit Legionella-Infektionen assoziiert werden (Winn Jr 
& Myerowitz, 1981, Benson & Fields, 1998, Muder & Victor, 2002, Diederen, 2008). Daneben 
können die non-pneumophila Spezies L. micdadei, L. bozemanii, L. longbeachae und L. jordanis 
ebenfalls als Krankheitserreger in Erscheinung treten (Lück, 2011). Der in dieser Arbeit 
überwiegend verwendete L. pneumophila Corby Stamm, dessen Genom vollständig sequenziert 
vorliegt, gehört zu der als hoch virulent anzusehenden Serogruppe 1 (Glöckner et al., 2008, Jepras 
et al., 1985). Interessanterweise wurde die Spezies L. pneumophila erstmals 1976 nach einem 
Ausbruch einer lebensbedrohlichen Pneumonie mit 182 Betroffenen während eines Treffens von 
US-Kriegsveteranen in Philadelphia beschrieben. Insgesamt mussten 147 Teilnehmer 
hospitalisiert werden, von denen 29 starben. In Anlehnung an diesen Ausbruch wurde die 
Erkrankung als Legionnaires´ Disease (Legionärskrankheit) bezeichnet (Fraser et al., 1977). 
Diese Entdeckung legte den Grundstein für die Erforschung eines bis dato noch unbekannten 
Erregers der Legionärskrankheit. Mit Hilfe von retrospektiven Studien wurde der älteste 
beschriebene Fall einer Infektion durch Legionellen auf das Jahr 1943 und die Spezies L. 
micdadei zurückgeführt (Hébert et al., 1980). Der erste L. pneumophila Stamm wurde bereits 
1947 isoliert, konnte jedoch erst 1979 der Spezies zugeordnet werden (McDade et al., 1979). Ein 
zweites durch Legionellen verursachtes, aber milder verlaufendes Krankheitsbild, das Pontiac-
Fieber, wurde 1968 nach einem Ausbruch einer fieberhaften Erkrankung von 144 Personen in 





1.1 Legionella pneumophila – ein Krankheitserreger der Lunge 
1.1.1 Mikrobiologie, Ökologie und Lebenszyklus des Lungenerregers 
Legionellen sind Gram-negative, stäbchenförmige und obligat aerobe Bakterien mit polarer oder 
lateraler Begeißelung (Garrity et al., 2004, Benson & Fields, 1998, McDade et al., 1977). Die 2 
bis 20 µm langen und im Durchmesser 0,3 bis 0,9 µm großen Umweltkeime sind ubiquitär in 
natürlichen aquatischen Habitaten, wie z.B. Seen, thermalen Quellen und Flüssen, aber auch im 
feuchten Boden und Schlamm verbreitet. Daneben kommen diese Keime ebenso in künstlichen 
feucht-wässrigen Umgebungen vor, wie z.B. Duschköpfen, Wasserleitungen, Klimaanlagen und 
Kühltürmen. Ihre parasitische Lebensweise innerhalb ihrer natürlichen Wirte, den Protozoen, oder 
auch in Biofilmen, schützt sie vor ungünstigen Umwelteinflüssen. So kann der Organismus in 
einer feuchten Umgebung auch über einen langen Zeitraum bei Temperaturen von 0 bis 68 °C und 
einem pH von 5,0 bis 8,5 überleben sowie vor Antibiotika, Bioziden, osmotischem und thermalem 
Stress geschützt werden. Die Bakterien vermehren sich optimal zwischen 25 und 45 °C, wobei 
das Temperaturoptimum bei 37 °C liegt. Legionellen sind in der Regel keine freilebenden 
Bakterien, sondern replizieren sich intrazellulär in vielen verschiedenen Arten von Amöben, wie 
z. B. Acanthamoeba castelanii und Hartmanella vermiformis, sowie Ciliaten, können aber 
extrazellulär innerhalb von Biofilmen wachsen (Rowbotham, 1980, Diederen, 2008, Newton et 
al., 2010, Brodhun & Buchholz, 2011, Taylor et al., 2009). Die intrazelluläre Vermehrung 
ermöglicht den Bakterien den Zugang zu Nährstoffen, bietet Schutz vor äußeren Einflüssen und 
lässt sie den Wirt zu ihren Gunsten manipulieren (Rowbotham, 1980, Fields, 1996, Fields et al., 
2002).  Das extrazelluläre Überleben der Bakterien wird während einer nährstoffarmen Zeit durch 
den Übergang in ein viable but non cultureable (VBNC)-Stadium erleichtert (Steinert et al., 
2007). Die Abhängigkeit von einer speziellen nährstoffreichen Umgebung erklären das 
spezifische Wachstumsmedium, welches Legionella unter Laborbedingungen benötigt. Die 
Zugabe wichtiger Aminosäuren, wie L-Cystein, Arginin, Isoleucin, Leucin, Valin, Threonin, 
Methionin, Phenylalanin, Serin und Tyrosin, die sie zum Teil nicht selbst synthetisieren können, 
sowie wichtiger Spurenelemente, wie Eisen, Mangan, Calcium, Zink, Kalium, Magnesium und 
Kupfer aber auch Phosphaten, stimuliert das Wachstum (George et al., 1980, Fields et al., 2002, 
Reeves et al., 1981, Rowbotham, 1980). Erst kürzlich konnte gezeigt werden, dass nicht nur 
Aminosäuren als Energie- und Kohlenstoffquelle genutzt werden können, sondern auch 
Kohlenhydrate, wie Stärke und Glykogen (Eylert et al., 2010, Herrmann et al., 2011).  
In den natürlichen Habitaten stellt das Bakterium normalerweise keine Gefahr für den Menschen 
dar. Erst das Vorkommen in künstlich angelegten Warmwasserleitungs- oder in stagnierenden 
Wasserzirkulationssystemen bietet optimale Bedingungen für eine Vermehrung der Legionellen, 





2011). Die Infektion mit Legionellen erfolgt in der Regel durch die Inhalation von kontaminierten 
Aerosolen (Stout & Yu, 1997, Levin, 2009). Somit stellen solche verunreinigten 
Wasservorkommen, die Aerosole erzeugen können, potentielle Ausbruchsquellen dar. Eine 
Übertragung von Mensch zu Mensch konnte bisher nicht beobachtet werden (Muder et al., 1986, 
Fields et al., 2002, Victor et al., 1983).  
  
L. pneumophila ist ein Erreger, der nicht nur seine natürlichen Wirte, die Amoeben, sondern auch 
verschiedene Säugerzellen wie Makrophagen und Epithelzellen infizieren und zur Replikation 
nutzen kann. Über die Inhalation kontaminierter Aerosole bekommt das Bakterium Zugang zur 
humanen Lunge. Dies ermöglicht dem Erreger alveolare Makrophagen und Epithelzellen in einer 
ähnlichen Weise zu besiedeln wie es bei den in der Natur vorkommenden Protozoen geschieht 
(Albert-Weissenberger et al., 2007, Lau & Ashbolt, 2009, Fields, 1996, Gao et al., 1997, Segal & 
Shuman, 1999*, Fields et al., 2002).  
Innerhalb der Wirtszelle weist L. pneumophila einen biphasischen Lebenszyklus auf, bestehend 
aus einer replikativen (nicht virulenten) und einer transmissiven (virulenten) Phase (Abb. 1.1). 
Beide Phasen sind gekennzeichnet durch unterschiedliche Physiologien und Morphologien. Der 
Lebenszyklus mit seinen spezifischen Phasen kann unter Laborbedingungen und in 
Flüssigmedium nachgeahmt werden, wobei die exponentiell gewachsene Legionella-Kultur die 
replikativen Merkmale und die spät-exponentiell/stationär gewachsene Kultur die transmissiven 
Merkmale widerspiegelt (Byrne & Swanson, 1998, Molofsky & Swanson, 2004, Brüggemann et 
al., 2006, Weissenmayer et al., 2011).  
Legionellen der replikativen Phase sind nicht zytotoxisch. Ihr Genexpressionsmuster wird durch 
das Nahrungsangebot bestimmt, welches essentiell für die effiziente Vermehrung ist. Die 
replikative Phase ist demnach durch hohe metabolische Aktivität und Proteinbiosynthese mit 
einhergehender Replikation des Bakteriums gekennzeichnet. In dieser Phase sind die 
stäbchenförmigen Legionellen durch eine lange, teils filamentöse Gestalt und Unbeweglichkeit 
(fehlendes Flagellum) charakterisiert (Steinert et al., 2002, Molofsky & Swanson, 2004). Mit 
abnehmenden Nährstoffresourcen, z.B. den Aminosäuren im Kulturmedium, wechseln die 
Bakterien in ein zytotoxisches Stadium, in dem die Genexpression auf die Bereitstellung neuer 
Nährstoffquellen und somit auch auf das Verlassen des Wirtes abzielt. Im Kulturmedium induziert 
Legionella hierbei die Akkumulation des Stressmoleküls Guanosin-3‘,5‘-bispyrophosphat 
(ppGpp), was den Übergang in die transmissive und somit auch infektiöse Phase vermittelt 
(Hammer & Swanson, 1999, Molofsky & Swanson, 2004). Die σ-Faktoren RpoS und FliA, das 
Zwei-Komponenten-Regulationssystem LetA/LetS sowie das Regulatorprotein LetE vermitteln 





Verlangsamung des Metabolismus und die Aktivierung von Genen zur Ausprägung der 
transmissiven Eigenschaften sowie zur Manipulation des Wirts sind charakteristisch für dieses 
Stadium. Hierzu zählen Gene, die für den Bewegungsapparat, für Typ IVB (Dot/Icm)-Effektoren, 
sowie für andere Faktoren, die mit Invasion und Virulenz assoziiert werden, kodieren 
(Weissenmayer et al., 2011, Brüggemann et al., 2006). Die transmissiven stäbchenförmigen 
Bakterien sind demzufolge durch ihre hohe Beweglichkeit, Zytotoxizität und Invasivität 
charakterisiert. Weiterhin zeigen sie ein resistentes Verhalten gegenüber Stressfaktoren, wie z.B. 




Abb. 1.1: Der Lebenszyklus von L. pneumophila. L. pneumophila repliziert sich intrazellulär in Protozoen. 
Das Einatmen kontaminierter Aerosole ermöglicht dem Bakterium den Zugang zur humanen Lunge und dort die 
Besiedlung alveolarer Makrophagen und Epithelzellen (links). Bei der Phagozytose infektiöser Legionellen 
werden Effektoren sekretiert, die die Besiedlung des Wirts erleichtern. Dies sind Faktoren zur Verhinderung der 
Ansäuerung der Vakuole und der Apoptose des Wirtsorganismus, Effektoren zur Rekrutierung von Vesikeln des 
endoplasmatischen Retikulums (ER) und Mitochondrien. Es erfolgt die Verschmelzung der Vakuole (auch LCV 
genannt) mit dem ER. Innerhalb der LCV replizieren sich die Bakterien bis ein Nährstoffmangel eintritt. Ab 
diesem Zeitpunkt gehen die Legionellen in die transmissive Phase über, was zur Lyse der Wirtszelle führt. 
Infektiöse Legionellen können nun eine neue Wirtszelle besiedeln. Der biphasische Lebenszyklus von 
Legionella, mit der replikativen (exponentiellen) und der transmissiven (stationären) Phase, kann unter 
Laborbedingungen in Bouillon nachgestellt werden (rechts) (modifiziert nach 2009annualreport.nichd.nih.gov; 
metapathogen.com). 
 
Im Gegensatz zum Kulturmedium beginnt der intrazelluläre Generationszyklus mit der Aufnahme 
des Bakteriums in die Wirtszelle. Dabei werden verschiedene Mechanismen für den Eintritt aber 
auch für den Austritt aus den Wirt genutzt, wie z.B. die Aufnahme durch konventionelle 
Phagozytose bzw. die coiling-Phagozytose (Lau & Ashbolt, 2009, Newton et al., 2010). In diesem 
Zusammenhang konnte gezeigt werden, dass der erste Kontakt zwischen Legionella und den 
Makrophagen über ein Protein der äußeren Membran, dem sogenannten MOMP-Protein (major 





C3bi an die Komplementrezeptoren CR1 und CR3 der Wirtszelle (Payne & Horwitz, 1987, 
Bellinger-Kawahara & Horwitz, 1990, Wiater et al., 1998). Die Adhäsion an Protozoen, z.B. über 
Typ IV-Pili oder die Lektinbindung, wird dagegen als komplementunabhängiger Mechanismus 
zur Förderung der Phagozytose diskutiert (Cirillo et al., 1999, Swanson & Hammer, 2000, Stone 
& Kwaik, 1998, Venkataraman et al., 1997, Harb et al., 1998). Nach der phagozytären Aufnahme 
verbleiben die Legionellen in einem Phagosom, welches nicht den phagolysosomalen Pfad 
einschlägt. Das Bakterium verhindert hierbei aktiv und mit Hilfe des Dot/Icm-Sekretionssystems 
die Fusion mit Lysosomen und somit eine Absenkung des pH-Wertes in diesem Kompartiment 
(Horwitz, 1983, Horwitz & Maxfield, 1984, Roy et al., 1998, Molofsky & Swanson, 2004). Die 
dabei entstehende Vakuole (Legionella containing vacuole, LCV) ist vollständig vom 
endosomalen Pfad isoliert. Bereits nach kürzester Zeit erfolgt die Rekrutierung sekretorischer 
Vesikel des endoplasmatischen Retikulums (ER) sowie von Mitochondrien an die LCV (Tilney et 
al., 2001). Innerhalb dieser Vakuole repliziert sich Legionella, wobei der pH-Wert im neutralen 
Bereich aufrechterhalten wird (Wieland et al., 2004). Erst in der späten replikativen Phase, wenn 
die Bakterien eine Säureresistenz entwickelt haben, fusioniert die LCV mit dem Lysosom, um die 
Nährstoffversorgung aufrechtzuerhalten (Sturgill-Koszycki & Swanson, 2000). Sobald 
Nährstoffmangel auftritt, gehen die Erreger auch intrazellulär in die transmissive Phase über, 
wobei bakterielle transmissive Faktoren, wie z.B. Toxine, Adhäsine und Flagellen, exprimiert 
werden (Byrne & Swanson, 1998, Molofsky & Swanson, 2004, Brüggemann et al., 2006). Das 
Differenzieren der Bakterien zurück in ihre transmissive Form ermöglicht ihnen den Übergang in 
das sogenannte MIF-Stadium (mature intracellular form), das durch 
Polyhydroxybutyrateinschlüsse sowie Antibiotika- und pH-Resistenz ein längeres Überleben in 
der Umwelt ermöglicht. Die starke Vermehrung führt zur Schädigung der Wirtszellmembran und 
somit zur Zelllyse bzw. zum Zelltod des Wirts (Molofsky & Swanson, 2004, Molofsky et al., 
2005, Swanson & Hammer, 2000, Isberg et al., 2009, Newton et al., 2010). Diese induzierte 
kontaktabhängige Zellzytotoxizität wird durch Porenbildung in der Wirtszellmembran verursacht 
(Husmann & Johnson, 1994, Kirby et al., 1998). Die Gruppe um Silveira und Zamboni entdeckte, 
dass die Poren bei Säugerzellen aus der Aktivierung des Inflammasoms des Wirtes durch 
bakterielles Flagellin verursacht werden (Silveira & Zamboni, 2010). Die freigesetzten 
hochvirulenten Erreger sind nun in der Lage, neue Zellen zu infizieren.  
 
1.1.2 Legionellosen – Krankheitsbild und Therapie 
Nach einer Übertragung von Legionella-haltigen Aerosolen auf den Menschen kann sich das 
Krankheitsbild einer Legionellose manifestieren. Zum einen können die Erreger nach einer 





Legionärskrankheit, verursachen (McDade et al., 1977, Horwitz & Silverstein, 1980). Nach einer 
relativ kurzen Inkubationszeit treten hohes Fieber (>40 °C), Kopf- und Muskelschmerzen sowie 
eine schwere Lungenentzündung auf. In schweren Fällen kommt es zu Schädigungen der Nieren 
und des zentralen Nervensystems mit geistiger Verwirrtheit und Delirium (Fields et al., 2002). 
Diese Erkrankung kann dabei durch respiratorische Insuffizienz und Sepsis tödlich verlaufen 
(Edelstein, 2008). Histopathologische Untersuchungen einer infizierten Lunge zeigen eine durch 
proteinöse Exsudate sowie durch Exsudate der Makrophagen und Neutrophilen verursachte 
Ausdehnung des alveolaren Raumes und eine diffuse Zerstörung des alveolaren Gewebes. Des 
Weiteren zählen septische Vaskulitis kleiner Blutgefäße und Koagulationsnekrosen zu den 
charakteristischen Merkmalen. Es konnte zudem eine lymphatische und hämatogene Ausbreitung 
des Erregers beschrieben werden, wobei hauptsächlich die Leber und die Nieren betroffen sind 
(Hernandez et al., 1980, Hicklin et al., 1980, Winn Jr & Myerowitz, 1981). Zum anderen kann 
sich ein weniger schwerwiegender und selbstlimitierender respiratorischer Infekt ohne 
Pneumonie, das sogenannte Pontiac-Fieber, entwickeln (Glick et al., 1978, Kaufmann et al., 
1981). Diese Verlaufsform äußert sich in grippeähnlichen Symptomen, die auch ohne Behandlung 
wieder abklingen (Fields et al., 2002). Die Charakteristika dieser beiden Formen der Legionellen-
Infektion sind in der nachfolgenden Tabelle 1.1 zusammengefasst. 
 
Tab. 1.1: Übersicht über die zwei verschiedenen Formen einer Legionellen-Infektion. 
(http://wwwnc.cdc.gov; Lück & Steinert, 2006) 
Charakteristika Pontiac-Fieber Legionärskrankheit 
Häufigkeit ~10x häufiger als Pneumonie 1-5% (bis 30%) aller Pneumonien 
Klinisches Bild Leichte grippale Symptome ohne 
Pneumonie (Schüttelfrost, Fieber, 
Kopfschmerzen, Abgeschlagenheit) 
Lungenentzündung, hohes Fieber, 
Muskelschmerzen im Brustkorb, 
Reizhusten, neurologische 
Ausfallerscheinungen, Atemnot, Übelkeit 
Manifestationsrate 90-98% 1-5% 
Inkubationszeit 1-2 Tage 2-14 (-20) Tage 
Krankheitsdauer 2-5 Tage 2-3 Wochen 
Letalität 0 2-10% (bis 80%) 
Isolation der Bakterien nahezu nie möglich 
Therapie nicht erforderlich, da selbstlimitierend Gabe spezifischer Antibiotika nötig 
(Fluorchinolone und Makrolide) 
 
Daneben gibt es zwei weitere Verlaufsformen. Die extrarespiratorische Manifestation äußert sich 
durch Wundinfektionen nach dem Baden in Legionella-haltigem Wasser und kann ebenso als 
Begleiterscheinung bei schweren Pneumonien mit septischer Streuung erfolgen. Dies kann zur 





die Bildung von Antikörpern in Seren exponierter Personen nachgewiesen und treten vermutlich 
häufiger auf als klinische Erkrankungen (Lück, 2011, Lück & Steinert, 2006). 
 
1.2 Virulenzfaktoren von L. pneumophila 
Virulenzfaktoren sind Determinanten eines Mikroorganismus, die seine pathogene Wirkung 
bestimmen. Diese können sowohl Strukturelemente als auch Stoffwechselprodukte sein. 
L. pneumophila weist zahlreiche bakterielle Virulenzdeterminanten auf, die in anderen Bakterien 
eine wichtige Rolle für die Pathogenität spielen. Hierzu zählen unter anderem die 
Lipopolysaccharide (LPS), Pili, Flagellen, Toxine, Sekretionssysteme, Enzyme wie z.B. 
Proteasen, Phosphatasen und Phospholipasen sowie Zelloberflächenproteine (Newton et al., 2010, 
Dowling et al., 1992). In der Umwelt repliziert sich Legionella innerhalb eines breiten 
Wirtsspektrums. Für die Wirtsadaptation haben die Bakterien vielfältige Virulenzmechanismen 
entwickelt, die es ihnen ebenso ermöglichen, humane Zellen zu besiedeln. Die Fähigkeit zur 
intrazellulären Replikation in Makrophagen wird als ein bedeutendes Virulenzmerkmal angesehen 
(Cianciotto, 2001). Das macrophage infectivity potentiator (mip)-Gen ist für die intrazelluläre 
Infektion in der frühen Phase von Makrophagen, Protozoen, Lungenepithelzellen sowie für die 
Virulenz in Tiermodellen erforderlich und war eines der ersten Gene, das mit der Fähigkeit zur 
Replikation von Legionella innerhalb der Wirtszelle assoziiert wurde (Cianciotto et al., 1989, 
Cianciotto et al., 1990, Cianciotto et al., 1995, Cianciotto & Fields, 1992, Susa et al., 1996, 
Wintermeyer et al., 1995). Das 24 kDa große mip-Genprodukt ist ein Zelloberflächenprotein und 
besitzt Peptidylprolyl-cis/trans-Isomerase Aktivität (Cianciotto et al., 1990*, Fischer et al., 1992, 
Helbig et al., 2001). Die Bindung des Mip-Proteins an Kollagene der extrazellulären Matrix 
ermöglicht Legionella die Überwindung der Lungenepithelzellbarriere (Wintermeyer et al., 1995, 
Helbig et al., 2001, Helbig et al., 2003, DebRoy et al., 2006*, Wagner et al., 2007). Es ermöglicht 
dem Bakterium, die Lunge zu kolonisieren und sich in Organe der Peripherie, wie z.B. der Milz, 
weiter auszubreiten. Das schon erwähnte, mit den Peptidoglycanen assoziierte Porin der äußeren 
Membran MOMP wird als ein wichtiger Faktor für die Infektion angesehen, da es an der 
Aufnahme des Bakteriums in die Wirtszelle beteiligt ist (Sadosky et al., 1993, Gabay et al., 1985, 
Hoffman et al., 1992). Abgesehen von den eben genannten Virulenzfaktoren spielen die Protein-
Sekretionssysteme, besonders vom Typ II und Typ IVB, eine wesentliche Rolle in der 
Pathogenese von L. pneumophila, weshalb auf diese im nächsten Abschnitt (1.3) näher 
eingegangen wird. Zudem tragen bakterielle Phospholipasen wesentlich zur Virulenz bei, 
weswegen diese Enzymklasse in Abschnitt 1.4 detaillierter beschrieben und ihre Rolle als 
Virulenzfaktor erörtert wird. L. pneumophila besitzt eine Vielfalt von Phospholipasen, die 





1.3 Sekretionssysteme von L. pneumophila 
Um eine erfolgreiche Pathogen-Wirts-Interaktion zu ermöglichen, benötigt L. pneumophila 
Sekretionssysteme, welche ein vielfältiges Arsenal an Effektorproteinen zur bakteriellen 
Oberfläche, direkt in die Wirtszelle oder in die extrazelluläre Umgebung translozieren. Für 
Legionella wurde bisher das putative Sekretionssystem vom Typ I (Lss), verschiedene Typ IVA-
Sekretionssysteme (Lvh, Trb-1, Trb-2), ein putativer Typ V-Autotransporter sowie die zwei 
Sekretionsmaschinerien vom Typ II (Lsp) und Typ IVB (Dot/Icm) beschrieben, wobei die beiden 
letztgenannten mit der Virulenz des Erregers in Verbindung gebracht werden konnten (Cianciotto, 
2014, Qiu & Luo, 2014, Albert-Weissenberger et al., 2007, De Buck et al., 2007, Brassinga et al., 
2003, Cazalet et al., 2004, Glöckner et al., 2008, Jacobi & Heuner, 2003, Schroeder et al., 2010, 
Segal et al., 1999). Daneben besitzt L. pneumophila einen Flagellenapparat, welcher als 
potentielles Typ III-ähnliches Sekretionssystem angesehen wird (Cornelis, 2006, Heuner & 
Steinert, 2003, Molofsky et al., 2005). Die Translokation der Substrate kann entweder in zwei 
Stufen über die Membranen oder ohne periplasmatischen Zwischenschritt erfolgen, wie es bei 
Typ I und Typ IV der Fall ist. Bezüglich der Sekretion über den Typ II- und Typ V-Sekretionsweg 
gelangen die Proteine zunächst über den Sec- oder Tat-abhängigen Transport aus dem Zytosol 
über die innere Membran ins Periplasma. Sowohl der allgemeine Proteinsekretionsweg Sec als 
auch ein Twin-Arginin-Translokationssystem (Tat) wurden für Legionella beschrieben (De Buck 
et al., 2004, De Buck et al., 2005, Rossier & Cianciotto, 2005, Cazalet et al., 2004, Chien et al., 
2004). Proteine, die über diesen Transportweg transloziert werden, verfügen im Allgemeinen über 
ein N-terminales Signalpeptid, das durch eine membrangebundene Signalpeptidase abgespalten 
wird (De Buck et al., 2007). In L. pneumophila wurden zwei verschiedene Signalpeptidasen 
identifiziert. Die Typ I Signalpeptidase LepB ist verantwortlich für das Abspalten von Sec- und 
Tat-abhängigen Signalpeptiden, wohingegen die Typ II Signalpeptidase LspA Lipoproteine 
prozessiert (Lammertyn et al., 2004, Geukens et al., 2006).  
 
Das Lsp Typ II-Sekretionssystem exportiert viele degradierende Enzyme, welche die Infektion 
sowohl von Protozoen als auch von Makrophagen fördern und zum Wachstum innerhalb der 
humanen Lunge beitragen (Rossier & Cianciotto, 2001, Rossier et al., 2004, Cianciotto, 2009, 
DebRoy et al., 2006). Erst kürzlich zeigte die Gruppe um N. P. Cianciotto, dass das Lsp-System 
ebenso die Infektion von Lungenepithelzellen fördert sowie die Zytokin- bzw. 
Chemokinfreisetzung aus Makrophagen und Epithelzellen z.B. durch das Eingreifen in das 
Transkriptlevel der Zytokine verringert (McCoy-Simandle et al., 2011). Bisher konnten insgesamt 
mehr als 25 Typ II-abhängig sekretierte Proteine identifiziert werden (Cianciotto, 2014, 





(Hales & Shuman, 1999), die Chitinase (DebRoy et al., 2006), die saure Phosphatase (Aragon et 
al., 2001), die RNase (Rossier et al., 2009), die Lipasen A und B (LipA und LipB) (Aragon et al., 
2002), die Phospholipasen C (PlcA und PlcB) (Aragon et al., 2002, McCoy-Simandle et al., 2011, 
Aurass et al., 2013) und Phospholipase A/Lysophospholipase (PlaA und PlaC) zu nennen (Banerji 
et al., 2005, Flieger et al., 2002, DebRoy et al., 2006). Die sekretierten Proteine werden bei dem 
schon erwähnten mehrstufigen Prozess der Typ II-Sekretion zunächst über den Sec- oder Tat-Weg 
durch die innere Membran transloziert und ins Periplasma entlassen, wo ungefaltete Proteine ihre 
Tertiärstruktur annehmen (Cianciotto, 2005, Cianciotto, 2014). Anschließend erfolgt die 
Translokation der Proteine durch die äußere Membran über den Multiprotein-Komplex der Typ II-
Sekretionsmaschinerie (Cianciotto, 2014, Cianciotto, 2009). Der evolutionär mit dem Typ IV-Pili 
verwandte Sekretionsapparat besteht aus einer zytoplasmatischen ATPase (LspE), drei Proteinen 
der inneren Membran (LspF, L und M), welche eine Plattform und Bindungsstelle für die ATPase 
darstellen, Pseudopilinen (LspG, H, I, J und K), die eine den periplasmatischen Raum 
umspannende pilusartige Struktur bilden, einer Peptidase der inneren Membran (LspO), welche 
Pseudopiline vor ihrer Integration in den Sekretionsapparat prozessiert, einem Sekretin der 
äußeren Membran (LspD), das zur Sekretionspore oligomerisiert und einem Protein (LspC), 
welches innere und äußere Membrankomponenten zu vernetzen scheint (Cianciotto, 2005, 
Cianciotto, 2014, Johnson et al., 2006, Filloux, 2004, Peabody et al., 2003).  
 
Das Dot/Icm Typ IVB-Sekretionssystem ist an vielen verschiedenen Stufen des intrazellulären 
Lebenszyklus‘ beteiligt und spielt somit eine Schlüsselrolle in der Virulenz von L. pneumophila. 
Es ist unter anderem essentiell für die Replikation in Protozoen, humanen Makrophagen sowie im 
Meerschweinchen-Modell (Segal & Shuman, 1999*, Edelstein et al., 1999) und spielt eine 
kritische Rolle in der Förderung der Phagozytose, bei der Gestaltung der nährstoffreichen LCV, 
bei der Unterstützung der Integrität des Phagosoms und bei der Induktion von Apoptose und 
Zelllyse (Molmeret et al., 2007). Das von etwa 27 Genen kodierte Sekretionssystem, welches 
einer klassischen Konjugationsmaschinerie ähnelt, kann in drei Subkomplexe unterteilt werden. 
Diese setzen sich zusammen aus einem Rezeptor der inneren Membran zum Erfassen der 
Substrate, dem transmembranen Kern, welcher die innere mit der äußeren Membran verbindet, 
und einem Proteinteil außerhalb der Membran, der sich von der bakteriellen Oberfläche erstreckt 
und vermutlich in die Membran der Wirtszelle penetriert (Qiu & Luo, 2014). Luo und Isberg 
konnten anhand der zwei Substrate RalF und LidA zeigen, dass keine N-terminale, sondern eine 
C-terminale Peptidsequenz die Translokation über die zwei Membranen vermittelt (Luo & Isberg, 
2004). Die Gruppe um C. R. Roy deckte weiterhin auf, dass drei hydrophobe Reste oder ein 





2005). Weitere Studien identifizierten neben den hydrophoben Resten auch einige kleine, polare 
und geladene Reste innerhalb einiger Substrate (Kubori et al., 2008). Erst kürzlich konnte gezeigt 
werden, dass nicht nur eine spezifische Aminosäure an einer bestimmten Position, sondern 
Aminosäuren mit ähnlichen physikalisch-chemischen Eigenschaften innerhalb der letzten 35 
Positionen des C-Terminus die Dot/Icm-Translokation bestimmen (Lifshitz et al., 2013). Zudem 
entdeckten Huang et al. ein weiteres Motiv, den sogenannten E-Block, als wichtige Sequenz zur 
Translokation (Huang et al., 2011). Für die Manipulation von Wirtszellprozessen, injiziert L. 
pneumophila eine Fülle von etwa 300 bekannten Effektorproteinen in das Wirtszytosol oder zur 
phagosomalen Membran (Ensminger & Isberg, 2009, Hubber & Roy, 2010, Heidtman et al., 
2009, Zhu et al., 2011, Gomez-Valero et al., 2011), von denen viele Ähnlichkeiten zu 
eukaryotischen Proteinen aufweisen (Nora et al., 2009). Experimentell wurden bereits 290 
Substrate bestätigt. Zu diesen zählen unter anderem die schon genannte Signalpeptidase LepB, 
Phospholipasen A (VipD/PatA; VpdA/PatC; VpdB/PatG; VpdC/PatF), Phospholipase C 
(PlcC/CegC1) und Phospholipase D (LpdA) (Gomez-Valero et al., 2011, Lifshitz et al., 2013, Zhu 
et al., 2011). Die Dot/Icm-Substrate beeinflussen verschiedene zelluläre Prozesse innerhalb des 
Wirtes, wie z.B. den Vesikelverkehr, Abläufe im Rahmen des Zelltodes, Ubiquitinierung, 
Lipidmetabolismus und die angeborene Immunabwehr, um den Aufbau einer intrazellulären 
Nische für die bakterielle Replikation zu ermöglichen (Hubber & Roy, 2010, Isberg et al., 2009). 
Zudem ist ein weiteres Typ IV-Sekretionssystem (Typ IVA), das Lvh-System, bekannt, dem eine 
Rolle in einigen Aspekten der intrazellulären Replikation von L. pneumophila zugeschrieben 
wird, z.B. dass es die Dot/Icm-Funktionen komplementieren kann (Bandyopadhyay et al., 2007, 
Segal et al., 1999). 
Für das Lss Typ I-Sekretionssystem konnten bisher noch keine Sekretionssubstrate identifiziert 
werden. Zudem scheint es für die Pathogen-Wirts-Interaktion entbehrlich zu sein (Jacobi & 
Heuner, 2003). Für das putative Typ V-Sekretionssystem wurden die Funktionalität oder 
mögliche Substrate noch nicht charakterisiert (De Buck et al., 2007). Es wurde jedoch ein Gen 
(lpp0779) aus dem L. pneumophila Paris Stamm identifiziert, welches für einen möglichen 
Autotransporter kodiert (Albert-Weissenberger et al., 2007). 
 
1.4 Bakterielle Phospholipasen als Virulenzfaktoren 
Die mannigfaltige Unterklasse der Lipasen/Esterasen, die Phospholipasen, sind ubiquitär 
verbreitete Enzyme, die sowohl in eukaryotischen als auch in prokaryotischen Organismen 
vorkommen und in eine Vielzahl zellulärer Funktionen, wie z. B. der Generierung sekundärer 
Botenstoffe, Entzündungsreaktionen, Membransynthese und –zusammensetzung, involviert sind 





1998). Als Virulenzfaktoren pathogener Bakterien unterstützen sie eine Reihe von Prozessen, die 
unter anderem die Invasion und Besiedlung eines Wirts begünstigen. Die katalytisch aktiven 
Zentren, einschließlich der typischen Sequenzmotive, sind innerhalb der Phospholipasen/Lipasen 
auch evolutionär unterschiedlicher Spezies stark konserviert (Akoh et al., 2004, Arpigny & 
Jaeger, 1999, Banerji & Flieger, 2004, Messaoudi et al., 2010, Upton & Buckley, 1995). Diese 
Ähnlichkeiten verschaffen den bakteriellen Erregern während eines Wirtskontaktes den Vorteil, 
dass die eigenen Phospholipasen die Phospholipasen des Wirts ersetzen können, um zelluläre 
Prozesse zu ihren Gunsten einzusetzen. Als Substrate nutzen Phospholipasen Phospholipide, 
welche sich üblicherweise zu subzellulären Strukturen in Form von Einzel- oder Doppelschichten 
zusammenlagern. Üblicherweise bestehen Phospholipide aus einem Glyzerol-Rückgrat mit zwei 
veresterten Fettsäureketten und einer Phosphatgruppe. In Säugerzellen kommen vor allem 
Phosphatidylcholin (PC), Phosphatidylethanolamin (PE), Phosphatidylinositol (PI), 
Phosphatidylserin (PS) und Sphingomyelin (SM) vor (Schmiel & Miller, 1999, Virtanen et al., 
1998, Mason & Williams, 1980). Für die Membranstrukturen von Legionella wurden 
hauptsächlich PC, PE, Phosphatidylglyzerol (PG) und Cardiolipin (CL) identifiziert (Finnerty et 
al., 1979, Hindahl & Iglewski, 1984). 
  
1.4.1 Die Klassifizierung und Eigenschaften von Phospholipasen 
Phospholipasen werden entsprechend ihrer enzymatischen Spaltstellen am Phospholipid in 
Acylhydrolasen (Phospholipase A1/A2 = PLA, Phospholipase B = PLB) und Phosphodiesterasen 
(Phospholipase C = PLC, Phospholipase D = PLD) unterteilt. Die Großbuchstaben A, B, C und D 
werden dabei mit der spezifisch angegriffenen Esterbindung im Phospholipid assoziiert (Abb. 1.2) 
(Aloulou et al., 2012, Ramrakhiani & Chand, 2011). Demnach spalten die Acylhydrolasen die 
Acyl-Esterbindung an der sn-1-Position (PLA1) bzw. an der sn-2-Position (PLA2) des Glyzerols. 
Als Reaktionsprodukte entstehen eine freie Fettsäure (FFA) und im Falle einer PC-Hydrolyse das 
toxische Lysophosphatidylcholin (LPC) (Huang et al., 2005, Masamune et al., 2001). Enzyme mit 
entsprechender Lysophospolipase A-Aktivität (LPLA-Aktivität) hydrolysieren den verbleibenden 
Fettsäurerest am Glyzerol-Rückgrat und eliminieren so das toxische LPC, wobei 
Glyzerophosphorylcholin entsteht. PLBs können die Fettsäureketten sowohl an der sn-1- als auch 
an der sn-2-Position abspalten. Die Phosphodiesterasen hydrolysieren hingegen entweder die 
Glyzerol-orientierte (PLC) oder die Alkohol-orientierte (PLD) Phosphoesterbindung im Substrat, 
wobei 1,2-Diacylglyzerol (1,2-DG) und ein Phosphorylalkohol bzw. Phosphatidsäure (PA) und 
ein Alkohol entstehen (s. Abb. 1.2). Generell besitzen Phospholipasen verschiedene 
Substratspezifitäten, die sich vor allem nach den Eigenschaften der gebundenen Fettsäuren 





Miller, 1999). Der folgende Absatz beschäftigt sich mit der Klassifizierung und den generellen 





Abb. 1.2: Die Darstellung der enzymatischen Spaltung von Phospholipiden am Bsp. von 
Phosphatidylcholin mittels verschiedener Phospholipasen und der entstehenden Reaktionsprodukte. 
Phospholipide bestehen aus einem Glyzerol-Rückgrat (grau), welches mit zwei Fettsäuren an Position sn-1 und 
sn-2 (mittelgrau) und einer Phosphatgruppe an Position sn-3 (dunkelgrau) verestert ist. Am Phosphatrest sind 
zudem polare Kopfgruppen, wie z.B. Cholin (hellgrau) verestert. (in Anlehnung an (Kuhle & Flieger, 2014).  
 
Arpigny und Jäger identifizierten acht verschiedene Familien innerhalb der bakteriellen 
Acylhydrolasen/Lipasen. Ihre Einteilung basiert auf dem Vergleich der Aminosäuresequenz und 
den grundlegenden biologischen Eigenschaften dieser Gruppe (Arpigny & Jaeger, 1999). Diese 
Familien nutzen eine katalytische Triade bestehend aus Ser-Asp-His für ihre enzymatischen 
Aktivitäten und weisen eine typische Faltung der α/β-Hydrolasen auf. Innerhalb der ersten zwei 
Familien konnten Enzyme mit PLA-Aktivität identifiziert werden.   
Die Enzyme der Familie I, auch bekannt als echte Lipasen, hydrolysieren neutrale Lipide und 
werden nochmals in elf Subfamilien unterteilt. Diese Familie ist die am weitesten verbreitete 
innerhalb der Gram-positiven und -negativen Bakterien (Arpigny & Jaeger, 1999, Messaoudi et 
al., 2010). Mitglieder dieser Familie besitzen das konservierte Gly-X-Ser-X-Gly Motiv mit 
seinem nukleophilen Serin (Ser) sowie die zwei katalytisch aktiven Aminosäuren Aspartat (Asp) 
und Histidin (His). Die Substratpräferenz beschränkt sich jedoch bei einigen Enzymen dieser 
Gruppe nicht nur auf neutrale Lipide (Arpigny & Jaeger, 1999). In seltenen Fällen gibt es 





aus Staphylococcus hyicus oder aus S. warneri (Van Kampen et al., 1998, van Kampen et al., 
2001, Van Oort et al., 1989).  
Enzyme der Familie II sind als GDSL-Esterasen bekannt, da das katalytisch aktive Ser von einem 
Gly-Asp-Ser-(Leu/Ile) Motiv umgeben ist. Dieses ist im Homologie-Block I von insgesamt fünf 
konservierten Blöcken lokalisiert. Die putativen katalyischen Aminosäurereste His und Asp 
dagegen befinden sich im Block V innerhalb eines Asp-X-X-His Sequenzmotivs (Akoh et al., 
2004, Arpigny & Jaeger, 1999, Upton & Buckley, 1995). Mitglieder dieser Familie sind sowohl 
innerhalb vieler Bakterien aber auch in höheren Pflanzen vertreten (Upton & Buckley, 1995, 
Akoh et al., 2004, Brick et al., 1995). Die Lipasen dieser Familie weisen eine α/β-Faltung auf, die 
sich von der typischen Faltung der α/β-Hydrolasen unterscheidet. Des Weiteren variieren sie in 
anderen Charakteristika im Vergleich zu den gut bekannten α/β-Hydrolasen, wie z.B. dem 
Abstand des nukleophilen Ser-Restes zum N-Terminus sowie der nahen Lage der zwei anderen 
katalytischen Aminosäurereste zueinander (Akoh et al., 2004, Upton & Buckley, 1995, Mølgaard 
et al., 2000). Zudem sind diese hydrolytischen Enzyme mit multifunktionellen Eigenschaften in 
Hinblick auf ihre Substrat- und Regiospezifität ausgestattet. Neben der Lipase/Acylhydrolase-
Aktivität weisen sie ebenso PLA-, LPLA-, hämolytische und Acyltransferase-Aktivitäten auf 
(Arpigny & Jaeger, 1999, Banerji et al., 2008, Lang et al., 2012, Shinoda et al., 1991, Upton & 
Buckley, 1995). Das Paradebeispiel der bakteriellen GDSL-Esterasen stellt SatA aus Aeromonas 
salmonicida dar, eine Glycerophospholipid:Cholesterol-Acyltransferase (GCAT) (Buckley et al., 
1982), die unter anderem Fettsäureketten auf Cholesterol überträgt, ein eher untypisches Sterol in 
Bakterien (van der Meer-Janssen et al., 2010). Vertreter dieser GDSL-Hydrolase-Gruppe gibt es 
auch in L. pneumophila, die in Abschnitt 1.5.1 beschrieben werden. 
Eine neue Lipasefamilie in Bakterien stellen die Patatin-ähnlichen Proteine (PLP) dar, welche 
nach ihrer Sequenz-Homologie zum Patatin, einem verbreiteten Protein in der Kartoffelknolle mit 
Lipidacylhydrolase-Aktivität, benannt wurden (Anderson et al., 2002, Andrews et al., 1988, 
Banerji & Flieger, 2004, Kienesberger et al., 2009, Shewry, 2003). Enzyme dieser Familie weisen 
vier konservierte Sequenzblöcke auf, wobei im Block II das Ser des aktiven Zentrums innerhalb 
des Gly-X-Ser-X-Gly Motives und im Block IV das Asp der katalytischen Diade innerhalb eines 
Asp-Gly Motives eingebettet ist. Sowohl die Diade als auch ein Abschnitt von Gly-Resten nahe 
des N-Terminus im Block I sind einzigartig und charakteristisch für bakterielle Lipasen (Banerji 
& Flieger, 2004, Hirschberg et al., 2001, Rydel et al., 2003, Schrag & Cygler, 1996). Im Block III 
befindet sich ein weiteres Motiv mit einem konservierten Prolin (Pro), welches sich aber im 
Vergleich zu den eukaryotischen PLPs unterscheidet. Die bakteriellen PLPs weisen im Vergleich 
zum eukaryotischen Ala-Ala-Pro an dieser Stelle ein Ala-Ser-X-X-X-Pro Motiv auf (Banerji & 





bakteriellen Genome bekannt, die diese Patatin/Phospholipase A2-verwandte Domäne besitzen 
(http://www.ebi.ac.uk/interpro). Neben dem bestcharakterisierten Vertreter dieser Familie mit erst 
kürzlich bekannt gewordener Kristallstruktur, ExoU aus Pseudomonas aeruginosa, (Banerji & 
Flieger, 2004, Gendrin et al., 2012, Phillips et al., 2003, Sato & Frank, 2004, Sato et al., 2003), 
sind nur wenige bakterielle PLPs näher untersucht worden. Dazu gehören das PlpD aus 
P. aeruginosa, YvdO aus Bacillus subtilis sowie VipD/PatA, VpdA/PatC, VpdB/PatG, 
VpdC/PatF und PatD aus L. pneumophila (s. 1.5.1) (Aurass et al., 2009, Kato et al., 2009, Ku et 
al., 2012, Salacha et al., 2010, Shohdy et al., 2005, VanRheenen et al., 2006, Gaspar & Machner, 
2014).  
Eine weitere Gruppe bakterieller lipolytischer Enzyme wurde nach dem ersten entdeckten 
Mitglied, PlaB, aus L. pneumophila benannt (Bender et al., 2009). Das plaB-Gen wurde während 
eines Screenings hämolytischer Escherichia coli Klone, welche eine L. pneumophila 
Genbibliothek exprimierten, identifiziert. Neben der eben genannten hämolytischen Aktivität 
zeigte dieses Enzym auch PLA- und LPLA-Aktivitäten. Bisher wurden keine signifikanten 
Homologien zu bisher bekannten Phospholipasen/Lipasen, sondern nur zu hypothetischen 
Proteinen wasserassoziierter Bakterien beschrieben (Flieger et al., 2004). PlaB besitzt die typische 
Ser-Asp-His katalytische Triade, die in ein bis dato noch unbekanntes Konsensus-Motiv innerhalb 
des N-terminalen Bereiches eingebettet ist. Das Ser des aktiven Zentrums befindet sich dabei in 
einem ungewöhnlichen Thr-X-Ser-X-Gly Motiv. Zudem sind die katalytisch aktiven 
Aminosäurereste Asp und His in einem atypischen Gly-Ser-Asp-Gly-Val-Val bzw. in einem Ser-
His-Ser Motiv lokalisiert (Bender et al., 2009, Flieger et al., 2004). Auf das im Rahmen dieser 
Arbeit untersuchte Protein wird zudem im Kapitel 1.5 näher eingegangen. 
 
1.4.2 Rolle der bakteriellen Phospholipasen in der Virulenz 
Phospholipasen mit experimentell bestätigter und putativer Funktion als Virulenzfaktor konnten 
sowohl in intrazellulären aber auch in extrazellulären Bakterien identifiziert werden. Zu diesen 
zählen unter anderem verschiedene Clostridium und Bacillus Spezies, L. monocytogenes, 
P. aeruginosa, Staphylococcus aureus, Mycobacterium tuberculosis, Corynebacterium 
pseudotuberculosis, Salmonella enterica, Helicobacter pylori, Yersinia enterocolitica und 
L. pneumophila. Die verschiedenen Phospholipasen spielen dabei eine wesentliche Rolle in der 
Pathogenität und sind somit in verschiedene krankheitsfördernde Prozesse involviert (Higgins et 
al., 1989, Istivan & Coloe, 2006, Popoff & Bouvet, 2009, Schmiel & Miller, 1999, Singh et al., 
2010, Sitkiewicz et al., 2007, Songer, 1997, Titball, 1998, Titball, 1993). Grundsätzlich können 
diese virulenzfördernden Abläufe in zwei Kategorien eingeteilt werden. Zum einen gibt es die 





entfalten und dabei Membranstrukturen zerstören. Zum anderen gibt es Phospholipaseaktivitäten, 




Abb. 1.3: Überblick über den möglichen Einfluss bakterieller Phospholipasen auf die Wirtszelle. 
Phospholipasen können zum einen direkt Membranen schädigen und somit Zelllyse verursachen. Zum anderen 
spielen die durch Phospholipaseaktivität generierten sekundären Botenstoffe, wie das 1,2-Diacylglyzerol (1,2-
DG), Lysophosphatidylcholin (LPC), Lysophsphatidsäure (LPA) und die freie Fettsäure Arachidonsäure eine 
wesentliche Rolle bei der Manipulation von Wirtszell-Signalkaskaden sowie bei der Beeinflussung 
inflammatorischer Vorgänge oder beim Prozess der Apoptose. Die Aktivierung der Arachidonsäure-Kaskade 
führt z.B. zur Produktion intrazellulärer Mediatoren, wie den Leukotrienen und Prostaglandinen, was wiederum 
Entzündungsreaktionen auslöst. Daneben können wirtseigene Enzyme, wie die Proteinkinase C (PKC) aktiviert 
werden, was zur Modulation zellulärer Funktionen durch die Aktivierung proinflammatorischer Gene führt. 
 
Die Toxizität bakterieller Phospholipasen ist oftmals mit ihrem zytolytischen Potential verbunden. 
Die dabei stattfindende Hydrolyse von Phospholipiden kann entweder durch die bakterielle 
Phospholipase selbst oder durch andere degradierende Wirtszellenzyme verursacht werden. Der 
damit einhergehende Abbau struktureller Lipide, die Generierung lytischer bzw. 
membranverändernder Reaktionsprodukte, wie z.B. das bereits erwähnte LPC, oder eine 
Änderung der Membranzusammensetzung resultieren in einer Zerstörung der Integrität von 
Zellstrukturen/Zellmembranen und demzufolge in Zelltoxizität (Schmiel & Miller, 1999, 
Weltzien, 1979). Der extrazelluläre Lungenerreger P. aeruginosa injiziert ExoU, eine PLP mit 
PLA- sowie LPLA-Aktivität und einem breiten Substratspektrum, direkt in die Wirtszelle über 
das Typ III-Sekretionssystem. Die dabei induzierten zytotoxischen Effekte ziehen einen 





1997, Saliba et al., 2006, Sato & Frank, 2004, Sato et al., 2003, Tamura et al., 2004). Die 
Zerstörung der Epithel- sowie Endothelbarriere ermöglicht P. aeruginosa eine Dissemination im 
Blutstrom (Hauser, 2009). Phospholipasen können aber auch eine Bakterien-induzierte 
Membranverlängerung hervorrufen. S. Typhimurium besitzt z.B. ein GDSL-Enzym, SseJ, mit 
PLA- und GCAT-Aktivitäten. Dieses Effektorprotein reguliert den Grad der tubulären 
Extensionen von der Salmonella-beinhaltenden Vakuole (SCV), den sogenannten Sifs 
(Salmonella-induzierte Filamente). SseJ ist dabei nach seiner Injektion über das Typ III-
Sekretionssystem an der SCV-Membran bzw. den Sifs lokalisiert und wirkt dem stimulierenden 
Effekt von SifA, einem essentiellen Protein für die Sif-Bildung, entgegen (Lossi et al., 2008, 
Ruiz‐Albert et al., 2002).  
Die bei den Phospholipaseaktivitäten generierten sekundären Botenstoffe, wie z.B. LPC, 
Arachidonsäure (freie Fettsäure), Lysophosphatidsäure (LPA) und 1,2-DG spielen bei der 
Manipulation bzw. Interferenz von Wirtszell-Signalkaskaden und Modulierung entzündlicher 
Prozesse eine wesentliche Rolle (Abb. 1.3) (Dennis et al., 1991, Lang & Flieger, 2011, Kuhle & 
Flieger, 2014). Das bei der PC-Hydrolyse freigesetzte LPC weist dabei eine Vielzahl von 
Funktionen in eukaryotischen Zellen auf. Es steigert z.B. die Produktion von Superoxid-Anionen 
(O2-) durch Aktivierung des NADH/NADPH-Oxidase-Systems, die Expression von Chemokinen, 
wie Interleukin-8, und aktiviert die kleine GTPase RhoA in einer Proteinkinase C (PKC) α-
abhängigen Weise. In diesem Zuge werden die Permeabilität des Endothels beeinflusst und die 
Apoptose sowie Entzündungsprozesse vermittelt (Huang et al., 2005, Masamune et al., 2001, 
Murugesan et al., 2003, Takeshita et al., 1999). 1,2-DG, das Reaktionsprodukt der PLCs, reguliert 
eine Reihe von zellulären Prozessen über die Aktivierung von PKC und verschiedenen 
Signaltransduktionskaskaden (Newton et al., 2010, Oliva et al., 2005). Das Reaktionsprodukt 
LPA kann zum einen über PA durch PLA1- und PLA2-Aktivitäten oder über PLD-vermittelte 
Hydrolyse von Lysophospholipiden generiert werden. Dieses Signalmolekül aktiviert 
Signalkaskaden über G-Protein-gekoppelte Rezeptoren, wie die der GTPasen Ras, Rac sowie Rho 
und verändert damit verschiedene zelluläre Antworten in Bezug auf Zellproliferation, Überleben, 
Migration aber auch Änderungen des Zytoskelettes sowie die Sekretion von Chemokinen und 
Zytokinen (Lin et al., 2010, Moolenaar et al., 2004, van Leeuwen et al., 2003, Zhao & Natarajan, 
2013).  
Neben den zytolytischen Eigenschaften wurde für ExoU ebenso die zweite Kategorie der 
virulenzfördernden Prozesse, die Manipulation des Wirts, beschrieben. Diese P. aeruginosa PLP 
ist zu einer eukaryotischen cPLA2 homolog und löst in vivo eine Arachidonsäure-abhängige 
Entzündungskaskade aus. Dadurch wird die Produktion proinflammatorischer Eicosanoide und 





was eine Rekrutierung von Neutrophilen nach sich zieht (Cuzick et al., 2006, McMorran et al., 
2003, Saliba et al., 2005, Sutterwala et al., 2007). 
 
1.5 Die Vielfalt der Phospholipasen in L. pneumophila 
Phospholipasen bakterieller Pathogene unterstützen eine Reihe von Degradations- und 
Modulationsprozessen im Wirt. Der intrazelluläre Lungenerreger L. pneumophila exprimiert eine 
Vielfalt dieser Enzyme, welche potentiell an krankheitsfördernden Prozessen und an der 
Entwicklung einer Pneumonie beteiligt sein können. Bislang wurden 15 Gene in L. pneumophila 
identifiziert, die für putative PLAs kodieren. Diese können den drei verschiedenen Familien 
GDSL-Hydrolasen, der PLP- sowie der PlaB-Familie zugeordnet werden (Banerji et al., 2008, 
Lang & Flieger, 2011). Des Weiteren sind die drei PLCs, PlcA, PlcB und PlcC/CegC1 (Aragon et 
al., 2002, Aurass et al., 2013, McCoy-Simandle et al., 2011) sowie die PLD LpdA (Viner et al., 
2012) bekannt (s. Abb. 1.4). Davon wurden nur wenige allein in L. pneumophila detektiert, wie 
VipD/PatA, PlcA und LpdA (Aurass et al., 2013, Viner et al., 2012, Lang & Flieger, 2011). 
Meistens existieren Paraloge der Phospholipasen in anderen Legionella-Spezies, wie z.B. 
L. drancurtii oder L. longbeachae (Cazalet et al., 2010, Kozak et al., 2010, Moliner et al., 2009).  
  
 
Abb. 1.4: Überblick der L. pneumophila Phospholipasen einschließlich der bekannten Sekretionswege. 
L. pneumophila verfügt über 15 Phospholipasen A (PLA, blau) der bekannten Familien GDSL, PlaB und Patatin-
ähnliche Phospholipasen (PLP), drei Phospholipasen C (PLC, rosa) und eine Phospholipase D (PLD, grün). 
Diese werden zum Teil über das Typ IVB Dot/Icm-Sekretionssystem bzw. das Typ II Lsp-Sekretionssystem 
transloziert. Das Fragezeichen kennzeichnet noch unbekannte Sekretionswege. Phospholipasen mit gemustertem 





Die folgenden Abschnitte geben einen Überblick über die Legionella-PLAs, insbesondere über die 
Substratspezifität, Sekretion, Expression und ihren Einfluss auf die Wirtszelle. 
 
1.5.1 Phospholipasen A der GDSL-Hydrolasen, PlaB- und PLP-Familie 
Die drei GDSL-Hydrolasen PlaA, PlaC und PlaD sind homolog zu dem schon erwähnten SatA-
Enzym aus A. salmonicida und besitzen daher ebenso die fünf typischen Homologie-Blöcke 
dieser Lipasefamilie (s. 1.4.1) (Banerji et al., 2008, Lang et al., 2012). PlaA ist das erste 
charakterisierte Mitglied der L. pneumophila GDSL-Hydrolasen und wurde mittels N-terminaler 
Sequenzierung einer aus dem Legionella-Kulturüberstand gereinigten LPLA identifiziert (Flieger 
et al., 2001). Experimente zur Bestimmung der Enzymaktivitäten implizierten, dass PlaA die 
bedeutendste sekretierte LPLA mit zusätzlicher PLA- und Lipaseaktivität in L. pneumophila 
darstellt. Da der Überstand der plaA-Mutante nach wie vor starke PLA- und schwache LPLA-
Aktivitäten aufwies, wurden weitere sekretierte PLAs bzw. LPLAs in L. pneumophila vermutet 
(Flieger et al., 2002). Die eng verwandte GDSL-Hydrolase von PlaA, PlaC, besitzt vorwiegend 
PLA- und weniger LPLA-Aktivitäten mit zusätzlicher GCAT-Aktivität (Banerji et al., 2005, 
Flieger et al., 2002). PlaC wird als bedeutendstes GCAT-Enzym mit PLA- und LPLA-Aktivitäten 
im Kulturüberstand von L. pneumophila beschrieben (Banerji et al., 2005, Lang et al., 2012). Erst 
kürzlich wurde demonstriert, dass PlaC Fettsäureketten nicht nur auf Cholesterol, sondern ebenso 
auf Ergosterol übertragen kann, ein Membranlipid der Pilze, Protozoen und Mikroalgen (Lang et 
al., 2012, Raederstorff & Rohmer, 1985, Volkman, 2003). Neben PlaC tragen die zwei anderen 
GDSL-Enzyme, PlaA und PlaD, auch zur Acylierung von Sterolen bei (Lang et al., 2012). Zur 
Aktivierung der GCAT-Aktivität von PlaC ist ein Faktor aus dem Kulturüberstand von 
L. pneumophila nötig, die Zink-Metalloproteinase ProA (Banerji et al., 2005, Lang et al., 2012), 
welche PlaC direkt über das Abspalten einer Peptidregion zwischen zwei Disulfid-Brücken 
prozessiert (Lang et al., 2012). Mutagenese-Studien belegten zudem, dass Ser37, Asp398 und His401 
die typische katalytische Triade in PlaC ausbilden (Lang et al., 2012). Über das dritte Mitglied der 
GDSL-Lipasefamilie, PlaD, ist nur sehr wenig bekannt. Im Vergleich zu PlaC und PlaA besitzt 
PlaD hinter dem letzten Homologie-Block eine C-terminale Verlängerung von etwa 170 
Aminosäuren, deren Funktion noch nicht charakerisiert ist (Banerji et al., 2008). PlaD weist neben 
der LPLA-Aktivität auch PLA- und Acyltransferaseaktivität auf. Im Gegensatz zu PlaC wird bei 
der Zugabe von ProA die GCAT-Aktivität reduziert (Lang et al., 2012).  
Bezüglich der Sekretion deuten bisherige Sekretom- und Aktivitätsanalysen darauf hin, dass PlaA 
und PlaC TypII-abhängig sekretiert werden (Aragon et al., 2002, Banerji et al., 2005, DebRoy et 
al., 2006, Flieger et al., 2001, Flieger et al., 2002, Rossier & Cianciotto, 2001, Rossier & 





Signalpeptid (Banerji et al., 2008, Banerji et al., 2005). PlaC wurde des Weiteren mit Vesikeln 
der äußeren Membran assoziiert gefunden (Galka et al., 2008). Mikroarray-Analysen, welche das 
Expressionsprofil während einer A. castellanii-Infektion und dem Wachstum in Boullion 
verglichen, deuteten darauf hin, dass plaC und plaD hochreguliert waren. Im Vergleich dazu ist 
die plaA-Expression während der Infektion hochreguliert, aber in Boullion herunterreguliert 
(Brüggemann et al., 2006, Weissenmayer et al., 2011). 
 
In den Genom-sequenzierten Stämmen von L. pneumophila konnten insgesamt 11 Proteine der 
PLP-Familie zugeordnet werden, VipD/PatA, PatB, VpdA/PatC, PatD, PatE, VpdC/PatF, 
VpdB/PatG, PatH bis PatK (s. Abb. 1.4) (Aurass et al., 2009, Banerji et al., 2008, Lang & Flieger, 
2011, Shohdy et al., 2005, VanRheenen et al., 2006). Demnach ist L. pneumophila das Bakterium 
mit der größten Dichte an PLP-Genen bezogen auf die Gesamtheit der Protein-kodierenden 
Sequenzen (Banerji & Flieger, 2004). Das am besten charakterisierte Mitglied dieser 
Lipasefamilie, VipD/PatA, wurde bei dem Screening einer L. pneumophila Genbibliothek auf 
einen Defekt in der vakuolären Proteinsortierung (VPS, vacuole protein sorting) in Hefe entdeckt 
(Shohdy et al., 2005). Erst kürzlich ist es gelungen, die Kristallstruktur des Proteins zu lösen. Es 
konnte in diesem Zusammenhang gezeigt werden, dass der C-Terminus von VipD mit zwei 
Regulatoren des endosomalen Vesikeltransportes, Rab5 und Rab22, interagiert und somit 
regulierend in diesen Transportweg eingreift (Ku et al., 2012, Gaspar & Machner, 2014). Die 
Expression von VipD zeigt jedoch keine toxischen Auswirkungen auf Hefe im Vergleich zu 
seinem zytotoxischen Homolog ExoU aus P. aeruginosa (Finck‐Barbançon et al., 1997, Sato et 
al., 2003, Shohdy et al., 2005, VanRheenen et al., 2006). Nur eine Überexpression von VipD in 
Hefe verursacht ein schlechteres Wachstum des Einzellers (Heidtman et al., 2009, VanRheenen et 
al., 2006, Viner et al., 2012). Des Weiteren heben Mutationen der zwei konservierten 
Aminosäuren innerhalb der PLPs, Ser73 und Asp288, die PLA-Aktivität von VipD auf, was auf die 
typische katalytische Diade schließen lässt (Ku et al., 2012). Über die drei nächsten Homologen 
von VipD, VpdA, VpdB sowie VpdC ist nur wenig bekannt. Im Gegensatz zu den zwei 
Erstgenannten, die ein ähnliches Molekulargewicht (MG) wie VipD besitzen, weist VpdC eine N-
terminale Verlängerung von mehr als 200 Aminosäuren auf (VanRheenen et al., 2006). Zudem 
induziert die Expression von vpdA und vpdC in Hefe einen letalen Effekt (Heidtman et al., 2009, 
Viner et al., 2012). VpdA verursacht, ebenso wie VipD, sekretorische Defekte in Hefe (Heidtman 
et al., 2009). Ein weiteres Mitglied der PLP-Familie, PatD, ist als eine zellassoziierte PLA/LPLA 
in Legionella bekannt und trägt zu etwa 40% der gesamten lipolytischen Aktivität bei (Aurass et 
al., 2009). Das in einem Operon organisierte patD ist vermutlich an dem Polyhydroxybutyrat 





eine gesteigerte Anzahl an PHB-Granula aufwies. Zudem besitzt PatD eine strukturelle 
Ähnlichkeit zu einer PHB-Depolymerase (Aurass et al., 2009, Papageorgiou et al., 2008, Rydel et 
al., 2003).  
Wie aus Abbildung 1.4 hervorgeht, ist die Lokalisation bzw. Sekretion nur von einigen PLP-
Enzymen bekannt. PatD ist ein zellassoziiertes Protein, dessen genaue Lokalisation innerhalb von 
Legionella noch nicht beschrieben wurde (Aurass et al., 2009). VipD, VpdA, VpdB sowie VpdC 
werden dagegen über das Dot/Icm Typ IVB-Sekretionssystem transloziert (Shohdy et al., 2005, 
VanRheenen et al., 2006, Zhu et al., 2011). Zudem konnte demonstriert werden, dass VipD an 
frühen Endosomen lokalisiert ist (Ku et al., 2012). Mikroarray-Analysen einer A. castellanii-
Infektion zeigten, dass die Mitglieder der PLP-Lipasefamilie ein unterschiedliches 
Expressionsmuster in L. pneumophila aufweisen (Brüggemann et al., 2006, Weissenmayer et al., 
2011). Es scheint, als ob diese Enzyme sowohl in der späten Phase des intrazellulären 
Wachstums, als auch für den Start eines neuen Infektionszyklus von Bedeutung sind (Kuhle & 
Flieger, 2014). 
 
Die dritte bekannte Lipasefamilie in Legionella erhielt ihren Namen von dem ersten 
beschriebenen Mitglied PlaB. Diese bedeutende zellassoziierte PLA/LPLA mit zusätzlicher 
hämolytischer Aktivität besitzt keine Homologien zu bisher bekannten Phospholipasen (Bender et 
al., 2009, Flieger et al., 2004). Es konnte nur eine sehr geringe Proteinähnlichkeit (26% Identität, 
29% Ähnlichkeit) zu der bekannten sekretierten Lipase LipB aus L. pneumophila festgestellt 
werden (Aragon et al., 2002, Flieger et al., 2004, BlastP). Des Weiteren liegen ebenso Paraloge 
von plaB in anderen Legionella-Spezies konserviert vor, wie z.B. in L. longbeachae, L. 
bozemanii, L. drancourtii, L. gormanii und L. spiritensis. Die zwei letztgenannten Spezies zeigen 
vergleichbare PLA/LPLA-Aktivitäten zu L. pneumophila. Jedoch ist die PC-assoziierte PLA-
Aktivität in L. pneumophila am stärksten ausgeprägt (Bender et al., 2009). PlaB präferiert neben 
PC ebenso PG und die zugehörigen Lysophospholipide mit langkettigen Fettsäuren als Substrate 
und weist im Vergleich zu den sekretierten PLA/LPLA-Aktivitäten in L. pneumophila eine 
100fach stärkere Enzymaktivität auf (Bender et al., 2009, Flieger et al., 2004). Ortsgerichtete 
Mutagenese-Studien konnten zudem das katalytische Zentrum mit der typischen Triade aus Ser81, 
Asp203 und His251 aufdecken, welche in einem ungewöhnlichen Sequenzmotiv eingebettet sind 
(Bender et al., 2009) (s. auch 1.4.1). Des Weiteren haben die Aminosäuren His7, Ser129 und Thr83 
einen Einfluss auf die Substratspezifität. In diesem Zusammenhang konnte zudem die direkte 
Verbindung zwischen PC-Hydrolyse und hämolytischer Aktivität ermittelt werden (Bender et al., 
2009). PlaB hydrolysiert typische eukaryotische Phospholipide, wie z.B. PC und PS. Darüber 





entscheidend sein kann. Interessanterweise besitzen PlaB-Paraloge, wie z.B. aus L. spiritensis, 
einer nicht krankheitsassoziierten Spezies (Fang et al., 1989, Muder & Victor, 2002), weniger PC-
assoziierte und nur 50% der hämolytischen Aktivität im Vergleich zum pathogenen 
L. pneumophila Stamm (Bender et al., 2009, Kuhle & Flieger, 2014).  
Obwohl die zellassoziierte PLA/LPLA-Aktivität von PlaB während einer Amöben- und 
Humanzellen-Infektion mit L. pneumophila detektiert werden kann (Bender et al., 2009), zeigten 
Microarray-Analysen keine signifikanten Änderungen in der plaB-Expression während einer 
Amöben-Infektion (Brüggemann et al., 2006, Weissenmayer et al., 2011). Vermutlich wird die 
Expression von plaB während der frühen Phase der Infektion induziert und das mRNA-Niveau 
während eines Infektionszyklus konstant gehalten (Kuhle & Flieger, 2014). In Bouillon ist die 
plaB-Expression während der frühen exponentiellen Phase markant und nimmt mit Eintritt in die 
transmissive Phase wieder ab (Schunder et al., 2010, Weissenmayer et al., 2011). Allerdings ist 
die korrespondierende hämolytische und PC-assoziierte PLA-Aktivität vor allem während der 
späten exponentiellen Phase detektiert worden (Schunder et al., 2010).  
Die oberflächenassoziierte Lokalisation von PlaB wurde bisher nur anhand von Aktivitätsstudien 
in Verbindung mit Zellfraktionierung und Proteinase K-Experimenten mit ganzen Zellen gezeigt 
(Schunder et al., 2010). 
 
1.5.2 Bedeutung der Phospholipasen A für L. pneumophila 
Phospholipasen stellen typische Virulenzfaktoren bakterieller Erreger dar. Im Fall von L. 
pneumophila können sie das intrazelluläre Überleben und den Austritt aus der LCV fördern.  
Die GDSL-Hydrolase PlaA z.B. führt zur Zerstörung der Vakuole, vermutlich durch direkten 
Angriff der Membranlipide, und somit zum Tod der Wirtszelle (Creasey & Isberg, 2012). Die 
beiden Phospholipide PC und PG sind Bestandteile der Wirtszellmembranen aber auch des 
Lungensurfactants und können effizient durch spezifische Legionella-PLAs zu 
Lysophospholipiden und FFA hydrolysiert werden. Die LPLA-Aktivitäten können wiederum das 
entstandene toxische LPC, ein Signalmolekül und porenförderndes Agenz, abbauen (Weltzien, 
1979, Prokazova et al., 1998). Eine präzise Regulierung dieser GDSL-Enzymaktivitäten könnte 
somit das Überleben von Legionella im Wirt unterstützen. Zudem könnte auch das Überleben der 
Wirtszelle gefördert werden, was eine Integrität des Bakteriums bis zum Ende des 
Infektionszykluses garantieren würde (Kuhle & Flieger, 2014). Die detoxifizierende Wirkung der 
LPLA-Aktivität konnte für das GDSL-Enzym PlaA nachgewiesen werden (Flieger et al., 2002).  
Des Weiteren könnte die Freisetzung von Fettsäuren, aber auch die Übertragung der FFA an 
Akzeptormoleküle, wie z.B. Cholesterol, sowie die Bildung von LPC die Signalwege im Wirt 





solche GCAT-Aktivität besitzt (Lang et al., 2012). PlaA und PlaD könnten ebenso gut zur 
Acylierung von Sterolen unter in vivo Bedingungen beitragen, wie es schon für Ergosterol als 
Akzeptormolekül gezeigt wurde. Diese GCAT-Aktivität kann eukaryotische Membranen 
modifizieren und somit die Zusammensetzung und Rezeptorpräsentation beeinflussen (Banerji et 
al., 2005, Ruiz‐Albert et al., 2002).  
Die übrigen der 15 bekannten PLAs können ebenso mit ihren Aktivitäten die Wirtszelle 
manipulieren. Für eine plaB-Mutante konnte im in vivo Meerschweinchen-Infektionsmodell 
gezeigt werden, dass diese eine verminderte Replikation in der Lunge sowie eine verminderte 
Dissemination in andere Organe wie die Milz aufwies. Weiterhin wurden eine deutliche 
Zerstörung des Lungengewebes und Anzeichen von Entzündungsreaktionen in Verbindung mit L. 
pneumophila Wildtyp-Infektionen festgestellt, welche bezüglich der plaB-Mutante nur kaum 
wahrnehmbar waren. Diese Beobachtungen verdeutlichen das zytolytische Potential von PlaB, 
welches möglicherweise die Ausbreitung in andere Organe positiv beeinflusst (Schunder et al., 
2010). Die PLPs VipD und VpdA wurden unter anderem als Proteine in Hefe identifiziert, die den 
Transport von Wirtsproteinen zur Vakuole hemmen (Heidtman et al., 2009). Wie bereits erwähnt 
wurde, blockiert VipD den endosomalen Verkehr in Makrophagen über die Interaktion mit zwei 
Regulatorproteinen (Ku et al., 2012, Gaspar & Machner, 2014).  
L. pneumophila besitzt eine Vielzahl von Proteinen, die für den eigenen Vorteil durch die 
Modulation zellulärer Funktionen des Wirtes genutzt werden können, wozu auch die bereits 
beschriebenen PLAs zählen. Zusammen mit den drei PLCs und der PLD stellen sie ein reiches 
Repertoire für L. pneumophila dar, um die Wirtszellmembran anzugreifen und sekundäre 
Botenstoffe zu generieren, wie z.B. LPC, ein wichtiger Mediator für Apoptose und 
Entzündungsprozesse (Linkous & Yazlovitskaya, 2010, Murugesan et al., 2003, Takahashi et al., 
2002). Daneben ist die GCAT-Aktivität ein wichtiges Werkzeug zur Veränderung der Wirtszelle. 
Die Zerstörung der Phospholipide im Lungensurfactant ist ein weiterer essentieller 
Virulenzmechanismus für die Phospholipasen von Legionella, der zu Komplikationen beim 
Patienten sowie der Entwicklung einer Pneumonie während einer Infektion mit Legionellen 










Der intrazelluläre Lungenerreger L. pneumophila exprimiert eine Vielzahl von Phospholipasen, 
die in krankheitsfördernde Prozesse eingreifen sowie an der Entwicklung einer Pneumonie 
beteiligt sein können. Neben einer bekannten PLD und drei PLCs kodiert das Bakterium für 15 
PLAs, die den drei Lipasefamilien GDSL-Hydrolasen, PLP und PlaB zugeordnet werden können. 
Die zellassoziierte PLA/LPLA mit zusätzlicher hämolytischer Aktivität ist das erste und bisher 
einzig beschriebene Mitglied der erst kürzlich entdeckten PlaB-Familie (Bender et al., 2009). Im 
Vergleich zu den GDSL-Enzymen zeigt PlaB keine Homologien zu eukaryotischen Proteinen, 
sondern nur zu hypothetischen Proteinen wasserassoziierter Bakterien. PlaB besitzt die stärkste 
PLA- sowie LPLA-Aktivität. Im Vergleich zu den sekretierten PLAs ist diese 100fach stärker 
ausgeprägt (Bender et al., 2009, Flieger et al., 2004). Das katalytisch aktive Zentrum bestehend 
aus Ser-Asp-His konnte im N-terminalen Bereich des Proteins identifiziert werden (Bender et al., 
2009). Jedoch ist die Funktion des C-terminalen Bereiches von etwa 170 Aminosäuren noch 
unbekannt. Studien mit C-terminal verkürzten Varianten des Proteins zeigten, dass die letzten 15 
Aminosäuren wichtig für die enzymatische Aktivität sind (Bender et al., 2009). Im Rahmen dieser 
Arbeit war es daher von Interesse, das Wissen um die zellassoziierte Phospholipase A PlaB 
mittels biochemischer und struktureller Versuchsansätze zu erweitern.  
Im Zuge der biochemischen Charakterisierung des Enzyms sollte die Bedeutung des C-Terminus 
für die enzymatische Aktivität mittels Mutagenese-Studien analysiert werden. Die verschiedenen 
generierten Mutanten sollten anschließend im Hinblick auf ihre phospholipolytische Aktivität hin 
untersucht werden.  
Des Weiteren sollte PlaB, für die bessere Charakterisierung hinsichtlich biochemischer als auch 
struktureller Eigenschaften, in reiner und aktiver Form gewonnen werden.  
Für den Aspekt der strukturellen Charakterisierung sollte der Oligomerisierungsgrad des Proteins 
mittels verschiedener Methoden, wie z.B. Röntgenkleinwinkelstreuung, 
Größenausschlusschromatographie, chemischer Quervernetzung, Massenspektrometrie und 
analytischer Ultrazentrifugation, bestimmt werden. Zudem sollte der Einfluss der letzten 15 
Aminosäuren, welche wichtig für die enzymatische Aktivität sind, auf den Oligomerisierungsgrad 
analysiert werden. Ob der Oligomerisierungsgrad die enzymatische Aktivität von PlaB 
beeinflusst, wie es bei der outer membrane phospholipase A (OMPLA) aus E. coli beobachtet 
wurde, sollte in diesem Zusammenhang ebenfalls untersucht werden.  
Des Weiteren war es von Interesse, einen funktionellen Antikörper gegen PlaB zu generieren, um 
anschließend Expressions-, Lokalisations- und Exportanalysen in Legionella durchzuführen. Zum 
einen sollten diesbezüglich zur Verfügung stehende Sekretionsmutanten vom Typ I, Typ II, Typ 





Sekretionsstudien untersucht werden. Mittels zellulärer Fraktionierung sowie Biotinylierung und 
Proteinase K-Zugänglichkeit oberflächenassoziierter Proteine sollte die Lokalisation von PlaB 
verifiziert werden.  
Abschließend galt es die Frage zu beantworten, ob PlaB die Zusammensetzung der 
Membranlipide von L. pneumophila als mögliche biologische Funktion beeinflusst. 
   




 Material und Methoden 2
2.1 Material 
2.1.1 Software 





Phyre2 http://www.sbg.bio.ic.ac.uk/phyre2  





SignalP 4.1 http://www.cbs.dtu.dk/services/SignalP/ 
Phobius http://phobius.sbc.su.se/ 
TatP 1.0 http://www.cbs.dtu.dk/services/TatP/ 
PrediSi http://www.predisi.de/ 






Acolyte (Koloniezählprogramm) Synbiosis 
ImageJ http://rsb.info.nih.gov/ij 
Lasergene 10 DNASTAR, Inc. 
Magellan V5.03 Tecan 
Quantity One Bio-Rad 
NIS-Elements AR 3.2 Nikon 
Chemi-Capt 3000 Vilber Lourmat 
UNICORN (ÄKTAexplorer) GE Healthcare 
 
2.1.2 Technische Laborausstattung 
Tab. 2.2: verwendete Geräte 
Geräte Typ Hersteller 
Absorptionsmessgerät für 
Mikrotitterplatten 
Tecan Sunrise Tecan 
Brutschrank Functionline B 20 Thermo / Heraeus 
Chemilumineszenzimager Chemi-Smart 3000 Vilber Lourmat 
Rotator neoLab-Rotator 2-1175 neoLab 
Dünnschichtkammer DC-Glastank (Maße: 35×25×12 cm) Desaga 







Gelkammer (Mini) SubCell GT 
Spannungsgerät PowerPack 300 





Heizschüttler Thermomixer Comfort Eppendorf 
Homogenisator Emulsiflex C3 Avestin 





a) InnovaTM 4230 
b) InnovaTM 43 
c) TH25 
New Brunswick Scientific 
 
Edmund Bühler 
Kamera Spiegelreflexkamera  Nikon 
Koloniezählgerät Acolyte Synbiosis 
Mikroskop Nikon Eclipse Ti (cLSM) Nikon 
pH-Elektrode Toledo MP225 pH Meter Mettler 
PCR-Cycler 
a) FlexCycler  
b) Thermocycler T-Gradient 
Analytik Jena 
Biometra 
Plattiergerät Eddy Jet IUL Instruments 
Schlauchpumpe Peristaltische Pumpe P-1 GE Healthcare 
Semidry-Elektroblotter TE77 Pharmacia 
Mikrobiologische 
Sicherheitswerkbank 








Tisch-Zentrifuge Eppendorf Zentrifuge 5415 R Eppendorf 
Ultraschallgerät 
a) Branson Digital Sonifier  




a) NanoDrop® ND-1000 
b) DU®720 Spectrophotometer 
NanoDrop 
Beckman Coulter 
UV-Transiluminator Gel Doc 2000 Bio-Rad 
Vortexer Vortex Mixer 7-2020 neoLab 
Waagen 
a) CP64 




a) Beckman Avanti J-25  
b) Eppendorf Zentrifuge 5810 R 





Rotoren: JA-10, JA-25.50, 50Ti Beckman Coulter 
 
2.1.3 Spezielle Materialien 




AEX Säulchen HiTrap Q (1 ml) 17-1153-01 GE Healthcare/ 
Amersham  
Cellophan Folie Zur Konservierung von 
Proteingelen 
K422.1 Roth 
Chromatographie Papier 17 CHR 3017915 Whatman 
Cryo-Gefäße Zur Lagerung von 
Glyzerinkryokulturen 
E309.1 Roth 
Deckgläschen 12 mm Deckgläschen P.231.2 Roth 
Dünnschichtplatten Kieselgel 60 WF254s 1.16484 Merck 
Elektroporationsküvetten Küvetten für den CellPorator 11608-031 Whatman 
Filter a) Rotilabo®Spritzenfilter 13mm 




Schleicher & Schuell 
Gelfiltrationssäule Superdex 200 10/300 Gl 17-5175-01 GE Healthcare/ 
Amersham 
Glasröhrchen Gefäß zur Bakterienkultivierung 231721197 Schott 
    






GSTrap HP (1 ml) 17-5281-01 GE Healthcare/ 
Amersham 
Kanüle 24-gauge Sterican Gr. 17 4657675 B. Braun  
Küvetten Einmal-Küvetten aus PMMA P.95.1 Roth 
Amylose Sepharose 
Säulchen 
MBPTrap HP (1 ml) 28-9187-78 GE Healthcare/ 
Amersham 
Dialysekammer Slide-A-Lyzer Dialysis Cassettes  66380 Thermo scientific 
Mikrotiterplatten 96-well, F-Form 3911925 Anicrin 
Objektträger a) Poly-L-Lysin Objektträger 





Polypropylen Säulchen Poly-Prep Chromatography 
Columns 
731-1550 BioRad 
PVDF-Membran Immobilon-P IPVH00010 Millipore 
Reaktionsgefäße a) 1,5 ml/ 2 ml Safe-Lock Tubes 0030.120.086/ 
0030.120.094 
Eppendorf 
  b) PCR Tubes 683201 Greiner bio-one 
  c) 15 ml/ 50 ml Tubes 188271/227270 Greiner bio-one 
Serologische Pipetten 10 ml/ 25 ml, steril, BD Falcon 357530/356535 BD Bioscience 
Spitzen Einmal-Spitzen für Plattiergerät 
Eddy Jet 
1780 (× 4) IUL Instruments 
Spritze  Omnifix®-F ohne Kanüle 9161406V B. Braun  
Strep-Tactin Sepharose Strep-Tactin® Superflow® high 
capacity 50% suspension 
2-1208-025 IBA 
Whatman Papier   Gel Blotting Papier 10426994 Whatman GmbH 
 
2.1.4 Chemikalien 
Tab. 2.4: verwendete Chemikalien 
Chemikalienbezeichnung Artikelnummer Hersteller 
Acrylamid-Bisacrylamid Rotiphorese® Gel 30 3029.2 Roth 
Agar 101618 Merck 
Agarose V3125 Promega 
Ammoniumacetet A1542 Sigma-Aldrich 
Ammoniumpersulfat (APS) 0486 Amresco 
Ampicillin Natriumsalz A9518 Sigma-Aldrich 
L-Arabinose A3256 Sigma-Aldrich 
Bromphenolblau/Xylencyanol B3269 Sigma-Aldrich 
BSA (Rinderserum Albumin) K41-001 PAA 
BugBuster® Master Mix 71456-4 Novagen 
Chloramphenicol C-1919/C-0378 Sigma-Aldrich 
Chloroform 102445 Merck 
Coomassie, kolloidal (Roti®-Blue) A152.1 Roth 
1,4-Dithiothreitol (DTT) 6908.1 Roth 
Diethylether 100921 Merck 
D-Desthiobiotin 2-1000-002 IBA 
6x DNA Loading Dye  R0611 Fermentas 
dNTP, Nukleotid Mix 10mM BIO-39043 Bioline 
DyLight 488 NHS Ester Amino-Reactive Dye  46402 Thermo Scientific 
Ethanol, zur Analyse 100983 Merck 
Ethidiumbromid 111608 Merck 
D-(+)-Glukose G7021 Sigma-Aldrich 
γ-L-Glutamyl-L-cysteinyl-glycin (GSH) 6382.1 Roth 
Glyzerin 86% 7533.3 Roth 
Glycin 3908.2 Roth 
Harnstoff 2317.1 Roth 
Hefeextrakt 212720 BD Bioscience 
N-2-Hydroxyethylpiperazin-N'-2-ethansulfonsäure (HEPES) 9105.3 Roth 
Imidazol  1.04716.0250 Merck 
Isopropyl-ß-D-thiogalaktosid (IPTG) BIO-37036 Bioline 




Kaliumchlorid 104936 Merck 
Kaliumdihydrogenphosphat 104873 Merck 
Di-Kaliumhydrogenphosphat 105104 Merck 
Kaliumhydroxid Plätzchen 105033 Merck 
Kanamycinmonosulfat K-1377 Sigma-Aldrich 
Legionella α Agarplatten (BCYE) 1860e Heipha 
Legionella Basis-Agar 110242 Merck 
Legionella Wachstums-Supplement SR 0110C Oxoid 
Magnesiumchlorid Hexahydrat 105833 Merck 
Magnesiumsulfat Heptahydrat 105886 Merck 
Maltose 8951.1 Roth 
ß-Mercaptoethanol M7522 Sigma-Aldrich 
Methanol T909.1 Roth 
Naphtolblauschwarz   195243 Sigma-Aldrich 
Natriumazid 106688 Merck 
Natriumchlorid 3957.2 Roth 
Natrium EDTA (Triplex III) 108418 Merck 
Di-Natriumhydrogenphosphat 106575 Merck 
NP-40 74385 Flucka 
dNTP, Nukleotid Mix 40 mM  BIO-39043 Bioline 
Paraformaldehyd 8.187515.0100 Merck 
Pepton LP0085 Oxoid 
Ponceau S-Lösung P7170 Sigma 
2-Propanol, Isopropanol 6752.4 Roth 
Proteaseinhibitormix complete, EDTA-free 11873580001 Roche 
Roti-Nanoquant  K880.1 Roth 
Rotipuran Wasser T172.2 Roth 
Salzsäure, rauchend 100317 Merck 
Skim Milk Powder 70166 Fluka 
Sodium-Dodecylsulfat (SDS)  CN30.2 Roth 
Strep-tag® regeneration buffer with HABA 10× BufferR 2-1002-100 IBA 
Tetracyclinhydrochlorid T7660 Sigma-Aldrich 
Tetramethylethylendiamin (TEMED) 2367.3 Roth 
Trichloressigsäure 8789.1 Roth 
Tris Base T8, 760-2 Sigma-Aldrich 
Triton X-100 T8787 Sigma-Aldrich 
Trypton L47 Oxoid 
Tween20 817072 Merck 
 
2.1.5 Puffer und Lösungen 
Tab. 2.5: verwendete Lösungen und Puffer 
Lösung/Puffer Zusammensetzung Konzentration/Menge 
PBS Puffer (pH 7,2) 









   
Tris Puffer (pH 7,5) für Lipidanalyse Tris Base 40 mM 
    
TBS Puffer (pH 8,0) Tris Base 10 mM 
 NaCl 137 mM  
   
 Puffer für die DNA-Gelelektrophorese  
50x TAE Puffer (pH 8,0) Tris Base 2,0 M 
  Eisessig 1,0 M 
  Na2EDTA 0,1 M 
  
    









 Puffer für die Protein-Gelelektrophorese und Western Blot  
SDS-PAGE Probenpuffer Tris Base (pH 6,8) 62,5 mM 
  SDS 2% (w/v) 
  Glyzerin 10% (v/v) 
  ß-Mercaptoethanol 2% (v/v) 
  Bromphenolblau 0,1% (w/v) 
SDS-PAGE Laufpuffer  Tris Base 25 mM 
  Glycin 192 mM 
  SDS 0,1% (w/v) 
Dehydratisierungslösung für 
Proteingele EtOH 20% (v/v) 
  Glyzerin  10% (v/v) 
     
Western Blot Transferpuffer Tris Base 25 mM 
  Glycin 192 mM 
  Methanol 10% (v/v) 
     
Western Blot Waschpuffer (TBS-T) 1x TBS Puffer 500 ml 
  Tween 20 0,1% (v/v) 
   
Western Blot Blocklösung TBS-T 50 ml 
 Milchpulver 5% (w/v) 
   
 Puffer für die Proteinreinigung über GST-Tag  
Proteinbindepuffer (pH 7,2) PBS Puffer (siehe oben)  
    
 Waschpuffer PBS Puffer  
  Tween 20  0,1% (v/v) 
   
Elutionspuffer (pH 8,0) Tris-HCl 50 mM 
  Reduziertes Glutathion 20 mM 
   
 Puffer für die Proteinreinigung über MBP-Tag  
CB Puffer (pH 7,4) Tris Base 20 mM 
 NaCl 200 mM 
   
Elutionspuffer (pH 7,4) Tris Base 20 mM 
 NaCl 200 mM 
 Maltose 20 mM 
   
 Puffer für die Proteinreinigung über Strep-Tag  
Waschpuffer (pH 8,0) Tris Base 100 mM 
 NaCl 100 mM 
 EDTA 1 mM 
   
Elutionspuffer (pH 8,0) Tris Base 100 mM 
 NaCl 100 mM 
 EDTA 1 mM 
 D-Desthiobiotin 8 mM 
    
SDS-Trenngel    SDS-Sammelgel 
 7,5% 10% 12,5%    4% 
Acrylamid/ Bisacrylamid 30% 2,5 ml 3,3 ml 4,2 ml Acrylamid/ Bisacrylamid 30% 530 µl 
1,5 M Tris Base (pH 8,8) 2,5 ml 2,5 ml 2,5 ml 0,5 M Tris Base (pH 6,8) 1 ml 
H2O 4,8 ml 4 ml 3,1 ml H2O 2,4 ml 
10% SDS 100 µl 100 µl 100 µl 10% SDS 40 µl 
10% APS 100 µl 100 µl 100 µl 10% APS 50 µl 
TEMED 10 µl 10 µl 10 µl TEMED 4 µl 




2.1.6 Kommerzielle Kits 
Tab. 2.6: verwendete Kits  
Kitbezeichnung Artikelnummer Hersteller 
BigDye Terminator V 3.1 Ready Cycle Sequencing Kit 4337035 Applied Biosystems 
Western Blot Detektionskit: SuperSignal® West Dura 
Extended Duration Substrate 
34075 Thermo Scientific 
Champion
TM
 pET Directional TOPO
®
 Expression Kit K160-01 Invitrogen 
Nefa HR Kit 434-91795 Wako Chemicals 
QIAprep Spin Miniprep Kit 27106 QIAGEN 
QIAquick PCR Purification Kit  28104 QIAGEN 
QuikChange Site-Directed Mutagenesis Kit 200519 Stratagene 
LIVE/DEAD® BacLight Kit L7012 Invitrogen 
 
2.1.7 Lipide 
Tab. 2.7: verwendete Lipidsubstrate 
Lipidbezeichnung Abkürzung Artikelnummer Hersteller 
1,2-Dipalmitoyl-sn-Glyzero-3-Phosphocholin PC 850355P Avanti Polar Lipids 
1,2-Dipalmitoyl-sn-Glyzero-3-Phospho-rac-1-
Glyzerol 
PG 840455P Avanti Polar Lipids 
1-Palmitoyl-2-Hydroxy-sn-Glyzero-3-
Phosphocholin 
LPC  855675P Avanti Polar Lipids 
1-Palmitoyl-2-Hydroxy-sn-Glyzero-3-
Phospho-Glyzerol 
LPG 858122P Avanti Polar Lipids 
 
2.1.8 Standards, Enzyme und Antikörper 
Tab. 2.8: verwendete Standards für Elektrophoresen 
Standardbezeichnung Bereich Artikelnummer Hersteller 
Gene Ruler DNA Laddermix 0,1-10 kb SM0331 Thermo Scientific 
PageRuler™ Prestained Protein Ladder 10-170 kDa SM0671 Thermo Scientific 
Page Ruler
TM
 Unstained Protein Ladder 10-200 kDa SM0661 Thermo Scientific 
Spectra
TM 
Multicolor Broad Range Protein 
Ladder 
10-260 kDa SM1841 Thermo Scientific 
NativeMark
TM 
Unstained Protein Standard 20-1048 kDa LC0725 Invitrogen 
 
Tab. 2.9: verwendete Enzyme 
Enzym Artikelnummer Hersteller 
Antarctic Phosphatase (AP) M0289 NEB 
Enterokinase, light chain  P8070S NEB 
Faktor Xa Protease P8010S NEB 
Lysozym L-7651 Sigma-Aldrich 
PCR-Sequenzierungs-Polymerase (BigDye 3.1) 4337035 Applied Biosystems 
Pfu DNA Polymerase EP0501 Thermo Scientific 
Pfu turbo DNA Polymerase 600252-52 Stratagene 
Phusion® High Fidelity DNA Polymerase F530-L F530L Thermo Scientific 
PreScission Protease 27-0843-01 GE Healthcare 
Proteinase K P-2308 Sigma-Aldrich 
Restriktionsendonukleasen - NEB 
T4 DNA Ligase M0202 NEB 
T4 Polynukleotidkinase M0236 S NEB 
Taq DNA Polymerase M0267 NEB 
 




Tab. 2.10: verwendete Antikörper  
Antikörper  Spender Konjugat Artikelnummer Hersteller/Herkunft Eingesetzte 
Verdünnung 
primär:      
α-DnaK 
(monoklonal) 
Maus - SR-880D BIOZOL 1:1000 
α-GST 
(monoklonal) 
Maus - Sc-138 Santa Cruz 1:1000 
α-His 
(monoklonal) 
Maus - 27-4710-01 GE Healthcare 1:3000 
α-LepB 
(polyklonal) 
Kaninchen - - 
Prof. G. Heinje 
(Vranckx et al., 
2007, De Buck et al., 





Maus - E8032S NEB 1:5000 
α-MOMP1 aus 
LegiMonofluoKit 
Maus - 32514 BioRad 1:2000 
α-PlaB 
(polyklonal) 







Maus HRP 2-1509-001 IBA 1:3000 
sekundär:      
α-Kaninchen Ziege HRP A0545 Sigma 1:10000 
α-Maus Ziege HRP A9044 Sigma 1:10000 
 
2.1.9 Oligonukleotide und Plasmide 









Sequenz (5‘-> 3‘) Anwendung 
plaB_Ecof2 416 62 CCGGAATTCAGGAGCGTTACCATGATTGTT K  
plaB_EagIr 362 62 GACGGCCGAATTGTGGCTAGATGAC K  
plaB-EcoRIf 1455 47 AGGAATTCATGATTGTTATCT K 
plaB_SalIr 1454 52 CTGGTCGACTCAATCTATCTTT K 
plaB_Nt_TOPOf 1451 49 CACCATGATTGTTATCTTCG K 
plaB_Nt_TOPOr 1452 41 TCAAGTCTCTTTAGTAAT K 
plaB_Ct_TOPOf 1453 54 CACCATGCAGAAAAATGAGCATA K 
plab_b1-r 235 48 CCAGTAAGTACAAAGGAATAG S 
plaB_d1 f 237 57 GCATTGAACCGGGAAAGTGTG S 
pGEX_fw 605 66 GGGCTGGCAAGCCACGTTTGGTG  S, Kol PCR 
pGEX_rv 606 64 CCGGGAGCTGCATGTGTCAGAGG S, Kol PCR 
T7Promo 289 48 TAATACGACTCACTATAGGG S, Kol PCR 
T7Terminat 290 53 GCTAGTTATTGCTCAGCGG S, Kol PCR 
pMALc2Ef 1456 59 CAGACTGTCGATGAAGCCC S, Kol PCR 
pMalc2Er 1457 61 CGGGCCTCTTCGCTATTACG S, Kol PCR 
plaB10aaTOPOr 1501 59 TCAGATTTTTGCCGGAGTAAGGTTGTT K 
plaB-5aaTOPOr 1500 55 TCAAGTTGGCTTTCCACTGATTT K 
plaB-15aaTOPOr 1519 57 TCAAAGGTTGTTGCTGATACGGAAAA K 




plaBT460Af 1618 62 GCAACAACCTTGCTCCGGCAAAAATCAG M 
plaBT460Ar 1619 62 CTGATTTTTGCCGGAGCAAGGTTGTTGC M 
plaBK463Af 1616 61 CTTACTCCGGCAGCAATCAGTGGAAAG M 
plaBK463Ar 1615 61 CTTTCCACTGATTGCTGCCGGAGTAAG M 
plaBS465Af 1614 63 GGCAAAAATCGCTGGAAAGCCAACTGG M 
plaBS465Ar 1613 63 CCAGTTGGCTTTCCAGCGATTTTTGCC M 
plaBK467Af 1611 62 CAAAAATCAGTGGAGCACCAACTGGCA M 
plaBK467r 1612 62 TGCCAGTTGGTGCTCCACTGATTTTTG M 
plaBT469Af 1922 63 AGTGGAAAGCCAGCCGGCAAAAAGATA M 
plaBT469Ar 1921 63 TATCTTTTTGCCGGCTGGCTTTCCACT M 
plaBK471Af 1619 61 AAGCCAACTGGCGCAAAGATAGATTGA M 
plaBK471Ar 1620 61 TCAATCTATCTTTGCGCCAGTTGGCTT M 
plaBK472Af 1624 61 CCAACTGGCAAAGCGATAGATTGATACCTC M 
plaBK472Ar 1623 61 GAGGTATCAACTTATCGCTTTGCCAGTTGG M 
plaBD474Af 1625 60 ACTGGCAAAAAGATAGCGTGATACCTCTTT M 
plaBD474Ar 1626 60 AAAGAGGTATCACGCTATCTTTTTGCCAGT M 
pMalc2eQC1f 1607 61 AACAACCTCGAGGTTCTCTTTGACAAGGTA M 
pMalc2eQC1r 1608 61 TACCTTGTCAAAGAGAACCTCGAGGTTGTT M 
pMalc2eQC22f 1791 63 GTTCTCTTTCAAGGGCCACCGGAATTCATG M 
pMalc2eQC22r 1790 63 CATGAATTCCGGTGGCCCTTGAAAGAGAAC M 
plaB_SmaIr 1792 54 CTACCCGGGTCAATCTATCTTT K 
plaBkpnIf 1794 51 CAGGGTACCATGATTGTTATC K 
pGP172XmaIf 1789 62 CTACCCGGGGATCCGGCT K 
pGP172KpnIr 1788 61 GATGGTACCGGCGCCTTTTTCG K 
pBCKSf 1797 64 AGGGGGATGTGCTGCAAGGCGATTA M 
pBCKSr 1796 64 TAATCGCCTTGCAGCACATCCCCCT M 
pBC_a1_f 212 52 GGTTTTCCCAGTCACGA S, Kol PCR 
pBC_b1_r 213 54 CGCGCAATTAACCCTCAC S, Kol PCR 
strepplaBD203Nf 1875 59 GAATCTGGATCCAATGGGGTGGTAC M 
strepplaBD203Nr 1876 59 GTACCACCCCATTGGATCCAGATTC M 
strepplaBH251Nf 1877 58 CTACCTGGACTTTCAAATTCCGGTAAAAAT 
ATC 
M 
strepplaBH251Nr 1878 58 GATATTTTTACCGGAATTTGAAAGTCCAGG 
TAG 
M 
strepplaBS85Af 1873 65 GTATCACTCACGCTACCGGTGGGCC M 
strepplaBS85Ar 1874 65 GGCCCACCGGTAGCGTGAGTGATAC M 
pGP172plaB-5f 1906 68 GAAAGCCAACTTGACCCGGGGATCCGGC K 
pGP172plaB-5r 1907 68 CCGGGTCAAGTTGGCTTTCCACTGATTTTT 
GCCGGAG 
K 
pGP172plaB-10f 1908 66 GCAAAAATCTGACCCGGGGATCCGGC K 
pGP172plaB-10r 1909 66 CCGGGTCAGATTTTTGCCGGAGTAAGGTTG 
TTGC 
K 
pGP172plaB-15f 1910 67 CAACAACCTTTGACCCGGGGATCCGGC K 
pGP172plaB-15r 1911 66 CCGGGTCAAAGGTTGTTGCTGATACGGAAA 
ACTGTCC 
K 
Strep_fw 1991 60 AGCCACCCGCAGTTCGAA Kol PCR 
Strep_rv 1992 60 TTCGAACTGCGGGTGGCT Kol PCR 
CtStreppJB04f1 2109 68 CTTGGAGCCACCCGCAGTTCGAAAAATGAT 
ACCTCTTTCGTTTGATGC 
K 
CtStreppJB04r1 2110 70 CGAACTGCGGGTGGCTCCAAGCGCTATCTA 
TCTTTTTGCCAGTTGGC 
K 
pJB04-15Ctf 2132 60 CAACAACCTTTGATACCTCTTTCGTTTGATGC K 




pJB04-15Ctr 2133 62 GAGGTATCAAAGGTTGTTGCTGATACGGAA 
AACTG 
K 
pJB04-20Ntf 2128 64 CAAGGAGCGTTATGCCTCAATGGCTTGAAA 
ATCAG 
K 
pJB04-20Ntr 2129 64 GCCATTGAGGCATAACGCTCCTTGAATCGT 
TG 
K 
pJB04-50Ntf 2130 64 CAAGGAGCGTTATGACGGTGACGGTTGACGA
TATAG 
K 
pJB04-50Ntr 2131 64 CCGTCACCGTCATAACGCTCCTTGAATCGT 
TG 
K 
pJB04-50Ctfbl 2136 53 TGATACCTCTTTCGTTTGATGC K 
pJB04-50Ctrbl 2137 51 CGATGAATGAAAATCAAGTAACC K 
pJB04-100Ctf 2185 58 GCGAAATCTCAATAATCGATGAAAACTGACT
TATTTTC 
M 
pJB04-100Ctr 2186 58 GAAAATAAGTCAGTTTTCATCGATTATTGAG
ATTTCGC 
M 
pJB04-150Ctf 2187 56 CGAGTATATAACCAATTGATACTCTATGAT 
TATTTTCC 
M 
pJB04-150Ctr 2188 56 GGAAAATAATCATAGAGTATCAATTGGTTA 
TATACTCG 
M 
pJB04-170Ctf 2250 54 CTAAAGAGACTTAGAAAAATGAGCATAAGG M 
pJB04-170Ctr 2249 54 CCTTATGCTCATTTTTCTAAGTCTCTTTAG M 
Ct303474strepf 2251 60 GAGCGTTATGCAGAAAAATGAGCATAA 
GGAATTTG 
K 
Ct303474strepr 2252 61 CATTTTTCTGCATAACGCTCCTTGAATCGTTG
TC 
K 
plaBS456Af 2257 58 GTTTTCCGTATCGCCAACAACCTTAC M 
plaBS456Ar 2258 58 GTAAGGTTGTTGGCGATACGGAAAAC M 
plaBN458Af 2261 60 GTATCAGCAACGCCCTTACTCCG M 
plaBN458Ar 2262 58 GGAGTAAGGGCGTTGCTGATAC M 
Abkürzungen: S = Sequenzierung, K = Klonierung, Kol PCR = Kolonie-Polymerasekettenreaktion, M =  
Mutagenese 
 
Tab. 2.12: verwendete Plasmide 
Erworbene Plasmidbezeichnung Plasmide 
Artikelnummer 
Hersteller/ Herkunft 
pGEX-6P-1 27-4597-01 GE Healthcare 
pMALc2X N8076 NEB 
pMAL-c2E N8066 NEB 
pET160/GW/D-TOPO K160-01 Invitrogen 
pGP172 - S. Halbedel (Merzbacher et al., 
2004) 
pJB03 (pET160/GW/D-TOPO + plaB) - (J. Bender, unveröffentlicht) 
pJB04 (pBCKS + plaB) - (Bender et al., 2009) 
pG-KJE8 
 
- G. Wilharm (Nishihara et al., 2000) 
Plasmid- 
bezeichnung 





pKK1 pGEX-6P-1 + plaB 1494 Amp plaB_Ecof2/plaB_EagIr 
pKK2 pET160/GW/D-TOPO + 
plaBAS303- 474 
576 Amp plaB_Ct_TOPOf/plaB_EagIr 
pKK3 pET160/GW/D-TOPO + 
plaBAS1-302 
909 Amp plaB_Nt_TOPOf/plaB_NT_TOPOr 
pKK4 pMal-c2E + plaB 1425 Amp plaB_EcoRIf/plaB_SalIr 




pKK5 pET160/GW/D-TOPO + 
plaBAS1-464 
1395 Amp plaB_Nt_TOPOf/plaB10aaTOPOr 
pKK6 pET160/GW/D-TOPO + 
plaBAS1-469 
1410 Amp plaB_Nt_TOPOf/plaB-5aaTOPOr 
pKK7 pMal-c2X + plaB 1425 Amp plaB_EcoR1f/plaB_SalIr 
pKK8 pET160/GW/D-TOPO + 
plaBAS1-459 
 
1380 Amp plaB_Nt_TOPOf/plaB-15aaTOPOr 
pKK9 pET160/GW/D-TOPO + 
plaBT460A 
1664 Amp plaBT460Af/plaBT460Ar 
pKK10 pET160/GW/D-TOPO + 
plaBK463A 
1664 Amp plaBK463Af/plaBK463Ar 
pKK11 pET160/GW/D-TOPO + 
plaBS465A 
1664 Amp plaBK463Af/plaBK463Ar 
pKK12 pET160/GW/D-TOPO + 
plaBK467A 
1664 Amp plaBK467Af/plaBK467Ar 
pKK13 pET160/GW/D-TOPO + 
plaBT469A 
1664 Amp plaBT469Af/plaBT469Ar 
pKK14 pET160/GW/D-TOPO + 
plaBK471A 
1664 Amp plaBK471Af/plaBK471Ar 
pKK15 pET160/GW/D-TOPO + 
plaBK472A 
1664 Amp plaBK472Af/plaBK472Ar 
pKK16 pET160/GW/D-TOPO + 
plaBK474A 
1664 Amp plaBD474Af/plaBD474Ar 
pKK17 pMal-c2E + plaB 1425 Amp pMalc2EQC1f/pMalc2EQC1r 
pKK18 pMal-c2E + plaB 1425 Amp pMalc2eQC22f/pMalc2eQC22r 
pKK19 pGP172 + plaB 1425 Amp plaBSmaIr/plaB_kpnIf 
pKK21 pGP172 + plaBD203N 1425 Amp strepplaBD203Nf/strepplaBD203Nr   
pKK22 pGP172 + plaBH251N 1425 Amp strepplaBH251Nf/strepplaBH251Nr 
pKK23 pGP172 + plaBS85A 1425 Amp strepplaBS85Af/strepplaBS85Ar 
pKK25 pGP172 + plaBAS1-169 1410 Amp pGP172plaB-5f/pGP172plaB-5r 
pKK26 pGP172 + plaBAS1-164 1395 Amp pGP172plaB-10f/pGP172plaB-10r 
pKK27 pGP172 + plaBAS1-159 1380 Amp pGP172plaB-15f/pGP172plaB-15r 
pKK43 pJB04 + C-terminaler Strep-
Tag 
1630 Cm CtstreppJB04f1/CtstreppJB04r1 
pKK48 pJB04 + plaBAS21-474 1528 Cm pJB04-20Ntf/pJB04-20Ntr 
pKK49 pJB04 + plaBAS51-474 1438 Cm pJB04-50Ntf/pJB04-50Ntr 
pKK50 pJB04 + plaBAS1-459 1540 Cm pJB04-15Ctf/pJB04-15Ctr 
pKK51 pJB04 + plaBAS1-424 1435 Cm pJB04-50Ctfbl/pJB04-50Ctrbl 
pKK54 pJB04 + plaBG374STOP 1585 Cm pJB04-100Ctf/pJB04-100Ctr 
pKK55 pJB04 + plaBR324STOP 1585 Cm pJB04-150Ctf/pJB04-150Ctr 
pKK56 pET160/GW/D-TOPO + 
plaBS456A 
1664 Amp plaBS456Af/plaBS456Ar 
pKK57 pET160/GW/D-TOPO + 
plaBN458A 
1664 Amp plaBN458Af/plaBN458Ar 
pKK58 pJB04 + plaBQ303STOP 1585 Cm pJB04-170Ctf/pJB04-170Ctr 
pKK59 pJB04 + plaBAS51-474 + R324STOP 1438 Cm pJB04-50Ntf/pJB04-50Ntr/ 
pJB04-170Ctf/pJB04-170Ctr 
pKK60 pJB04 +  
plaBAS303-474 + C-terminaler Strep-Tag 









Tab. 2.13: verwendete Bakterienstämme 
Stamm Katalog-Nr. Referenz 
Escherichia coli DH5α 18258-012 Invitrogen 
Escherichia coli TOP10 C664-55 Invitrogen 
Escherichia coli BL21(DE3) C161003 Invitrogen 
Escherichia coli BL21 (DE3)pLysS C6060-10 Invitrogen 
Escherichia coli XL1-Blue 200249 Stratagene 
Legionella pneumophila Sg1 Corby (Lpn 
Corby) 
- 
(Jepras et al., 1985) 
Legionella pneumophila Sg1 Corby plaB1 
(plaB::km Insertionsmutante)   
- (Flieger et al., 2004) 
Legionella pneumophila Sg1 Corby plaB1 
(pJB04) Komplementante 
- (Bender et al., 2009) 
Legionella pneumophila Sg1 JR32 (Lpn 
JR32) 
- (Sadosky et al., 1993) 
L.pn. JR32 dotA  Mutante - (Segal et al., 1998, Sadosky et al., 1993) 
L.pn. JR32 dotB  Mutante - (Segal et al., 1999) 
L.pn. JR32 lvh  Mutante - (Segal et al., 1999) 
L.pn. JR32 dotB/lvh  Mutante - (Segal et al., 1999) 
L.pn. Corby lssB Mutante - (Jacobi & Heuner, 2003) 
L.pn. Corby lspDE Mutante - (Schunder et al., 2010) 
L.pn. Corby tatC Mutante - (De Buck et al., 2005) 
 






E. coli    
DH5α (pKK1) 9 pGEX-6P-1 + plaB Klonierung zur Überexpression von PlaB 
mit N-terminalem GST-Tag 
BL21 (DE3) 
(pKK1) 
2 pGEX-6P-1 + plaB Überexpression von PlaB mit N-
terminalem GST-Tag 
TOP10 (pKK2) 1 pET160/GW/D-TOPO + plaBAS303-   
                                                                          474 
Klonierung C-terminaler Region von 




3 pET160/GW/D-TOPO + plaBAS303-   
                                                                          474 
Überexpression C-terminaler Region von 
PlaB (AS 303-474) mit N-terminalem 6x 
His-Tag 
TOP10 (pKK3) 12 pET160/GW/D-TOPO + plaBAS1-302 Klonierung N-terminaler Region von 




5 pET160/GW/D-TOPO + plaBAS1-302 Überexpression N-terminaler Region von 
PlaB (AS 1-302) mit N-terminalem 6x 
His-Tag 
DH5α (pKK4) 5 pMal-c2E + plaB Klonierung zur Überexpression von PlaB 




1 pMal-c2E + plaB Überexpression von PlaB mit N-
terminalem MBP-Tag  
TOP10 (pKK5) 4 pET160/GW/D-TOPO + plaBAS1-464 Klonierung C-terminaler Verkürzung 




1 pET160/GW/D-TOPO + plaBAS1-464 Überexpression C-terminaler 
Verkürzung von PlaB (AS 1-464) mit N-
terminalem 6x His-Tag 




TOP10 (pKK6) 4 pET160/GW/D-TOPO + plaBAS1-469 Klonierung C-terminaler Verkürzung 




1 pET160/GW/D-TOPO + plaBAS1-469 Überexpression C-terminaler 
Verkürzung von PlaB (AS 1-469) mit N-
terminalem 6x His-Tag 
TOP10 (pKK7) 7 pMal-c2X + plaB Klonierung zur Überexpression von PlaB 




1 pMal-c2X + plaB Überexpression von PlaB mit N-
terminalem MBP-Tag mit FaktorXa-
Schnittstelle 
TOP10 (pKK8) 4 pET160/GW/D-TOPO + plaBAS1-459 Klonierung C-terminaler Verkürzung 




1 pET160/GW/D-TOPO + plaBAS1-459 Überexpression C-terminaler 
Verkürzung von PlaB (AS 1-459) mit N-
terminalem 6x His-Tag 
XL1-Blue (pKK9) 1 pET160/GW/D-TOPO + plaBT460A Klonierung site-directed Mutante T460A 
von PlaB mit N-terminalem 6x His-Tag 
XL1-Blue (pKK10) 2 pET160/GW/D-TOPO + plaBK463A Klonierung site-directed Mutante K463A 
von PlaB mit N-terminalem 6x His-Tag 
XL1-Blue (pKK11) 1 pET160/GW/D-TOPO + plaBS465A Klonierung site-directed Mutante S465A 
von PlaB mit N-terminalem 6x His-Tag 
XL1-Blue (pKK12) 1 pET160/GW/D-TOPO + plaBK467A Klonierung site-directed Mutante K467A 
von PlaB mit N-terminalem 6x His-Tag 
XL1-Blue (pKK13) 1 pET160/GW/D-TOPO + plaBT469A Klonierung site-directed Mutante T469A 
von PlaB mit N-terminalem 6x His-Tag 
XL1-Blue (pKK14) 1 pET160/GW/D-TOPO + plaBK471A Klonierung site-directed Mutante K471A 
von PlaB mit N-terminalem 6x His-Tag 
XL1-Blue (pKK15) 2 pET160/GW/D-TOPO + plaBK472A Klonierung site-directed Mutante K472A 
von PlaB mit N-terminalem 6x His-Tag 
XL1-Blue (pKK16) 1 pET160/GW/D-TOPO + plaBK474A Klonierung site-directed Mutante K474A 
von PlaB mit N-terminalem 6x His-Tag 
BL21 (DE3) 
(pKK9) 
1 pET160/GW/D-TOPO + plaBT460A Überexpression site-directed Mutante 




1 pET160/GW/D-TOPO + plaBK463A Überexpression site-directed Mutante 




1 pET160/GW/D-TOPO + plaBS465A Überexpression site-directed Mutante 




1 pET160/GW/D-TOPO + plaBK467A Überexpression site-directed Mutante 




1 pET160/GW/D-TOPO + plaBT469A Überexpression site-directed Mutante 




1 pET160/GW/D-TOPO + plaBK471A Überexpression site-directed Mutante 




1 pET160/GW/D-TOPO + plaBK472A Überexpression site-directed Mutante 




1 pET160/GW/D-TOPO + plaBK474A Überexpression site-directed Mutante 
K474A von PlaB mit N-terminalem 6x 
His-Tag 
XL1-Blue (pKK17) 1 pMal-c2E + plaB erster Mutationsschritt in Enterokinase-
Schnittstelle zur Prescission Protease-
Schnittstelle 









1 pMal-c2E + plaB Überexpression PlaB mit N-terminalem 
MBP-Tag und Prescissionprotease-
Schnittstelle 
TOP10 (pKK19) 3 pGP172 + plaB Klonierung zur Überexpression von PlaB 
mit N-terminalem Strep-Tag  
XL1-Blue (pKK21) 1 pGP172 + plaBD203N Klonierung site-directed Mutante D203N 
von PlaB mit N-terminalem Strep-Tag 
BL21 (DE3)pLysS 
(pKK21) 
1 pGP172 + plaBD203N Überexpression site-directed Mutante 
D203N von PlaB mit N-terminalem 
Strep-Tag 
XL1-Blue (pKK22) 2 pGP172 + plaBH251N Klonierung site-directed Mutante H251N 
von PlaB mit N-terminalem Strep-Tag 
BL21 (DE3)pLysS 
(pKK22) 
1 pGP172 + plaBH251N Überexpression site-directed Mutante 
H251N von PlaB mit N-terminalem 
Strep-Tag 
XL1-Blue (pKK23) 2 pGP172 + plaBS81A Klonierung site-directed Mutante S81A 
von PlaB mit N-terminalem Strep-Tag 
BL21 (DE3)pLysS 
(pKK23) 
1 pGP172 + plaBS81A Überexpression site-directed Mutante 
S81A von PlaB mit N-terminalem Strep-
Tag 
XL1-Blue (pKK25) 2 pGP172 + plaBAS1-469 Klonierung C-terminaler Verkürzung 




1 pGP172 + plaBAS1-469 Überexpression C-terminaler 
Verkürzung von PlaB (AS 1-469) mit N-
terminalem Strep-Tag 
XL1-Blue (pKK26) 6 pGP172 + plaBAS1-464 Klonierung C-terminaler Verkürzung 




1 pGP172 + plaBAS1-464 Überexpression C-terminaler 
Verkürzung von PlaB (AS 1-464) mit N-
terminalem Strep-Tag 
XL1-Blue (pKK27) 2 pGP172 + plaBAS1-459 Klonierung C-terminaler Verkürzung 




1 pGP172 + plaBAS1-459 Überexpression C-terminaler 
Verkürzung von PlaB (AS 1-459) mit N-
terminalem Strep-Tag 
TOP10 (pKK43) 1 pJB04 + Strep-Tag Klonierung PlaB mit C-terminalem 
Strep-Tag und endogenem Promotor 
DH5α (pKK48) 4 pJB04 + plaBAS21-474 Klonierung N-terminaler Verkürzung 
von PlaB (AS 21-464) mit endogenem 
Promotor 
DH5α (pKK49) 4 pJB04 + plaBAS51-474 Klonierung N-terminaler Verkürzung 
von PlaB (AS 51-464) mit endogenem 
Promotor 
DH5α (pKK50) 1 pJB04 + plaBAS1-459 Klonierung C-terminaler Verkürzung 
von PlaB (AS 1-459) mit endogenem 
Promotor 
DH5α (pKK51) 11 pJB04 + plaBAS1-424 Klonierung C-terminaler Verkürzung 
von PlaB (AS 1-424) mit endogenem 
Promotor 
DH5α (pKK54) 1 pJB04 + plaBG374STOP Klonierung C-terminaler Verkürzung 
von PlaB (AS 1-373) mit endogenem 
Promotor 
DH5α (pKK55) 1 pJB04 + plaBR324STOP Klonierung C-terminaler Verkürzung 
von PlaB (AS 1-323) mit endogenem 
Promotor 




DH5α (pKK56) 1 pET160/GW/D-TOPO + plaBS456A Klonierung site-directed Mutante S456A 
von PlaB mit N-terminalem 6x His-Tag 
DH5α (pKK57) 2 pET160/GW/D-TOPO + plaBN458A Klonierung site-directed Mutante N458A 
von PlaB mit N-terminalem 6x His-Tag 
BL21 (DE3) 
(pKK56) 
1 pET160/GW/D-TOPO + plaBS456A Überexpression site-directed Mutante 




1 pET160/GW/D-TOPO + plaBN458A Überexpression site-directed Mutante 
N458A von PlaB mit N-terminalem 6x 
His-Tag 
DH5α (pKK58) 2 pJB04 + plaBQ303STOP Klonierung C-terminaler Verkürzung 
von PlaB (AS 1-302) mit endogenem 
Promotor 
DH5α (pKK59) 2 pJB04 + plaBAS51-474+Q303STOP Klonierung N- und C-terminaler 
Verkürzung von PlaB (AS 51-302) mit 
endogenem Promotor 
DH5α (pKK60) 2 pJB04 + plaBAS303-474 Klonierung N-terminaler Verkürzung 
von PlaB (AS 303-474) mit C-






   
plaB1 (pKK43) 3 pJB04 + Strep-Tag PlaB mit C-terminalem Strep-Tag und 
endogenem Promotor 
plaB1 (pKK48) 1 pJB04 + plaBAS21-474 N-terminale Verkürzung von PlaB (AS 
21-464) und endogenem Promotor für 
Lokalisationsstudien 
plaB1 (pKK49) 1 pJB04 + plaBAS51-474 N-terminale Verkürzung von PlaB (AS 
51-464) und endogenem Promotor für 
Lokalisationsstudien 
plaB1 (pKK50) 1 pJB04 + plaBAS1-459 C-terminale Verkürzung von PlaB (AS 
1-459) und endogenem Promotor für 
Lokalisationsstudien 
plaB1 (pKK51) 4 pJB04 + plaBAS1-424 C-terminale Verkürzung von PlaB (AS 
1-424) und endogenem Promotor für 
Lokalisationsstudien 
plaB1 (pKK54) 1 pJB04 + plaBG374STOP C-terminale Verkürzung von PlaB (AS 
1-373) und endogenem Promotor für 
Lokalisationsstudien 
plaB1 (pKK55) 1 pJB04 + plaBR324STOP C-terminale Verkürzung von PlaB (AS 
1-323) und endogenem Promotor für 
Lokalisationsstudien 
plaB1 (pKK58) 2 pJB04 + plaBQ303STOP C-terminale Verkürzung von PlaB (AS 
1-302) und endogenem Promotor für 
Lokalisationsstudien 
plaB1 (pKK59) 2 pJB04 + plaBAS51-474Q303STOP N- und C-terminale Verkürzung von 
PlaB (AS 51-302) und endogenem 
Promotor für Lokalisationsstudien 
plaB1 (pKK60) 1 pJB04 + plaBAS303-474 N-terminale Verkürzung von PlaB (AS 
51-302) mit C-terminalem Strep-Tag und 









Tab. 2.15: Auflistung der aus der error-prone PCR-Klonbank isolierten DH5α-Mutanten  
GVO-Bezeichnung Name der Mutante (= Klon-Nr.) Plasmid-Charakter 
DH5α (pJB04 mit plaBN212D) 4 pJB04 mit plaBN212D 
DH5α (pJB04 mit plaBL332F) 7 pJB04 mit plaBL332F 
DH5α (pJB04 mit plaBM439V) 19 pJB04 mit plaBM439V 
DH5α (pJB04 mit plaBV37A) 36 pJB04 mit plaBV37A 
DH5α (pJB04 mit plaBD203N) 61 pJB04 mit plaBD203N 
DH5α (pJB04 mit plaBE152K) 63 pJB04 mit plaBE152K 
DH5α (pJB04 mit plaBM113V) 77 pJB04 mit plaBM113V 
DH5α (pJB04 mit plaBP107L) 89 pJB04 mit plaBP107L 
DH5α (pJB04 mit plaBA404T) 103 pJB04 mit plaBA404T 
DH5α (pJB04 mit plaBE306K) 91 pJB04 mit plaBE306K 
DH5α (pJB04 mit plaBS47C) 94 pJB04 mit plaBS47C 
DH5α (pJB04 mit plaBL280Q) 96 pJB04 mit plaBL280Q 
DH5α (pJB04 mit plaBD342G) 116 pJB04 mit plaBD342G 
DH5α (pJB04 mit plaBD381G) 117 pJB04 mit plaBD381G 
DH5α (pJB04 mit plaBV6D) 123 pJB04 mit plaBV6D 
DH5α (pJB04 mit plaBM113I) 128 pJB04 mit plaBM113I 
DH5α (pJB04 mit plaBM113I) 131 pJB04 mit plaBM113I 
DH5α (pJB04 mit plaBD50G) 135 pJB04 mit plaBD50G 
DH5α (pJB04 mit plaBM113V) 143 pJB04 mit plaBM113V 
DH5α (pJB04 mit plaBD365G) 145 pJB04 mit plaBD365G 
DH5α (pJB04 mit plaBD334G) 146 pJB04 mit plaBD334G 
DH5α (pJB04 mit plaBN194D) 153 pJB04 mit plaBN194D 
DH5α (pJB04 mit plaBG144R) 156 pJB04 mit plaBG144R 
DH5α (pJB04 mit plaBW9R) 157 pJB04 mit plaBW9R 
DH5α (pJB04 mit plaBS326P) 160 pJB04 mit plaBS326P 
DH5α (pJB04 mit plaBC81R) 165 pJB04 mit plaBC81R 
DH5α (pJB04 mit plaBN194D) 167 pJB04 mit plaBN194D 
DH5α (pJB04 mit plaBL218S) 183 pJB04 mit plaBL218S 













2.1.11 Nährmedien für Bakterien 
Tab. 2.16: verwendete Nährmedien zur Anzucht von E. coli 
Luria-Bertani (LB)-Flüssigmedium  Luria-Bertani (LB)-Agar 
Trypton                     10 g  Trypton                           10 g 
Hefeextrakt                 5 g  Hefeextrakt                       5 g 
NaCl                           5 g  NaCl                                  5 g 
H2Obidest           zu 1000 ml  Agar                                15 g 
  H2Obidest                  zu 1000 ml 
   
SOC-Medium (pH 7,2) 
(SOC = Super Optimal Broth-Derivat) 
 Humanblut-Agar 
Trypton                           2 g             
Hefeextrakt                  0,5 g   
NaCl                          0,06 g  Humanblut                        30 ml 
KCl                          0,019 g  LB-Agar                    zu 1000 ml 
Glukose                       0,4 g   
MgSO4 x 7H2O          0,24 g   
MgCl2 x 6 H2O             0,2 g   
H2Obidest             zu 1000 ml 
 Humanblut wurde mit  0,9%iger, steriler NaCl-
Lösung gewaschen. 
  Dem Agar wurden 1 mM IPTG und 30 µg/ml 
Chloramphenicol zugesetzt. 
 
Die Sterilisation der verwendeten Nährmedien erfolgte durch Autoklavieren bei 121 °C. 
Antibiotika und Glukose (steril filtriert) wurden nach dem Autoklavieren dem auf 55 °C 
abgekühlten Medium zugesetzt.  
 
Tab. 2.17: verwendete Nährmedien zur Anzucht von L. pneumophila 
BYE-Flüssigmedium 
(BYE = Buffered Yeast Extract) 
 BCYE-Agar 
(BCYE = Buffered Charcoal Yeast Extract) 
Hefeextrakt                                               10 g  Legionella Basis-Agar :                 
Legionella Wachstums-Supplement   2 x 50 ml  Hefeextrakt                                          10 g 
  Aktivkohle                                           1,5 g 
H2Obidest                                        zu 1000 ml  Agar                                                     16 g 
  Legionella-Wachstums-Supplement 2 x 50 ml 
  H2Obidest                                        zu  1000 ml 
   
   
Das Legionella Wachstums-Supplement wurde 
zusammen mit dem Hefeextrakt in H2Obidest gelöst 
und anschließend steril filtriert. 
 Der Legionella Basis-Agar wurde in H2Obidest 
suspendiert und autoklaviert. Das Supplement 
wurde vorschriftsgemäß nach dem Autoklavieren 
steril bei 50 °C zugegeben. 
Der zur Anzucht von Legionellen verwendete BCYE-Agar wurde sowohl kommerziell erworben 
als auch selbst hergestellt. BCYE-Platten mit Antibiotikazusatz wurden generell selbst gegossen 
(Nährbodenküche, RKI Wernigerode). 
 








L. pneumophila [µg/ml] 
E. coli [µg/ml] 
Ampicillin (Amp) 100 (in H2Obidest) - 100 
Chloramphenicol (Cm) 30 (in EtOH) 6-9 30 
Kanamycin (Kan) 50 (in H2Obidest) 25 50 
 
2.2 Methoden 
2.2.1 Kultivierung von Bakterien 
2.2.1.1 Escherichia coli 
Die Kultivierung von E. coli Wildtyp bzw. plasmidtragenden Stämmen (Tab. 2.14 und 2.15) 
erfolgte zunächst mit Bakterienmaterial aus Glyzerinkryokulturen auf entsprechenden LB-
Agarplatten (gegebenenfalls mit geeignetem Antibiotikum versetzt). Die beimpften Platten 
wurden 18-24 h bei 37 °C im Brutschrank inkubiert und bis zu einem Monat im Kühlschrank 
aufbewahrt. Bei Bedarf wurden die Platten zum Inokulieren von Flüssigkulturen (Vorkulturen 
oder Übernacht-Kulturen) verwendet. Mit einer sterilen Impföse wurde dazu Bakterienmaterial in 
LB-Bouillon mit entsprechendem Antibiotikum im Fall von plasmidhaltigen Stämmen suspendiert 
und über Nacht bei 37 °C und 250 rpm inkubiert. Das bakterielle Wachstum wurde durch 
Messung der optischen Dichte bei 600 nm verfolgt. Zur Expression eines in trans enthaltenen 
Gens wurde eine 1:100 verdünnte Hauptkultur aus der Vorkultur angeimpft und nach Erreichen 
einer OD600 von 0.6 mit IPTG bzw. im Fall von pGKJE8 mit Arabinose oder Tetrazyclin induziert 
(s. Tab. 2.28). Die Expression erfolgte bei 20 °C über Nacht oder wurde im Fall von 6xHis-
fusionierten Proteinen bei 37 °C für 3-5 h fortgeführt. 
2.2.1.2 Legionella pneumophila   
Aus Glyzerinkryokulturen wurden die Legionella-Stämme mittels einer sterilen Impföse auf 
BCYE-Agar bzw. BCYE-Agar mit entsprechendem Antibiotikum ausgestrichen und für 2 Tage 
bei 37 °C bebrütet (Mutterplatten). Die Mutterplatten wurden im Kühlschrank bis zu einem Monat 
gelagert und dienten dem Überimpfen auf neue BCYE-Agarplatten (Tochterplatten), welche für 1-
3 Tagen bei 37 °C bebrütet wurden. Für die Arbeit mit plasmidtragenden Legionellen-Stämmen 
erfolgte das Anlegen von Tochterplatten auf BCYE-Agar mit entsprechenden 
Antibiotikakonzentrationen (s. Tab. 2.18). Wildtypstämme bzw. Stämme ohne Plasmid wurden 
auf BCYE-Agar gezüchtet.  
Flüssigkulturen wurden mit Bakterienmaterial von der entsprechenden Tochterplatte mittels eines 
sterilen Wattetupfers in BYE-Bouillon (mit/ohne Antibiotikum) angeimpft und über Nacht bei 
37 °C und 250 rpm inkubiert (Vorkultur mit OD660 zwischen 0.8-1.8). Die Hauptkultur wurde 
nach Bestimmung der photometrischen Dichte bei 660 nm auf eine OD660 von 0.3 eingestellt und 




bei 37 °C und 250 rpm in der Regel bis zur späten exponentiellen Phase (OD660 ~1.8-1.9) 
kultiviert. 
2.2.1.3 Herstellung von Glyzerinkryokulturen 
Für die Langzeitaufbewahrung von E. coli und L. pneumophila wurde die jeweilige Kultur über 
Nacht in entsprechendem Flüssigmedium angezogen (s. 2.2.1.2 und 2.2.1.1). Zum Anlegen einer 
Glyzerinkryokultur wurde anschließend die Übernachtkultur 1:1 mit sterilem 80%igem (v/v) 
Glyzerin vermischt und bei -80 °C gelagert. 
 
2.2.2 Herstellung und Transformation kompetenter Zellen 
2.2.2.1 Herstellung und Transformation elektrokompetenter L. pneumophila Zellen 
Für die Herstellung elektrokompetenter L. pneumophila Zellen wurde Bakterienmaterial von einer 
2 Tage auf BCYE-Agar gewachsenen Kultur mit einer sterilen Impföse entnommen, in BYE-
Bouillon resuspendiert und 1 ml der auf OD660 ~ 1.8 eingestellten Kultur bei 4.500 x g für 5 min 
bei 4 °C abzentrifugiert. Das gewonnene Zellpellet wurde dreimal mit eiskaltem, sterilem 
10%igem (v/v) Glyzerin gewaschen und anschließend in 50 µl 10%igem (v/v) Glyzerin 
resuspendiert. Die 25 µl Aliquots wurden direkt für die Elektroporation verwendet oder bis zum 
nächsten Gebrauch bei -80 °C gelagert. 
Für die Elektroporation wurden 20 µl elektrokompetente L. pneumophila Zellen mit 20 ng 
Plasmid-DNA vermischt und anschließend im Elektroporationsgerät bei 330 µF, 400 DC Volt und 
4 kΩ transformiert. Nach der Inkubation der frisch transformierten Zellen in 2 ml BYE-Medium 
bei 37 °C und 250 rpm für 4 h erfolgte das Ausplattieren auf BCYE-Agar mit entsprechendem 
Antibiotikum. Die Platten wurden bei 37 °C für 2-3 Tage inkubiert, bis deutlich sichtbar 
gewachsene Kolonien auf dem antibiotikahaltigem Selektivmedium zu sehen waren.  
2.2.2.2 Herstellung und Transformation chemisch kompetenter E. coli Zellen 
Die Erzeugung chemisch kompetenter E. coli Zellen erfolgte nach modifiziertem 
Standardprotokoll (Sambrook & Russell, 2001). Aus einer über Nacht gewachsenen Kultur (s. 
2.2.1.1) wurden 25 ml LB-Medium 1:100 überimpft und bei 37 °C für etwa 2 h und 250 rpm 
inkubiert bis die mittlere log-Phase erreicht wurde. Nach der Zentrifugation bei 5.000 x g, 5 min 
und 4 °C wurde das Zellpellet in 12,5 ml steriler, eiskalter 100 mM CaCl2-Lösung resuspendiert 
und für 30 min auf Eis inkubiert. Nach erneutem Pelletieren der Zellen durch Zentrifugation 
wurden diese in 1 ml eiskalter 100 mM CaCl2-Lösung resuspendiert. 80 µl der Zellsuspension 
wurden im Folgenden mit 50 ng Plasmid-DNA vermischt und für 30 min auf Eis inkubiert. Nach 
1-minütigem Hitzeschock bei 42 °C im Wasserbad erfolgte eine erneute Abkühlung der Zellen auf 




Eis für etwa 2 min. Der Transformationsansatz wurde dann in 37 °C vorgewärmtes SOC-Medium 
überführt und für 1 h bei 37 °C geschüttelt. Zur Selektion wurden die Zellen auf LB-Platten mit 
entsprechendem Antibiotikum ausplattiert und über Nacht kultiviert.  
 
2.2.3 Nukleinsäure-Techniken 
2.2.3.1 Isolierung extrachromosomaler DNA 
Zur Isolierung von Plasmid-DNA aus 3 ml E. coli Übernachtkulturen wurde das QIAprep Spin 
Miniprep Kit (QIAGEN) verwendet. Die Durchführung erfolgte nach Vorschrift des Herstellers. 
Die DNA-Konzentration wurde photometrisch bei einer Wellenlänge von 260 nm bestimmt. 
2.2.3.2 Nukleinsäureverdau mittels Restriktionsendonukleasen  
Zur Spaltung von Plasmid-DNA bzw. DNA-Fragmenten wurden Restriktionsenzyme 
(Endonukleasen) verwendet, welche spezifisch vier bis acht Basenpaare in einem DNA-Strang 
erkennen und in einer meist palindromen Zielsequenz schneiden. Alle in dieser Arbeit 
eingesetzten Restriktionsenzyme wurden von New England Biolabs (NEB) erworben und mit den 
dazugehörigen Puffern in den jeweiligen Reaktionen eingesetzt. Für die Restriktion wurde 1 μg 
Plasmid-DNA bzw. DNA-Fragment mit 10 Einheiten des entsprechenden Restriktionsenzyms in 
einem Reaktionsvolumen von 20 µl eingesetzt und in Abhängigkeit der für das jeweilige Enzym 
vorgeschriebenen Temperatur für 4 h inkubiert. Im Anschluss erfolgte zur Überprüfung der 
Restriktion die Analyse der Proben durch Auftrennung auf einem 1%igen (w/v) Agarosegel (s. 
2.2.3.6). 
2.2.3.3 Dephosphorylierung von Plasmiden 
Um eine Religation des Vektors zu vermeiden, wurde bei Restriktionen mit nur einem Enzym 
eine Dephosphorylierungsreaktion des verdauten Vektors mit Antarctic Phosphatase (AP, NEB) 
durchgeführt. Hierzu wurde dem hitzeinaktivierten Restriktionsansatz 1x AP-Puffer und 5 
Einheiten AP-Enzym zugegeben und für 60 min bei 37 °C inkubiert. Nach anschließender 
Inaktivierung bei 65 °C für 10 min wurden die Puffer- und Enzymreste mittels des QIAquick PCR 
Purification Kit (QIAGEN) aus dem Reaktionsansatz entfernt. Die DNA-Konzentration wurde 
photometrisch bei einer Wellenlänge von 260 nm für den Ligationsansatz bestimmt. 
2.2.3.4 Ligation von DNA-Fragmenten 
Für 10 µl Ligationsansatz wurden 50 ng Plasmid-DNA im molaren Verhältnis 1:3 zum DNA-
Fragment mit 400 Einheiten T4 DNA-Ligase (NEB) und 1x Ligase Puffer vermischt und für 16-
18 h bei 16 °C inkubiert. Nach anschließender Inaktivierung des Enzyms bei 65 °C für 10 min 




und Ethanol (EtOH)-Fällung (s. 2.2.3.5) erfolgte die Transformation in entsprechende 
Bakterienstämme (s. 2.2.2). 
2.2.3.5  Fällung von Nukleinsäuren 
Die zu fällende DNA wurde mit einer Endkonzentration von 0,3 M Natriumazidlösung pH 7,0 
und dem 2,5fachen Volumenanteil von 96%igem (v/v) EtOH vermischt und für 30 min auf Eis 
inkubiert. Nach anschließender Zentrifugation für 15 min bei 16.000 x g und 4 °C wurde der 
Überstand verworfen und die präzipitierte DNA mit 70%igem (v/v) EtOH gewaschen. Nach 
erfolgter Trocknung des DNA-Pellets für etwa 15 min bei 37 °C wurde dieses in Rotipuran 
Wasser resuspendiert. 
2.2.3.6 Nukleinsäure-Gelelektrophorese 
Die Auftrennung von Nukleinsäuren erfolgte mit Hilfe einer Agarose-Gelelektrophorese. Bei 
diesem Verfahren bewegen sich die Nukleinsäuren proportional zum Logarithmus ihres 
Molekulargewichtes (MG) in einem elektrischen Feld zur Kathode. Die Gelmatrix bestand aus 
1%iger Agarose in 1x TAE-Puffer. Als Elektrophoresepuffer diente ebenfalls 1x TAE-Puffer. Die 
Proben wurden in 1x DNA-Probenpuffer aufgenommen und bei einer Spannung von 100 bis 120 
V aufgetrennt. Als DNA-Standard diente der Gene Ruler DNA Laddermix (Thermo Scientific). 
Für die Analyse der Gele mit einem UV-Transilluminator bei 254 nm wurde der Gelmatrix 0,2 
μg/ml Ethidiumbromid zugesetzt. 
2.2.3.7 Polymerase-Kettenreaktion (PCR) 
Die Amplifikation definierter DNA-Abschnitte (template) aus Plasmid-DNA wird durch die PCR-
Reaktion ermöglicht. Die exponentielle Vervielfältigung von DNA-Abschnitten erfolgte mittels 
Oligonukleotidprimern (Tab. 2.11) und einer thermostabilen DNA-Polymerase. Für in dieser 
Arbeit durchgeführte Klonierungen wurden die Pfu turbo bzw. die Phusion® High Fidelity DNA-
Polymerase zur Amplifizierung von Plasmiden und die Pfu Polymerase zur Amplifizierung von 
DNA-Fragmenten eingesetzt. Zur Analyse positiver Klone mittels Kolonie-PCR wurde die Taq 
DNA-Polymerase verwendet. Die Durchführung erfolgte in einem Thermocycler mit beheizbarem 
Deckel. Die Plasmid- bzw. Kolonie-DNA wurde mit einem Reaktionsansatz versetzt, wobei das 
Ansatzvolumen je nach Anwendung zwischen 25 bis 50 μl variierte. Die Zusammensetzung des 














DNA 20 ng Plasmid-DNA bzw. 
1 Kolonie (Kolonie-PCR) 
- - 
Polymerase-Puffer 2,5 10x 1x 
dNTPs 0,25 10 mM pro Nukleotid 0,1 mM pro Nukleotid 
Oligonukleotid I 0,25 50 µM 0,5 µM 
Oligonukleotid II 0,25 50 µM 0,5 µM 
DNA-Polymerase 1 (Pfu) bzw. 0,25 (Taq) 2,5 U/µl bzw. 5 U/µl 0,1 U/µl bzw. 0,05 U/µl 
Rotipuran H2O zu 25 µl Gesamtvolumen - - 
 






DNA 20 ng Plasmid-DNA 
 
- - 
Polymerase-Puffer 10 (Phusion) bzw. 5 (Turbo Pfu) 5x bzw. 10x 1x 
dNTPs 1 10 mM pro Nukleotid 0,2 mM pro Nukleotid 
Oligonukleotid I 1 50 µM 1 µM 
Oligonukleotid II 1 50 µM 1 µM 
DNA-Polymerase 1 2 U/µl (Phusion) bzw. 
2,5 U/µl (Turbo Pfu)  
0,04 U/µl bzw. 0,05 U/µl 
Rotipuran H2O zu 50 µl Gesamtvolumen - - 
 
Eine typische PCR verläuft in mehreren definierten Temperaturstufen, die sich zyklisch 
wiederholen. Ein solches Programm besteht aus: 
1. Initialem Denaturierungsschritt bei 95 °C 
2. Denaturierung bei 95 °C 
3. Hybridisierungsschritt (Annealing) bei 47 bis 60 °C 
4. Polymerisationsschritt (Elongation) bei 72 °C 
5. Abschließende Polymerisationsphase bei 72 °C 
Die Schritte 2. bis 4. wiederholten sich bis zu 30x. Die Hybridisierung der Primer 
(Oligonukleotide) an den DNA-Einzelstrang erfolgte bei verschiedenen Temperaturen, welche 
sich spezifisch nach den Schmelztemperaturen (Tm) der verwendeten Primer richteten. Die 
Polymerisationszeit ist von der verwendeten Polymerase und von der Länge des zu 
amplifizierenden DNA-Abschnittes abhängig. Als Schätzwert wurde hier eine Syntheserate von 
1000 kb/min angenommen. 




Für die Kolonie-PCR wurde eine mit einem sterilen Zahnstocher gepickte Kolonie in einem PCR-
Gefäß mit 21,5 μl Rotipuran Wasser für 10 min bei 99 °C im Thermocycler lysiert. Anschließend 
wurde ein PCR-Mastermix, der die übrigen Komponenten enthielt, zugegeben (s. Tab. 2.19) und 
das in Tabelle 2.21 aufgeführte PCR-Programm verwendet. 
Tab. 2.21: Standard-PCR-Programm 
Reaktionsschritt  Zyklenanzahl Temperatur [°C] Zeit  
Denaturierung 1 95 4 min 
Denaturierung 30 95 40 s 
Annealing 30 47-60 40 s 
Elongation 30 72 1 kb/min 
Finale Elongation 1 72 10 min 
 
Bei der Amplifizierung von Plasmiden wurde an die PCR-Reaktion ein Restriktionsschritt mit 
DpnI angeschlossen, welches das methylierte Ausgangsplasmid verdaut. Dazu wurde der 
Reaktionsansatz mit 1 µl DpnI vermischt und für 1 h bei 37 °C inkubiert.  
Die resultierenden PCR-Produkte wurden auf 1%igen (w/v) Agarosegelen elektrophoretisch 
aufgetrennt und gegebenenfalls weiter gereinigt. 
2.2.3.8 Einführen von Punktmutationen in Plasmid-DNA 
Zum Einfügen von Punktmutationen in einem Plasmid (ortsspezifische Mutagenese) wurde das 
QuikChange Site-Directed Mutagenesis Kit (Stratagene) nach den Angaben des Herstellers 
eingesetzt. Es wurde folgender Ansatz gewählt: 
Tab. 2.22: Reaktionsansatz für QuikChange Site-Directed Mutagenesis 
Komponente  Eingesetzte Menge 
Plasmid-DNA 50 ng  
 
10x Reaktionspuffer-Puffer 5 µl 
dNTPs 1 µl 
Oligonukleotid I 125 ng 
Oligonukleotid II 125 ng 
Pfu Turbo DNA-Polymerase 1 µl 
Rotipuran H2O zu 50 µl Gesamtvolumen 
 
Die Parameter des PCR-Programms wurden ebenfalls der Vorschrift des Herstellers entnommen. 
Tab. 2.23: PCR-Programm für QuikChange Site-Directed Mutagenesis 
Reaktionsschritt Zyklenanzahl Temperatur [°C] Zeit [s] 
Denaturierung 1 95 30 
Denaturierung 16 95 30 
Annealing 16 47-60 60 
Elongation 16 68 1 min/kb 
 




Im Anschluss an die PCR-Reaktion wurde der Ansatz für 2 min auf Eis gekühlt. Nach der Zugabe 
von 1 µl DpnI erfolgte die Inkubation des Reaktionsansatzes bei 37 °C für 1 h, um die methylierte 
DNA des Ausgangsplasmides zu verdauen. Von diesem Verdau wurde 1 µl für die 
Transformation in 50 µl E. coli XL1-Blue superkompetente Zellen eingesetzt, die wie unter 
2.2.2.1 beschrieben erfolgte. Zur Selektion wurden die Zellen auf Humanblut-Agarplatten (s. Tab. 
2.16) ausplattiert und über Nacht kultiviert. Von den gewachsenen Klonen ohne Hämolysehof 
wurde zunächst mittels Kolonie-PCR (s. 2.2.3.7) überprüft, ob das plaB-Gen vorhanden war, um 
anschließend von der isolierten Plasmid-DNA eine Sequenzierung zur Ermittlung des 
Basenaustausches innerhalb des plaB-Gens durchzuführen.  
2.2.3.9 Zufällige Mutagenese mittels error-prone PCR 
Um in das plaB-Gen aus L. pneumophila zufällige Mutationen einzuführen, wurde die error-
prone PCR-Methode im FlexCycler (Analytik Jena) durchgeführt. Diese Methode basiert auf der 
natürlich hohen Fehlerrate der Taq DNA-Polymerase (~285x10-6 Basen, NEB). Dazu wurde das 
plaB enthaltene Plasmid pJB04 mit Hilfe der entsprechenden Taq DNA-Polymerase (NEB) 
amplifiziert. Die dafür in der Literatur beschriebenen Schemata für den Reaktionsansatz und das 
PCR-Programm wurden abgewandelt und sind den nachfolgenden Tabellen zu entnehmen (Rasila 
et al., 2009, Chusacultanachai & Yuthavong, 2004, Cirino et al., 2003).  
Tab. 2.24: Reaktionsansatz für error-prone Mutagenese 
Komponente Eingesetzte Menge 
Plasmid-DNA (pJB04) 50 ng  
10x ThermoPol-Puffer 5 µl 
dNTPs 1 µl 
Oligonukleotid I (pBCKSf) 125 ng 
Oligonukleotid II (pBCKSr) 125 ng 
Taq DNA-Polymerase 1 µl 
Rotipuran H2O zu 50 µl Gesamtvolumen 
 
Tab. 2.25: PCR-Programm für error-prone Mutagenese 
Reaktionsschritt  Zyklenanzahl Temperatur [°C] Zeit 
Denaturierung 1 95 4 min 
Denaturierung 20 95 40 s 
Annealing 20 54 40 s 
Elongation 20 72 6 min 
Finale Elongation 1 72 10 min 
 
Die PCR-Ansätze wurden einem DpnI Verdau unterzogen (s. 2.2.3.8), vereinigt und mittels des 
PCR Purification Kit (QIAGEN) gereinigt. Im Anschluss erfolgte die Transformation von 10 µl 




gereinigtem PCR-Ansatz in DH5α (s. 2.2.2.2), das Ausplattieren der Zellen auf Humanblut-
Agarplatten mit Chloramphenicol zur Selektion und die Kultivierung über Nacht bei 37 °C. 
2.2.3.10 Sequenzierungs-Polymerase-Kettenreaktion 
Die DNA-Sequenzierung basierend auf der Didesoxy-Methode nach Sanger (Sanger et al., 1977) 
wurde unter Verwendung des „ABI BigDye Terminator 3.1 Premix“ durchgeführt. Die 
Zusammensetzung des Reaktionsansatzes und der Ablauf des PCR-Programms ist den 
nachfolgenden Tabellen zu entnehmen. 






DNA variabel variabel ~300 ng 
ABI-Puffer 1,5 5x  0,75x 
BigDye 3.1 1 - - 
Oligonukleotid  0,5 10 µM 0,5 µM 
Rotipuran H2O zu 10 µl Gesamtvolumen - - 
 
Tab. 2.27: PCR-Programm für Sequenzierung 
Reaktionsschritt  Zyklenanzahl Temperatur [°C] Zeit  
Denaturierung 1 96 1,5 min 
Denaturierung 25 96 10 s 
Annealing 25 54 5 s 
Elongation 25 60 4 min 
 
Die elektrophoretische Auftrennung und Fluoreszenzdetektion wurde durch Mitarbeiter des 
Robert Koch-Institutes durchgeführt. Die Analyse der Daten erfolgte mit Hilfe der Lasergene 
SeqMan Software (s. Tab. 2.1). 
 
2.2.4 Proteinanalytik 
2.2.4.1 Proteinfällung mittels Trichloressigsäure (TCA) 
Proteinproben, welche eine zu geringe Proteinkonzentration für eine SDS-PAGE aufwiesen oder 
deren Volumenverhältnis angeglichen werden musste, wurden mit einer TCA-Fällung 
aufkonzentriert. Dazu wurde der Proteinlösung eine 100%ige (w/v) TCA-Lösung bis zu einer 
Endkonzentration von 13% (v/v) zugesetzt, der Ansatz für 1 h auf Eis inkubiert und anschließend 
zentrifugiert (16.000 x g, 10 min, 4 °C). Der Überstand wurde verworfen und das Pellet mit  1 ml 
eiskaltem Aceton gewaschen. Nach dem Trocknen des Pellets wurde dieses in 20 mM Tris-HCl 
pH 8,0 oder in eine 8 M Harnstofflösung aufgenommen. 




2.2.4.2 Bestimmung der Proteinkonzentration 
Die Bestimmung der Proteinkonzentration erfolgte nach der Methode von Bradford (1976) 
(Bradford, 1976) mittels Roti Nanoquant (Roth) nach den Angaben des Herstellers. Als Standard 
zur Erstellung der Eichgeraden diente Rinderserumalbumin (BSA). Die Auswertung der 
Proteinbestimmung wurde mit einem Tecan Sunrise (Tecan) und der Software Magellan V5.03 
durchgeführt.  
Die Bestimmung der Proteinkonzentration eines gereinigten Proteins konnte mittels der direkten 
UV-Absorptionsmethode bestimmt werden. Aromatische Verbindungen haben bei 280 nm ein 
Absorptionsmaximum. Da PlaB aromatische Aminosäuren enthält, wurde dieses Protein bei 
280 nm quantitativ mit Hilfe des NanoDrop photometrisch bestimmt. Die Proteinkonzentration 
für PlaB wurde dann mit Hilfe der bekannten Absorption für 1 g/l berechnet, welche das 
Programm ProtParam (http://web.expasy.org/cgi-bin/protparam) aus der Proteinsequenz 
berechnete. 
2.2.4.3 Eindimensionale (1D)- SDS-Polyacrylamid-Gelelektrophorese (SDS-PAGE) 
Die Auftrennung der Proteine erfolgte mittels 7,5%-iger, 10%-iger bzw. 12,5%-iger 
Polyacrylamidgele, wobei in der porösen Polyacrylamidmatrix negativ geladene Protein-SDS-
Komplexe im elektrischen Feld nach ihrem MG aufgetrennt werden. Zur Probenvorbereitung 
wurden die Proteinansätze mit 1x SDS-PAGE Probenpuffer (s. Tab. 2.5) versetzt und für 5 min 
bei 95 °C denaturiert. Die Elektrophorese erfolgte wie bei Laemmli (1970) beschrieben (Laemmli, 
1970). Dazu wurden die Proben zunächst im Sammelgel (s. Tab. 2.5) konzentriert und im 
Trenngel (s. Tab. 2.5) bei konstanten 150 V elektrophoretisch aufgetrennt. Als Proteinstandard 
diente der Marker PageRuler™ Prestained Protein Ladder bzw. PageRuler™ Unstained Protein 
Ladder. Als Laufpuffer wurde 1x SDS-Laufpuffer (s. Tab. 2.5) verwendet. Zur Detektion der 
Proteine im Gel diente die Coomassie-Färbung (s. 2.2.4.4) als Färbemethode. 
2.2.4.4 Coomassie-Färbung von Polyacrylamidgelen 
Die Coomassie-Färbung von Proteingelen erlaubt die Visualisierung kleiner Proteinmengen (20-
50 ng/0,5 cm Bande). Daher wurde im Anschluss an die Elektrophorese das Gel über Nacht in 
kolloidaler Coomassie-Färbelösung nach Vorschrift des Herstellers (Roti®-Blue, Roth) auf einem 
Schwenker inkubiert. Zur Entfärbung des Hintergrundes wurde das Gel für 5-10 h in ddH2O 
gespült und anschließend zur Dokumentation gescannt. 
2.2.4.5 Western Blot, Immundetektion und Nachweis mittels Ponceau 
Die mittels SDS-PAGE aufgetrennten Proteinproben wurden in einer Transferapparatur 
(Pharmacia) mit Hilfe der „Semi-dry“-Methode auf eine 0,45 μm Polyvinylidenfluorid (PVDF)-




Transfermembran (Millipore) übertragen. Die verwendete PVDF-Membran wurde zunächst für 
ca. 1 min unter Schwenken mit 100%igem Methanol aktiviert und anschließend in Wasser 
äquilibriert. Der Transfer erfolgte unter Verwendung eines Transferpuffers (s. Tab. 2.5) bei 
0,8 mA/cm² für 1 h. Danach wurde die Membran in TBST-Puffer (s. Tab. 2.5) gespült. Um 
unspezifische Bindungen von Antikörpern zu reduzieren, war es notwendig, die Membran für 1 h 
bei Raumtemperatur oder über Nacht bei 4 °C in TBST mit 5% (w/v) Magermilchpulver (Fluka) 
zu blockieren. Die Inkubation mit dem primären Antikörper erfolgte in der Blockierlösung 
(TBST; 5% (w/v) Magermilchpulver) für 1,5 h bei Raumtemperatur oder über Nacht bei 4 °C. 
Dabei wurden die in Tabelle 2.10 aufgeführten Antikörper in den angegebenen Verdünnungen 
verwendet. Nach dreimaligem Waschen der Membran mit TBST für 8 min folgte die Inkubation 
mit dem entsprechenden sekundären Antikörper für 1 h bei Raumtemperatur sowie ein erneutes 
dreimaliges Waschen mit TBST. Es wurden die in Tabelle 2.10 genannten sekundären Antikörper 
in den angegebenen Verdünnungen verwendet. 
Die weitere Behandlung der Membran ist abhängig vom verwendeten zweiten Antikörper. In 
dieser Arbeit erfolgte die Detektion der Antikörper mit Meerrettich-Peroxidase-Konjugat (HRP) 
mittels Entwicklerlösung von Pierce (SuperSignal West Dura Extended Duration Substrate), 
wobei die Membran nach Vorschrift des Herstellers behandelt wurde. Die bei dieser Methode 
auftretende Chemilumineszenz wurde mit einer hochauflösenden CCD-Kamera im 
Chemilumineszenz-Imager (Vilber Lourmat) detektiert und mit dem Programm Chemi-Capt 
aufgezeichnet. Für die Quantifizierung der Western Blot Banden wurde das Programm ImageJ 
verwendet (http://rsb.info.nih.gov/ij). 
An den Blotvorgang schloss sich gegebenenfalls der Nachweis von Proteinbanden mittels einer 
Ponceau S-Färbung an. Hierzu wurde die Membran ca. 2 min bei Raumtemperatur in 1x Ponceau 
S-Lösung geschwenkt. Sobald Proteinbanden sichtbar wurden, wurde die Lösung verworfen und 
die Membran bis zur Dokumentation in ddH2O gelagert. 
2.2.4.6 Identifizierung von Proteinbanden mittels Massenspektrometrie  
Um Proteine, wie PlaB, näher zu analysieren oder zu identifizieren, wurden 
massenspektrometrische Analysen von Dr. Manfred Nimtz und Undine Felgenträger (Zelluläre 
Proteomforschung, HZI, Braunschweig) durchgeführt. Die MALDI-TOF (Matrix Assisted Laser 
Desorption Ionisation – Time Of Flight) Spektren wurden zur Identifizierung von Proteinbanden 
aufgenommen. Dieser massenspektrometrischen Analyse ging ein Verdau der Proteinbanden mit 
Trypsin, eine Serinprotease, die Peptidbindungen nach den basischen Aminosäuren Arginin und 
Lysin hydrolytisch spaltet, voran. Die resultierenden Peptidfragmente wurden im 
Massenspektrometer Bruker Ultraflex time-of-flight (Bruker Daltonics, Bremen) entsprechend 
ihres Masse-zu-Ladungsverhältnisses aufgetrennt. Daraufhin erfolgte die Identifikation der 




Proteine über das Programm MASCOT Search (Cottrell & London, 1999). Dieses Programm 
vergleicht die im Massenspektrometer analysierten Peptid-Spektren mit Spektren theoretischer 
Spaltungen von in einer Datenbank hinterlegten Proteinen. Aus einer statistischen Auswertung der 
Übereinstimmungen resultiert eine Auswahl an Proteinidentitäten, für die jeweils ein Protein 
Score angegeben wird. Je höher dieser Wert ist, desto höher ist die Wahrscheinlichkeit für eine 
eindeutige Identifikation des Proteins (Cottrell & London, 1999). Zur Bestimmung des MG von 
PlaB wurden MALDI-TOF Analysen des in L. pneumophila plaB1 exprimierten, gereinigten und 
in 100 mM Ammoniumacetat-Puffers pH 7,6 gelösten PlaB-Strep Proteins und ohne tryptischen 
Verdau durchgeführt.  
2.2.4.7 N-Terminale Sequenzierung 
Die N-terminale Sequenzierung, welche Beate Jaschok-Kentner (Molekulare Strukturbiologie, 
HZI, Braunschweig) durchführte, beruht auf dem Prinzip des Edman-Abbaus (Edman & Begg, 
1967). Nach Koppelung des Edman-Reagenz Phenylisothiocyanat (PITC) an die N-terminale 
Aminogruppe des zu sequenzierenden Proteins wird diese durch Zugabe von Säure abgespalten. 
Durch Chromatographie können nun die abgespaltenen Aminosäuren im Vergleich mit 
Referenzproben identifiziert und quantifiziert werden. Zur Identifizierung der ersten 20 
Aminosäuren erfolgte die N-terminale Sequenzierung von PlaB. Dazu wurden 200 pmol aus L. 
pneumophila plaB1 gereinigtes PlaB-Strep (s. 2.2.5.2 b) auf eine PVDF-Membran geblottet und 
mit Ponceau S-Lösung gefärbt (s. 2.2.4.5). Der Hintergrund wurde mit ddH2O entfärbt. Die 
sichtbare PlaB-Strep Bande wurde ausgeschnitten und mit dem ABI 494A Procise HT (Applied 
Biosystems) am HZI analysiert. 
2.2.4.8 Circulardichroismus (CD)-Spektroskopie 
Der Circulardichroismus ist eine Methode zur Bestimmung des Anteils sekundärer Strukturen 
eines Proteins. Proteine werden dazu im UV-Bereich gemessen und zeigen bestimmte 
Absorptionscharakteristika in Abhängigkeit ihrer Sekundärstrukturelemente. Im Rahmen dieser 
Arbeit wurde das gemessene Protein in CD-Puffer (10 mM NaH2PO4, pH 8,0, 10 mM NaCl, 5 
mM DTT, 1 mM MgCl2) auf 0,2 mg/ml verdünnt und ein Spektrum von 190 bis 220 nm bei 20 °C 
mit dem J-815 CD Spektrometer (Jasco) gefahren. 
 
2.2.5 Expression und Reinigung von Proteinen 
2.2.5.1 Proteinexpression in E. coli BL21 und L. pneumophila plaB1 
Eine E. coli BL21 Expressionskultur mit entsprechendem Plasmid (s. Tab. 2.28 und 2.14) wurde 
zu Beginn der exponentiellen Wachstumsphase (OD600 = 0.6) mit dem entsprechenden Induktor 




induziert (s. Tab. 2.28) und nach etwa 18 h Schüttelinkubation bei 20 °C – 27 °C bzw. nach 3-5 h 
bei 37 °C (s. Tab. 2.28) für 10 min bei 6.000 x g und 4 °C pelletiert. 
Eine plaB-Strep exprimierende L. pneumophila plaB1 Kultur wurde aus der entsprechenden 
Vorkultur auf OD660 = 0.3 verdünnt und bis zur spät-exponentiellen Phase (OD660 = 1.9) bei 37 °C 
inkubiert (s. auch 2.2.1.2). Die Kultur wurde anschließend durch 10-minütiges Zentrifugieren bei 
6.000 x g und 4 °C geerntet. 
 
Tab. 2.28: zur Expression verwendete Induktoren und Expressionsbedingungen 










His-fusioniertes PlaB und 
Varianten 
IPTG 1 mM 37 °C ( 3-5 h) 
pKK1 +  
pG-KJE8 
GST-PlaB +  









37 °C (3-5 h) 
27 °C (3-8 h),  
18 °C (ca. 18 h) 
 
pKK4, 7, 18  MBP-PlaB IPTG 0,1; 0,3 und 1 mM 
27 °C (3-8 h) 
18 °C (ca. 18 h) 
pKK19, 21, 25-
27 
Strep-PlaB und C-terminal 
trunkierte bzw. punktmutierte 
Varianten 
IPTG 2 mM 20 °C (ca. 18 h) 
 
2.2.5.2 Reinigung mittels Affinitätschromatographie 
a) Maltose-Bindeprotein (MBP)-fusioniertes PlaB 
Für den Zellaufschluss wurde das Zellpellet einer MBP-plaB exprimierenden E. coli BL21 Kultur 
in 1/20 des ursprünglichen Kulturvolumens in CB-Puffer (s. Tab. 2.5) aufgenommen. Nach 
Zugabe von 1× Proteaseinhibitormix wurden die Zellen in drei Zyklen mittels des Emulsi-Flex-C3 
Homogenisators (Avestin) bei 10.000 bis 15.000 psi lysiert. Die Abtrennung der Zelltrümmer und 
nicht aufgeschlossenen Zellen erfolgte durch Zentrifugation bei 4 °C und 37.000 x g für 20 min 
(Beckman Avanti J25, Rotor JA25.50). Der klare Überstand, der den löslichen Anteil des 
exprimierten Proteins aufwies, wurde für die affinitätschromatographische Reinigung 
weiterverwendet. Die Reinigung der Proteine erfolgte am fast protein liquid chromatography 
(FPLC)-System Äkta Prime. Dafür wurden die im Überstand enthaltenen mit MBP-Tag (43 kDa) 
markierten Proteine auf eine nach Herstellerangaben äquilibrierte MBPTrap HP Säule (1 ml, GE 
Healthcare) mit einer konstanten Flussrate von 1 ml/min geladen und mit dem entsprechenden 
Elutionspuffer (s. Tab. 2.5) eluiert. Bezüglich des Proteingehaltes relevante Fraktionen wurden 
anschließend mittels SDS-PAGE auf ihren Reinheitsgrad hin untersucht.  
 




Abspalten des MBP-Tags mittels Enterokinase, Faktor Xa bzw. Prescission Protease: 
Die Abspaltung der MBP-Fusion nach der Expression und Reinigung diente der Gewinnung des 
Zielproteins in seiner nativen Form. Enterokinase Protease spaltet spezifisch nach dem Lysin Rest 
in der Asp-Asp-Asp-Asp-Lys Erkennungssequenz. Für den Verdau wurden 0,005-0,5% (w/w) 
dieser Protease im Verhältnis zu MBP-PlaB eingesetzt und bei 23 °C, 16 °C bzw. 8 °C für 2 h, 4 h 
und 24 h inkubiert. Die Faktor Xa Protease spaltet nach dem Arginin Rest in seiner bevorzugten 
Erkennungssequenz Ile-Glu/Asp-Gly-Arg. Für den Verdau wurden 0,5-1 µg Faktor Xa pro 50 µg 
Fusionsprotein nach Anleitung des Herstellers (NEB) eingesetzt. Die Spaltung wurde bei 4 °C 
und 16 °C für 2 h, 4 h, 6 h bzw. 24 h durchgeführt. Die Prescission Protease spaltet spezifisch 
nach dem Glutamin Rest  in der Erkennungssequenz Leu-Glu-Val-Leu-Phe-Gln-Gly-Pro. Für die 
Spaltung wurden 80 µl Protease in Schneidepuffer (50 mM Tris-HCl, 150 mM NaCl, 1 mM 
EDTA, 1 mM DTT, pH 7,5) eingesetzt, um das gebundene MBP-PlaB direkt auf der Säule zu 
verdauen. Der Verdau wurde für 4 h bei 4 °C durchgeführt. Anschließend wurde die Säule mit 
CB-Puffer gewaschen und wie oben beschrieben eluiert. Der Erfolg des Verdaus wurde mittels 
SDS-PAGE untersucht. 
Tab. 2.29: Übersicht der verwendeten Proteasen zur Abspaltung des MBP-Tags 











0,005-0,5% (w/w) 2 h, 4 h, 24 h 23 °C, 16 °C, 8 °C 






2 h, 4 h, 6 h, 
24 h 






80 µl 4h 4 °C 
 
b) Strep-fusioniertes PlaB 
Die Resuspension des Zellpellets einer E. coli BL21 oder L. pneumophila plaB1 Kultur mit Strep-
markierten (~1 kDa, 8 Aminosäuren) Proteinen und dessen Aufschluss erfolgte wie unter 2.2.5.2 
(a) beschrieben mit Ausnahme des Puffers (Waschpuffer, s. Tab. 2.5). Die Reinigung erfolgte bei 
4 °C unter Verwendung der StrepTactin Superflow High Capacity Matrix (IBA) nach 
Herstellervorschrift. Der Proteingehalt der Elutionsfraktionen wurde mittels des NanoDrop 
Photometers bestimmt (s. 2.2.4.2). Der Reinheitsgrad des Proteins wurde mittels SDS-PAGE 
untersucht.  
2.2.5.3 Reinigung mittels Anionenaustauschchromatographie (AEC) 
Mithilfe der Anionenaustauschchromatographie (anion exchange chromatography, AEC) werden 
Proteine entsprechend ihrer Eigenladung aufgetrennt. Die Chromatographiesäulen besitzen positiv 
geladene Gruppen an der Matrix, mit denen sie über elektrostatische Wechselwirkungen negativ 




geladene Proteine binden. Für diese Arbeit wurde eine HiTrapQ HP (1 ml, GE Healthcare) 
verwendet, welche an das FPLC-System Äkta Prime angeschlossen wurde. Die Puffer der 
Anionaustauschchromatographie wurden so gewählt, dass ihr pH-Wert mindestens eine pH-
Einheit über dem pI des zu reinigenden Proteins (PlaB) liegt. Da MBP einen sauren pI von 4,88 
und PlaB einen basischen pI von 8,38 besitzt, müssten beide Proteine an der Matrix binden und 
sich mittels des Ionenstärkegradienten trennen lassen. Für die Äquilibrierung der AEC-Säule 
wurden fünf Säulenvolumen des Startpuffers (20 mM Tris-HCl pH 9,5, 1 mM EDTA) verwendet. 
Anschließend fand die Säulenbeladung mit einer Flussrate von 0,7 ml/min statt. Nach etwa zehn 
Säulenvolumen Waschen mit dem Startpuffer wurde die Basis-UV-Linie erreicht und die Elution 
über 50 Säulenvolumen bei einem linearen Gradienten von 0 bis 1 M NaCl des Elutionspuffers 
(Startpuffer mit 1 M NaCl) vollzogen. Die fraktionierten Eluate wurden im SDS-Gel auf den 
Erfolg der Trennung der gewünschten Proteine überprüft. 
2.2.5.4 Reinigung mittels Größenausschlusschromatographie (SEC) 
Die Größenausschlusschromatographie (size exclusion chromatography, SEC) trennt Proteine 
ihrer Größe nach auf. Durch eine Matrix quervernetzter Polymere wandern große Moleküle 
schneller und bleiben weniger in den Hohlräumen hängen als kleinere, woraus sich eine längere 
Retentionszeit für kleinere Moleküle ergibt. Diese Methode wurde eingesetzt, um 
Proteingemische als zweiten Reinigungsschritt nach der Affinitätschromatographie zu trennen und 
um den Oligomerisierungszustand eines Proteins zu analysieren. Für diese Arbeit wurde eine an 
ein Äkta explorer System gekoppelte analytische Superdex 200 10/300 Säule (GE Healthcare) 
verwendet. Alle Arbeiten wurden bei 6 °C durchgeführt. Die Äquilibrierung der Säule wurde mit 
100 mM Tris-HCl pH 8,0, 100 mM NaCl bzw. 50 mM HEPES pH 7,5, 100 mM NaCl 
durchgeführt. Für die Analyse bzw. weitere Reinigung des entsprechenden Zielproteins wurde 
500 µl 1 mg/ml Protein auf die Säule geladen. Die Proben wurden vor dem Säulenauftrag für 
10 min bei 16.000 x g und 4 °C zentrifugiert. Die Beladung und Elution erfolgte bei konstanter 
Flussrate von 0,5 ml/min nach Herstellervorschrift. Die Eluate wurden fraktioniert und 
anschließend mittels SDS-PAGE und Western Blot analysiert. Zur Kalibrierung der Säule wurden 
Proteinstandards der Firma Sigma verwendet, um das MG der zu untersuchenden Proteine zu 
kalkulieren. 
 
2.2.6 Herstellung und Präadsorption polyklonaler Antikörper 
Für die Generierung polyklonaler Antikörper wurde die rekombinant exprimierte und gereinigte 
enzymatisch inaktive Punktmutante Strep-PlaBD203N eingesetzt (s. 2.2.5). Die Firma BioGenes 
GmbH (Berlin) übernahm die Herstellung des polyklonalen Antiserums gegen PlaB aus 




Kaninchen. Dazu wurden der Firma 1 ml 2 mg/ml Protein zur Verfügung gestellt. Das so 
gewonnene Serum wurde gegen das Lysat der L. pneumophila plaB Mutante bzw. von E. coli 
BL21 1:1 über Nacht und bei 4 °C rotierend präadsorbiert, um unspezifische Bindungen des α-
PlaB Antikörpers zu eliminieren. Das jeweilige Bakterienlysat wurde hierfür wie unter 2.2.10 
beschrieben hergestellt. Nach Zentrifugation des Lysat-Serum-Gemisches bei 16.000 x g und 4 °C 
für 10 min konnte der Überstand für Western Blot Analysen eingesetzt werden. Dementsprechend 
wurden im Rahmen dieser Arbeit Zelllysate/Proteine aus Legionella mit dem L. pneumophila 
plaB-Mutante präadsorbierten α-PlaB Antiserum und Zelllysate/Proteine aus E. coli mit dem 
BL21 präadsorbierten Antiserum untersucht. 
 
2.2.7 Analytische Ultrazentrifugation (AUZ) 
Die analytische Ultrazentrifugation (AUZ) ist eine Methode, bei der mittels einer hochtourig 
drehenden Zentrifuge die Sedimentation von Proteinen verfolgt wird. In dieser Arbeit wurde die 
AUZ zur Charakterisierung des oligomeren Zustandes von PlaB in Lösung eingesetzt und in 
Kooperation mit PD Dr. Ute Curth (MHH, Hannover) durchgeführt. Zur Bestimmung des 
oligomeren Zustandes wurde die Methode der Sedimentations-Geschwindigkeitszentrifugation 
(Sedimentation velocity, SV) angewandt. Hierbei ist die Bestimmung des 
Sedimentationskoeffizienten (c(s)) zur Charakterisierung hydrodynamischer Eigenschaften eines 
Proteins bzw. Proteinkomplexes von Bedeutung (Lebowitz et al., 2002). Die SV-Experimente 
wurden in einer Beckman Coulter ProteomeLab XL-I analytischen Ultrazentrifuge mit einem An-
Ti Rotor bei 10 °C sowie 40.000 rpm und der dazugehörigen Software ProteomeLab XL-I GUI 
Version 6.0 durchgeführt. Die Datenanalyse erfolgte mit dem Programm SEDFIT, welches die 
diffusionskorrigierten differentiellen c(s)-Verteilungen berechnet (Schuck, 2000). Die 
Sedimentations-Diffusions-Gleichgewichtszentrifugation (Sedimentation equilibrium, SE) wurde 
angewendet, um die Molmasse von PlaB zu bestimmen. SE-Experimente wurden bei 4 °C mit 
einem An-50 Ti Rotor in der Beckman Optima XL-A analytischen Ultrazentrifuge und der 
dazugehörigen Analysesoftware Version 3.0 durchgeführt. Die Proben wurden bei 4.000, 6.000 
und 8.000 rpm solange zentrifugiert bis keine Veränderung im Konzentrationsgradienten mehr 
beobachtet wurde (etwa 12 h). Die Datenanalyse erfolgte mit dem Programm BPCFIT 
(Wyszomirski et al., 2012). Die Konzentrationsprofile wurden bei 280 und 230 nm gemessen. Für 
die SV-Experimente wurden Proteinkonzentrationen von 5,4 bis 24,4 µM des gegen 100 mM 
Tris-HCl pH 8,0, 100 mM NaCl und 1 mM EDTA dialysierten Strep-PlaB eingesetzt. Für die SV-
Experimente mit niedrigeren Proteinkonzentrationen (0,13 bis 1,1 µM) und für die SE-
Experimente wurde Strep-PlaB verwendet, welches zusätzlich mittels SEC gereinigt wurde (s. 




2.2.5.4). Die Proteinkonzentrationen wurden spektrophotometrisch über den 
Absorptionskoeffizienten bei 280 nm mit dem Programm SEDNTERP bestimmt (Laue, 1992). 
Des Weiteren wurden Sedimentations-Geschwindigkeitsläufe mit Dylight 488 markiertem Strep-
PlaB bei 10 °C und 40.000 rpm durchgeführt, um die oligomeren Zustände von PlaB im 
nanomolaren Konzentrationsbereich zu erfassen. Hierfür wurde ein Fluoreszenzdetektionssystem 
(AU-FDS, Aviv Biomedical, NJ, USA) nachträglich in die Beckman Ultrazentrifuge eingebaut. 
Das affinitätschromatographisch gereinigte Strep-PlaB wurde mit dem Markierungsreagenz 
DyLight 488 NHS Ester nach Herstellervorschrift in 50 mM HEPES pH 7,2, 100 mM NaCl 
unspezifisch an Lysinreste bzw. freie Aminogruppen markiert. Um das überschüssige 
Markierungsreagenz zu entfernen, wurde im Anschluss SEC (s. 2.2.5.4) durchgeführt. Für die SV-
Experimente wurden Proteinkonzentrationen im Bereich von 0,57 µM bis 0,3 nM eingesetzt. 
Jeder Verdünnung wurde 1 µM BSA in HEPES-Puffer zugesetzt, um Interaktionen von 
markiertem Strep-PlaB mit der Gefäßwand zu vermeiden. Die Konzentrationsprofile wurden 
mittels AU-FDS bei einer Anregungswellenlänge von 488 nm gemessen. Die Emission wurde 
über einen dichroitischen Langpassfilter detektiert. Die Datenerfassung erfolgte über die AOS 
Software (Aviv Biomedical, NJ, USA). Die Datenanalyse erfolgte wiederum mit dem Programm 
SEDFIT.  
 
2.2.8 Röntgenkleinwinkelstreuung (SAXS)  
Die Röntgenkleinwinkelstreuung (small angle X-ray scattering, SAXS) erlaubt eine strukturelle 
Charakterisierung von Proteinen/Proteinkomplexen in Lösung und gibt Aufschluss über deren 
Form und Gestalt. Da die Auflösungsgrenze bei 10 Å liegt, ist die Bestimmung der atomaren 
Struktur mit dieser Methode jedoch nicht möglich. Die Messungen wurden in Kooperation mit 
dem EMBL (Hamburg) am Speicherring PETRA III des DESY (Deutsches Elektronen 
Synchrotron), Strahlengang BioSAXS P12, unter Betreuung von Prof. Manfred Rössle 
durchgeführt. Es wurden rekombinant exprimiertes und affinitätschromatographisch gereinigtes 
Strep-PlaB sowie die drei C-terminal verkürzten Varianten (Strep-PlaBaa1-459, Strep-PlaBaa1-464, 
Strep-PlaBaa1-469), vermessen (s. 2.2.5.1 und 2.2.5.2). Die SAXS-Parameter, wie z.B. der 
Gyrationsradius (RG) und die Molekularmasse des Proteins, wurden nach standardisierter 
Vorgehensweise abgeleitet (Petoukhov et al., 2012). Die SAXS-Kurven von Strep-PlaB und der 
drei C-terminal verkürzten Varianten wurden mit einer Konzentration von 1 mg/ml 
aufgenommen. Die Qualität der aufgenommenen Daten wurde manuell überprüft und für weitere 
SAXS-Modellierungen verwendet. Für Strep-PlaB wurden 20 Modelle mit geringer Auflösung 
mit dem Programm DAMMIF kalkuliert (Franke & Svergun, 2009). Aus diesen Modellen konnte 




mittels der Programme DAMAVER und SUBCOMB ein ab initio Modell berechnet werden 
(Svergun, 1999).  
 
2.2.9 Quervernetzung von gereinigten Proteinen (Crosslinking) 
Die Quervernetzungsversuche mit Paraformaldehyd (PFA) wurden mit gereinigtem Strep-PlaB 
aus E. coli BL21 (s. 2.2.5) und gereinigtem PlaB-Strep aus L. pneumophila plaB1 (s. 2.2.5) 
durchgeführt (Klockenbusch & Kast, 2010, Van Itallie et al., 2011, Kiernan, 2000). Für die 
Quervernetzung wurden jeweils 50 µl 1 mg/ml des gereinigten Proteins eingesetzt. Die Reaktion 
erfolgte in PBS (pH 7,2) durch Zugabe von Paraformaldehydlösung mit einer Endkonzentration 
von 0 bis 3% (w/v) für 0 bis 30 min bei Raumtemperatur. Als Negativkontrolle wurde ein Ansatz 
vor der Zugabe von PFA mit 1% (w/v) SDS versetzt, um die Interaktion zwischen den Proteinen 
zu stören. Nach Ablauf der Reaktionszeit wurde überschüssiges PFA mit 1 M Glycin in PBS 
gebunden, sodass die Quervernetzungsreaktion gestoppt wurde. Nach 15-minütiger 
Inkubationszeit bei Raumtemperatur wurden 15 µl jedes Reaktionsansatzes mittels 7,5% SDS-
PAGE und anschließendem Western Blot mit dem α-PlaB Antikörper (s. 2.2.6) analysiert.  
 
2.2.10 Nachweis von Phospholipaseaktivität 
Zur Untersuchung der Phospholipaseaktivität von PlaB und verschiedener PlaB-Mutanten wurden 
die bei Seipel und Flieger beschriebenen Methoden (Gewinnung von Zelllysaten und 
Kulturüberständen, Verdau von Lipidsubstraten, Quantitative Bestimmung freier Fettsäuren 
(FFA), Lipidextraktion und Dünnschichtchromatographie) angewendet und die in Tabelle 2.7 
aufgeführten Substrate eingesetzt (Seipel & Flieger, 2013). Für die Bestimmung der lipolytischen 
Aktivitäten wurden Legionella-Flüssigkulturen, wie unter 2.2.1.2 beschrieben, bis zur spät-
exponentiellen Phase kultiviert und E. coli BL21 Zellen nach der Expression des gewünschten 
Proteins geerntet (s. 2.2.1.1 und 2.2.5.1). Gleichermaßen wurden gereinigtes Protein bzw. 
Fraktionen der Proteinreinigung behandelt und getestet.  
Die Detektion der hämolytischen Aktivität wurde in Anlehnung an Bender et al. durchgeführt 
(Bender et al., 2009). Dafür wurden E. coli BL21 Kulturen mit 6xHis-PlaB bzw. mit den 
verkürzten Varianten von 6xHis-PlaB mit PBS auf eine OD660 von 0,3 verdünnt. 1 ml dieser 
Zellen wurde bei 5.000 x g für 5 min abzentrifugiert und der Überstand verworfen. Das Pellet 
wurde in einem Zwanzigstel des Kulturvolumens in PBS-Puffer mit 10 mg/ml Lysozym in PBS-
Puffer resuspendiert und für 30 min bei 37 °C inkubiert. Die Zellen wurden im Anschluss mit 
einer „26-gauge“ Kanüle homogenisiert. Das Zelllysat wurde dann auf das ursprüngliche 
Kulturvolumen von 1 ml mit PBS ergänzt. In Anlehnung an Kirby et al. (Kirby et al., 1998) 




wurden 37,5 µl humane Erythrozyten in 10 ml PBS resuspendiert und bei 10.000 x g für 5 min 
sedimentiert. Nach dem Verwerfen des Überstandes wurde der Waschvorgang zweimal 
wiederholt und das Pellet in 10 ml PBS aufgenommen. Im Folgenden wurden 400 µl der 
Blutsuspension mit dem gleichen Volumen an Zelllysat vermischt und für 2 min bei 16.000 x g 
zentrifugiert. Nach einer Inkubation bei 37 °C im Brutschrank für 7,5 h wurde die Suspension für 
5 sek gevortext und erneut abzentrifugiert. Für die Detektion der Freisetzung des Hämoglobins 
wurden je 100 µl in einer Mikrotiterplatte bei einer Wellenlänge von 415 nm vermessen. Als 
Kontrolle wurden 70%iger (v/v) Ethanol und PBS mitgeführt. 
 
2.2.11 Analyse polarer Lipide und Fettsäuren aus L. pneumophila 
L. pneumophila-Flüssigkulturen vom Corby Wildtyp und der plaB-Mutante wurden, wie unter 
2.2.1.2 beschrieben, kultiviert, um die polaren Lipide und die Fettsäurezusammensetzung der zwei 
Stämme in unterschiedlichen Wachstumsphasen zu analysieren. Es wurden je 500 ml aus der 
exponentiellen Phase (OD660 ~0.9 und ~1.5), aus der späten exponentiellen Phase (OD660 1.8-1.9) 
und aus der stationären Phase (nach 48 und 72 h) entnommen, bei 5.000 x g für 10 min pelletiert 
und für weitere Analysen bei -80 °C eingefroren. Die Analysen der polaren Lipide und Fettsäuren 
wurden in Kooperation mit Herrn Dr. B. J.Tindall (Leibniz-Institut DSMZ-Deutsche Sammlung 
von Mikroorganismen und Zellkulturen GmbH, Braunschweig) durchgeführt. 
2.2.11.1 Analyse polarer Lipide  
Zur Extraktion polarer Lipide wurden 100 mg gefrorenes Zellmaterial eingesetzt und in 
Anlehnung an das Protokoll von Bligh & Dryer (Bligh & Dyer, 1959) in einem 
Chloroform:Methanol:0,3% NaCl Wasser-Gemisch (1:2:0,8 (v/v/v)) resuspendiert. Nach 
rührender Inkubation über Nacht wurde das Extraktionsgemisch zentrifugiert, um die Zelltrümmer 
zu entfernen. Zu dem flüssigen Überstand wurde im Folgenden ein Chloroform:Methanol:0,3% 
NaCl Wasser-Gemisch im Verhältnis 1:1:0,9 (v/v/v) hinzugegeben. Nach einem 
Zentrifugationsschritt bei 3.000 rpm für 5 min trennten sich die Phasen. Die polaren Lipide, 
welche sich in der Chloroform-Phase ansammelten, konnten nun von den restlichen Bestandteilen 
separiert und abgenommen werden. Anschließend wurden die polaren Lipide mittels einer 
zweidimensionalen Dünnschichtchromatographie getrennt. In der ersten Dimension wurde in 
einem Chloroform:Methanol:Wasser-Gemisch (65:25:4, v/v/v) und in der zweiten Dimension in 
einem Chloroform:Methanol:Essigsäure:Wasser-Gemisch (80:12:15:4, v/v/v/v) getrennt. Die 
Detektion der Gesamtheit der Lipide und spezifischer Gruppen erfolgte mittels 
Dodecamolybdophosphorsäure (gesamte Lipide), Zinzadse Reagenz (Phosphat), Ninhydrin (freie 




Aminogruppen), Periodate-Schiff Reagenz (α-Glykole), Dragendorff Reagenz (quaternärer 
Stickstoff) und α-Naphthol-Schwefelsäure (Glykolipide) (Tindall et al., 2007). 
2.2.11.2 Analyse zellulärer Fettsäuren 
Zur Isolierung von Fettsäuremethylestern wurden 20 mg gefrorenes Zellmaterial eingesetzt, wobei 
die Methoden der Verseifung, Methylierung und Extraktion in Anlehnung an die Protokolle von 
Miller und Kuykendall et al. (Miller, 1982, Kuykendall et al., 1988) zur Anwendung kamen. Zur 
Trennung des Fettsäuremethylestergemisches wurde das Sherlock Microbial Identification System 
(MIS) (MIDI, Microbial ID, Newark, DE 19711 U.S.A.) verwendet, welches aus einem Agilent 
6890N Gaschromatographen mit einer 5% Phenyl-Methyl-Silikon Kapillare (0.2 mm x 25 m), 
einem  Flammenionisationsdetektor, einem automatischen Probenentnahmegerät (7683A) und 
einem HP-Computer mit MIDI Datenbank (Hewlett-Packard Co., Palo Alto, California, U.S.A.) 
besteht. Die Peaks wurden automatisch integriert und der Name der Fettsäure und deren 
prozentualer Anteil bestimmt (MIS Standard Software, Microbial ID). Die Parameter des 
Gaschromatographen wurden wie folgt gewählt: ultrareiner Wasserstoff als Trägergas, 60 kPa 
Säulenmaximaldruck, 2 µl Injektionsvolumen, 100:1 Säulentrennverhältnis, Flussrate 5 ml/min; 
170 bis 270 °C Säulentemperatur bei 5 °C/min, 240 °C Injektionstemperatur und 300 °C 
Detektortemperatur. 
 
2.2.12 Proteinase K-Verdau  
Legionella-Flüssigkulturen wurden, wie unter 2.2.1.2 beschrieben, bis zur späten exponentiellen 
Phase kultiviert und 2 ml der frisch gewachsenen Bakterienzellen bei 5.000 x g für 5 min 
pelletiert. Das Zellpellet wurde einmal mit Tris-Puffer (30 mM Tris pH 8,0, 100 mM NaCl)  
gewaschen und in 500 µl Tris-Puffer resuspendiert. Der Proteinase K-Verdau wurde in Anlehnung 
an Schunder et al. sowie Matthews & Roy (Schunder et al., 2010, Matthews & Roy, 2000) 
durchgeführt. Dazu wurden 100 µl der gewaschenen Zellen abgenommen (0-Wert), bevor 
Proteinase K mit einer Endkonzentration von 50 µg/ml in Tris-Puffer (plaB-Mutanten mit in trans 
exprimiertem plaB bzw. plaB-Varianten) bzw. 30 µg/ml in Tris-Puffer (Wildtyp- oder 
Mutantenstämme ohne in trans exprimiertem plaB) zugesetzt wurde. Der Reaktionsansatz wurde 
bei 37 °C für 60 min inkubiert. Um den Verdau zu stoppen, wurde jedem Ansatz 8 mM 
Phenylmethanesulfonylfluorid (PMSF) in 70%igem Isopropanol zugegeben. Nachfolgend wurden 
20 µl jedes Reaktionsansatzes auf den Verbleib von PlaB mittels 12,5% SDS-PAGE und 
anschließendem α-PlaB Western Blot untersucht. Als Kontrolle wurden ebenfalls MOMP, ein 
Protein der äußeren Membran, DnaK, ein zytosolisches Protein, und LepB, ein Protein der inneren 




Membran, detektiert (Vranckx et al., 2007, Helbig et al., 2007, High et al., 1993, Gosting et al., 
1984, De Buck et al., 2008).    
Zur Kontrolle der Vitalität der Bakterien wurde sowohl vor als auch nach dem Proteinase K-
Verdau eine Lebend/Tod-Färbung mittels des LIVE/DEAD® BacLight Kit (Invitrogen) nach 
Anweisung des Herstellers durchgeführt und mikroskopisch analysiert.  
 
2.2.13 Fraktionierung Gram-negativer Bakterienzellen 
Die zelluläre Fraktionierung membranassoziierter Proteine mittels Triton X-100 wurde in 
Anlehnung an Roy & Isberg (Roy & Isberg, 1997) durchgeführt. Dazu wurden 100 ml Legionella-
Flüssigkulturen, wie unter 2.2.1.2 beschrieben, bis zur späten exponentiellen Phase kultiviert und 
für 10 min bei 6000 x g und 4 °C abzentrifugiert. Die nachfolgenden Schritte wurden bei 4 °C 
durchgeführt. Zunächst wurden die Bakterien in 13 ml 50 mM HEPES pH 7,6 resuspendiert und 
mittels des Emulsi-Flex-C3 Homogenisators (Avestin) in drei Zyklen lysiert. Nicht lysierte Zellen 
wurden mittels Zentrifugation bei 10.000 x g für 10 min entfernt. Der Überstand (Fraktion L = 
Lysat), welcher die löslichen und membranassoziierten Proteine enthielt, wurde im Folgenden bei 
120.000 x g für 60 min ultrazentrifugiert. Der Überstand von diesem Zentrifugationsschritt 
enthielt die löslichen Proteine des Zytosols und des Periplasmas (Fraktion ÜS). Das Pellet 
(Fraktion P) wurde in 1 ml mit 2% (v/v) Triton X-100 versetzten 11 mM HEPES pH 7,6 
resuspendiert und 1 min im Ultraschallbad behandelt. Anschließend erfolgte ein zweiter 
Ultrazentrifugationsschritt bei 120.000 x g für 60 min, welcher Proteine der inneren Membran von 
Proteinen der äußeren Membran trennte. Die Triton-löslichen Proteine wurden abgenommen 
(Proteine der inneren Membran = IM) und das verbleibende Pellet wurde in 1 ml 50 mM HEPES 
pH 7,6 (Proteine der äußeren Membran = AM) resuspendiert. Die Fraktionen L und ÜS wurden 
im Anschluss mittels TCA-Fällung 1:6 aufkonzentriert (s. 2.2.4.1). Für die Detektion von PlaB 
wurde das gleiche Volumen aller Fraktionen (20 µl IM, AM, L und ÜS) mit Lämmli-Puffer 
gekocht und mittels 12,5% SDS-PAGE aufgetrennt. Der anschließende Western Blot wurde mit 
dem präadsorbierten Antiserum gegen PlaB (s. 2.2.6) durchgeführt. Als Kontrolle wurden wieder, 
wie unter 2.2.12 beschrieben, MOMP, DnaK und LepB detektiert.  
 
2.2.14 Biotinylierung zelloberflächenassoziierter Proteine 
Die Biotinylierung membranassoziierter Proteine wurde in Anlehnung an das Protokoll von 
Hempel et al. (Hempel et al., 2010) durchgeführt. Dazu wurden, wie unter 2.2.1.2 beschrieben, 
50 ml Legionella-Flüssigkulturen bis zur späten exponentiellen Phase kultiviert. Die 
nachfolgenden Schritte wurden bei 4 °C durchgeführt. Die frisch gewachsenen Bakterienzellen 




wurden bei 5.000 x g für 4 min pelletiert und in 5 ml eiskaltem mit 1 mM PMSF versetzten PBS-
Puffer resuspendiert. Sulfo-NHS-SS-biotin (Pierce) wurde zu einer Endkonzentration von 
1,6 mg/ml dazugegeben und die Ansätze für 2 h rotierend inkubiert. Die Reaktion wurde mit 
100 mM Tris-Puffer pH 8,0 gestoppt. Das überschüssige Biotin wurde durch dreimaliges 
Waschen der Zellen mit PBS-Puffer entfernt. Nach dem letzten Zentrifugieren bei 6.000 x g für 
5 min wurde das Pellet in 4 ml PBS resuspendiert und mittels Ultraschall lysiert. Zelltrümmer 
wurden durch Zentrifugation bei 10.000 x g für 20 min entfernt. Um die biotinylierten Proteine 
aus dem Lysat zu isolieren, wurde 400 µl Neutravidin-Agarose (Pierce) zu den 4 ml gegeben. 
Nach zweistündiger, rotierender Inkubation wurde die Suspension für 1 min bei 500 x g 
zentrifugiert, um die Agarose zu sedimentieren. Der Überstand mit den nicht gebundenen 
Proteinen wurde entfernt. Das Pellet wurde viermal mit 1% (v/v) NP-40 versetztem PBS 
gewaschen. Nach dem letzten Waschschritt wurde das Pellet in 400 µl Lämmli-Puffer 
resuspendiert und für 5 min gekocht. 20 µl der zu analysierenden Fraktionen (Lysat nach der 
Biotinylierung = L, Agarose/gebundene Fraktion = A) wurde mittels 12,5% SDS-PAGE separiert 
und anschließendem Western Blot gegen PlaB analysiert. Als Kontrolle wurden wieder, wie unter 







Der zellassoziierten Phospholipase A (PLA) PlaB aus Legionella pneumophila wird die bisher 
stärkste PLA-Aktivität des Bakteriums zugeschrieben. Zudem weist dieses Enzym 
Lysophospholipase A (LPLA) und hämolytische Eigenschaften auf (Flieger et al., 2004). Für die 
effiziente Hydrolyse von Phospholipiden mit vorzugsweise langen Fettsäureketten und negativer 
Nettoladung nutzt PlaB die für Lipasen typische katalytische Triade aus Ser-Asp-His im N-
terminalen Bereich des Proteins. Bislang sind nur uncharakterisierte Homologe von Pseudomonas 
aeruginosa und weiteren wasserassoziierten Bakterien bekannt (Bender et al., 2009). Da unter 
anderem die Funktion des C-terminalen Bereiches bisher noch unbekannt ist, sollte im Rahmen 
dieser Arbeit das Verständnis und Wissen um das erste beschriebene Mitglied der PlaB-
Lipasefamilie erweitert werden.  
3.1 Biochemische Analyse der Phospholipase A PlaB 
3.1.1 In silico Analyse von PlaB 
Das aus 474 Aminosäuren bestehende Enzym ist 53,7 kDa groß und weist einen theoretischen 
isoelektrischen Punkt im basischen Bereich (pI = 8.38) auf (Protparam). Abgesehen von dem 
katalytischen Zentrum im N-terminalen Bereich des Proteins, welches die Aminosäuren Ser85, 
Asp203 und His251 umfasst (Bender et al., 2009), besitzt PlaB keine weiteren bekannten 
konservierten Domänen bzw. Sequenzbereiche (s. Abb. 3.1). Dies schließt den C-terminalen 
Bereich, welcher sich über etwa 170 Aminosäuren erstreckt und keine signifikanten Homologien 
zu bekannten und charakterisierten Proteinen aufweist, mit ein. Gleichermaßen konnten mit dem 
Proteinstruktur-Vorhersageprogramm Phyre2 nur Strukturhomologe gefunden werden, deren 
Aminosäuresequenzen nicht den C-terminalen Bereich abdeckten.  
Des Weiteren gibt es keine direkten Hinweise auf Transmembranhelices zur 
Membranverankerung (HMMTOP, TMHMM, PSORT, TMPred) oder auf ein putatives 
Signalpeptid zum Transport über die innere Membran des Proteins (SignalP, Phobius, TatP 1.0, 
PrediSi). Vorangegangene Studien zur Lokalisation deuten allerdings darauf hin, dass aktives 
PlaB mit der äußeren Membran des Bakteriums assoziiert ist (Schunder et al., 2010). Diese 
Annahme stimmt mit der Vorhersage des Programmes PSLpred überein, welches basierend auf 
der Aminosäurezusammensetzung und den physikochemischen Eigenschaften für PlaB eine 
Lokalisation der äußeren Membran vorhersagt. Es gibt jedoch noch keine Hinweise darauf, in 
welcher Art und Weise die Assoziation an der äußeren Membran erfolgt. Das 
Vorhersageprogramm PrePS schließt eine Prenylierung aufgrund fehlender Sequenzmotive (C-
terminales CaaX Motiv, C-terminales Cystein) für Farnesylierung bzw. Geranylgeranylierung aus. 





wird. Dieses Programm diskriminiert zwischen Lipoprotein-Signalpeptiden, anderen 
Signalpeptiden und N-terminalen Membranhelices in Gram-negativen Bakterien und kann somit 
Lipoproteine basierend auf der Aminosäuresequenz vorhersagen. Des Weiteren sprechen 
Analysen zur Hydrophobizität gegen eine integrale Verankerung. Allerdings wird dem Bereich 
zwischen Aminosäure 282 und 310 eine coiled-coil Region zugewiesen (COILS, Predictors), was 
zu einer Dimerisierung des Proteins beitragen kann (s. Abb. 3.1). Ob PlaB zur Oligomerisierung 
neigt, wie es bezüglich der Escherichia coli outer membrane phospholipase A OMPLA gezeigt 
wurde (Snijder & Dijkstra, 2000), ist bisher noch nicht bekannt. Jedoch deuten Analysen mittels 
des Vorhersageprogramms für Quartärstrukturen mericity auf eine Dimerisierung von PlaB hin. 
Dieses Programm kann zwischen der primären Aminosäuresequenz von Homodimeren und nicht-
Homodimeren diskriminieren (Garian, 2001).  
 
 
Abb. 3.1: Schematische Darstellung von PlaB mit bekannten Regionen und Bereichen. Übersicht über die 
N-terminale (Aminosäure 1 bis ~300) und C-terminale (Aminosäure ~300 bis 474) Region und die letzten 15 
Aminosäuren (dunkelgrau) von PlaB. Im N-terminalen Bereich liegt das aktive Zentrum mit der bekannten 
katalytischen Triade Ser85-Asp203-His251. Zwischen Aminosäure 282 und 310 ist eine putative coiled-coil Region 
(gestreifte Fläche) vorhergesagt (COILS, Predictors). Die Zahlen geben die Positionen der Aminosäuren an. 
 
3.1.2 Untersuchungen zur enzymatischen Aktivität verschiedener PlaB-Mutanten 
Zur Bestimmung der enzymatischen Aktivität von PlaB wird die Menge an freigesetzten 
Fettsäuren (FFA) aus den bevorzugten Substraten bestimmt. Aus vorangegangenen Studien ist 
bekannt, dass sowohl Phospholipide, wie Phosphatidylglyzerol (PG) und -cholin (PC), als auch 
Lysophospholipide, wie Lysophosphatidylglyzerol (LPG) und -cholin (LPC), von PlaB 
hydrolysiert werden. Mittels Basenpaarsubstitution (site-directed mutagenesis, ortsspezifische 
Mutagenese) wurden für die PLA-Aktivität und die LPLA-Aktivität relevante Aminosäuren im N-
terminalen Bereich des PlaB-Proteins entdeckt. Neben der katalytischen Triade spielen His7, 
Thr83, Ser129 und His270 eine wichtige Rolle für die Substratspezifität und somit auch für die 
Enzymaktivität (Bender et al., 2009). Der C-terminalen Extension von etwa 170 Aminosäuren 





3.1.2.1 Bedeutung des C-Terminus für die enzymatische Aktivität von PlaB 
In Vorarbeiten wurde bereits gezeigt, dass bei C-terminal verkürzten PlaB-Varianten von 15 bis 
167 Aminosäuren keine enzymatische Aktivität mehr nachweisbar war (Bender et al., 2009). Um 
die Rolle der C-terminalen Region (Aminosäuren 303-474) in Bezug auf die enzymatische 
Aktivität zu analysieren, wurde in dieser Arbeit zunächst der N-terminale Bereich (Aminosäuren 
1-302) und der C-terminale Bereich (Aminosäuren 303-474) des PlaB-Proteins getrennt mit 
jeweils einer N-terminalen 6xHis-Fusion in E. coli BL21 rekombinant exprimiert. Im Anschluss 
wurden die Zelllysate auf phospholipolytische Aktivität getestet. Die Expression der 
Fusionsproteine wurde mittels SDS-PAGE überprüft. Sowohl der N-terminale als auch der C-
terminale Bereich von PlaB zeigten keinerlei Aktivität (Abb. 3.2). Daher wurde der Aktivitätstest 
mit den zusammen inkubierten Zelllysaten wiederholt. Wie aus Abbildung 3.2 ersichtlich wird, 
sind sowohl die PLA- als auch die LPLA-Aktivitäten der gemeinsam inkubierten Proteinregionen 
von PlaB mit dem E. coli BL21 Lysat und den nicht induzierten, plasmidtragenden E. coli BL21 
Lysaten vergleichbar. Somit konnte durch das Zusammenführen der N-terminalen Region, welche 
das katalytische Zentrum enthält, mit der C-terminalen Region die Aktivität nicht 
wiederhergestellt werden.  
 
Abb. 3.2: Lipidhydrolyse des getrennt exprimierten N- und C-terminalen Bereiches von PlaB. E. coli BL21 
Zelllysate mit dem exprimierten 6xHis-fusionierten N- (nt) bzw. C-terminalen (ct) Bereich von PlaB (pKK3, 
pKK2) wurden zusammen inkubiert und auf enzymatische Aktivität überprüft. Als Kontrollen wurden die nicht 
IPTG-induzierten (ni) plasmidtragenden E. coli BL21 Lysate, induziertes (i) bzw. nicht induziertes (ni) E. coli 
BL21 Lysat und E. coli DH5α Zelllysat mit konstitutiv exprimiertem plaB mitgeführt. A) Die E. coli BL21 
Zelllysate wurden unverdünnt und das DH5α Zelllysat 1:500 verdünnt mit verschiedenen Phospholipiden (s. 
Tab. 2.7) bei 37 °C für 4 h inkubiert und die Freisetzung der freien Fettsäuren (FFA) bestimmt. B) Die 
Expression des N- und C-terminalen Bereiches von PlaB wurde mittels α-His Western Blot überprüft. Die Daten 
sind repräsentativ für Dreifachwerte von drei unabhängigen Experimenten. 
 
 
Schon das Fehlen der letzten 15 Aminosäuren eliminiert die Aktivität von PlaB (Bender et al., 
2009). Um für die enzymatische Aktivität wichtige Aminosäuren innerhalb der letzten 15 
Aminosäuren einzugrenzen, wurden im Folgenden zwei weitere C-terminal verkürzte Varianten 





verkürzte Variante (PlaBaa1-459), als auch die neuen um 5 (PlaBaa1-469) bzw. 10 Aminosäuren 
(PlaBaa1-464) verkürzten Konstrukte wurden mit einer N-terminalen 6xHis-Fusion in E. coli BL21 
zur Expression gebracht. Die anschließende Bestimmung der phospholipolytischen Aktivität der 
Zelllysate zeigte, dass schon das Fehlen von 5 Aminosäuren (His-PlaBaa1-469) die PC-abhängige 
PLA-Aktivität um 90% und die PG-abhängige PLA-Aktivität um 25% im Vergleich zum 
Wildtypprotein reduzierte (Abb. 3.3 A). Das Entfernen 5 weiterer Aminosäuren (His-PlaBaa1-464) 
verursachte einen Verlust der PC-abhängigen PLA-Aktivität aber auch der LPC-abhängigen 
LPLA-Aktivität und eine Reduktion der PG-Aktivität um weitere 55%. Die LPG-abhängige 
LPLA-Aktivität wurde um 85% reduziert im Vergleich zu His-PlaB. Wie schon zu erwarten war, 
zeigte die verkürzte Variante um 15 Aminosäuren (His-PlaBaa1-459) keinerlei Aktivitäten mehr 
(Abb. 3.3 A). Neben der phospholipolytischen Aktivität wurde ebenfalls das hämolytische 
Potential der drei verkürzten Varianten getestet. Wie in Abbildung 3.3 B ersichtlich, reduzierte 
sich die hämolytische Aktivität mit zunehmender C-terminaler Trunkierung von PlaB. Das 
Expressionslevel der verkürzten Varianten ist vergleichbar mit dem Volllängenprotein (Abb. 
3.3 C). Um einen Einfluss der N-terminalen His-Fusion auf die enzymatische Aktivität 
ausschließen zu können und eine Isolierung der verkürzten Varianten zu ermöglichen, wurden 
sowohl die drei verkürzten Varianten als auch das Volllängenprotein mit einer N-terminalen 
Strep-Fusion in E. coli BL21 exprimiert sowie gereinigt (s. 3.1.2.3) und auf phospholipolytische 
Aktivitäten hin untersucht. Die gereinigten Strep-Proteine zeigten ein vergleichbares Verhalten 
bezüglich ihrer PLA/LPLA-Aktivitäten (Abb. 3.3 D). Das Fehlen von 5 Aminosäuren (Strep-
PlaBaa1-469) führte hierbei zu einer 60%igen Reduktion der PC-abhängigen PLA-Aktivität, 
während die PG-abhängige PLA-Aktivität erhalten blieb. Bei einer Verkürzung um 10 
Aminosäuren (Strep-PlaBaa1-464) reduzierte sich die PG-abhängige PLA-Aktivität des gereinigten 
Proteins um 26% und die PC-abhängige PLA-Aktivität um 100%. Das Fehlen der letzten 15 
Aminosäuren (Strep-PlaBaa1-459) führte ebenfalls zum Verlust der PLA- und LPLA-Aktivitäten. 
Neben einer geringen PG-abhängigen PLA-Restaktivität von etwa 8%, konnte keine PLA/LPLA-
Aktivität bei der um 15 Aminosäuren verkürzten Variante detektiert werden (Abb. 3.3 D). Um 
Veränderungen in der Sekundärstruktur der Proteine auszuschließen, welche durch fehlende 
Aminosäuren hervorgerufen werden können, wurden CD-spektroskopische Analysen der vier 
gereinigten Strep-Proteine durchgeführt. Ein Vergleich der Sekundärstrukturen der vier Strep-
Proteine zeigte, dass die drei verkürzten PlaB-Varianten keine großen Veränderungen in der 
Sekundärstruktur aufwiesen im Vergleich zu Strep-PlaB (Daten nicht gezeigt).  
Zusammenfassend bestätigten diese Untersuchungen die Wichtigkeit der letzten 15 Aminosäuren 






Abb. 3.3: Die letzten 15 Aminosäuren sind essentiell für die enzymatische Aktivität von PlaB. E. coli BL21 
Zelllysate mit dem exprimierten 6xHis-PlaB (pJB03) und den C-terminal verkürzten Varianten von His-PlaB 
(pKK5, pKK6, pKK8) sowie dem gereinigten Strep-PlaB (pKK19) und die dazugehörigen C-terminal verkürzten 
Varianten (pKK25-27) wurden auf enzymatische Aktivität überprüft. A) Die Zelllysate wurden mit den 
Phospholipiden (s. Tab. 2.17 und Text) bei 37 °C für 2 h inkubiert und die Freisetzung der freien Fettsäuren 
(FFA) bestimmt. Als Kontrolle wurde E. coli BL21 Zelllysat und 1:500 verdünntes DH5α (pJB04) Zelllysat mit 
konstitutiv exprimiertem plaB mitgeführt. B) Für die kontaktabhängige Hämolyse wurden die Zelllysate mit 
humanen Erythrozyten inkubiert. Nach 7,5 h bei 37 °C wurde die Absorption bei 415 nm gemessen. C) Die 
Expression der verwendeten 6xHis-fusionierten Konstrukte wurde mittels α-His Western Blot überprüft. D) Die 
Freisetzung der FFA wurde ebenfalls nach 45-minütiger Inkubation von 0,04 ng/µl gereinigtem Strep-PlaB bzw. 
der C-terminal verkürzten Varianten von Strep-PlaB mit den Phospholipiden überprüft. Die Daten sind 
repräsentativ für Dreifachwerte von drei (A, C, D) bzw. zwei (B) unabhängigen Experimenten. 
 
Zur weiteren Charakterisierung des C-terminalen Bereiches von PlaB wurde eine Alanin-
Mutagenese innerhalb der letzten 15 Aminosäuren durchgeführt. Diese sollte Aufschluss über die 
Wichtigkeit der Aminosäuren mit polaren Seitenketten für die phospholipolytische Aktivität 
geben. Dazu wurden acht Aminosäuren (2x Thr, 4x Lys, 1x Ser, 1x Asp) gegen Ala ausgetauscht. 
Da die Substitution von Prolin zu strukturellen Veränderungen des Proteins führen kann, wurde 
diese Aminosäure nicht in den Alaninscan mit einbezogen. Ebenso wurden Aminosäuren mit 
hydrophoben Seitenketten (2xIle, 2xGly) nicht gegen das hydrophobe Ala ausgetauscht. Die 
Gruppe um R. J. Ward zeigte in diesem Zusammenhang, dass die positiv geladenen Aminosäuren 





Membranpermeabilisierung beeinflussen und somit auch die Enzymaktivität unterstützen (Chioato 
et al., 2007). Des Weiteren ist bekannt, dass die C-terminale Extension der Klasse II sekretierter 
eukaryotischer PLA2, welche viele geladene Aminosäurereste enthält, unter anderem an der 




Abb. 3.4: Lipidhydrolyse der Alanin-Mutagenese-Mutanten von His-PlaB. A) Übersicht über die N-
terminale (Aminosäure 1 bis ~300; weiß) und C-terminale (Aminosäure ~300 bis 474, grau) Region und die 
letzten 15 Aminosäuren (schwarz) von PlaB. Acht polare Aminosäuren innerhalb der letzten 15 Aminosäuren 
sind essentiell für die enzymatische Aktivität. B) E. coli BL21 Zelllysate mit den 6xHis-fusionierten 
Alaninmutanten (pKK9-16), den drei C-terminal verkürzten Varianten (pKK5, pKK6, pKK8) und 6xHis-PlaB 
(pJB03) wurden für 2 h bei 37 °C mit den Phospholipiden aus Tabelle 2.17 inkubiert und die Menge an 
freigesetzten Fettsäuren (FFA) bestimmt. Als Kontrolle wurde E. coli BL21 Zelllysat mitgeführt. C, E) Die 
Expression der verwendeten His-fusionierten Konstrukte wurde mittels α-PlaB Western Blot überprüft (s. 
3.1.3.4). D) E. coli BL21 Zelllysate mit den zwei 6xHis-fusionierten Alaninmutanten (pKK56, pKK57) 
außerhalb der letzten 15 Aminosäuren und 6xHis-PlaB (pJB03) wurden für 2 h bei 37 °C mit den 
Phospholipiden aus Tabelle 2.17 inkubiert und die Menge an FFA bestimmt. Die Daten sind repräsentativ für 





Die Mutanten wurden mit einer N-terminalen 6xHis-Fusion in E. coli BL21 exprimiert und die 
Zelllysate auf phospholipolytische Aktivität getestet. Interessanterweise reduzierte sich die 
enzymatische Aktivität jeder Mutante um wenigstens 50% im Vergleich zum Wildtypprotein 
(Abb. 3.4). Dabei ist das Expressionslevel der mutierten Proteine zu PlaB vergleichbar (Abb. 3.4 
C). Zum Vergleich wurden zusätzlich zwei polare Aminosäuren außerhalb der letzten 15 mutiert 
(Ser456, Asn458) und die Aktivitäten der Zelllysate überprüft. Es zeigte sich im Allgemeinen kein 
negativer Effekt auf die PLA/LPLA-Aktivitäten (Abb. 3.4 D), was die Wichtigkeit der polaren 
Aminosäuren innerhalb der letzten 15 Aminosäuren für die enzymatische Aktivität unterstreicht. 
Lediglich die PC-abhängige PLA-Aktivität bezüglich der His-PlaBN458A-Mutante zeigte eine 
Reduktion um 48% verglichen zum Wildtyp (Abb. 3.4 D). 
3.1.2.2 Identifizierung weiterer relevanter Aminosäuren für die enzymatische Aktivität 
von PlaB  
Die in Abschnitt 3.1.2.1 angewandte ortsspezifische Mutagenese (Alanin-Mutagenese) konnte für 
die Enzymaktivität essentielle Aminosäuren innerhalb der letzten 15 Aminosäuren ausmachen. 
Um noch weitere wichtige Aminosäuren, besonders in der gesamten C-terminalen Region, zu 
identifizieren, wurde im Folgenden die zufällige Mutagenese mittels error-prone PCR 
durchgeführt. Das über die Zufallsmutagenese veränderte pJB04-Plasmid mit integriertem plaB-
Gen wurde in E. coli DH5α Zellen transformiert. Wie bereits aus früheren Studien hervorging, 
besitzt PlaB hämolytisches Potential, das mit der PC-abhängigen PLA-Aktivität korreliert (Bender 
et al., 2009, Flieger et al., 2004). Diese Eigenschaft wurde für das Auffinden katalytisch inaktiver 
Mutanten genutzt. 
Die erhaltenen 907 Transformanten wurden somit auf einen Defekt in der hämolytischen Aktivität 
hin mittels Humanblut-Agarplatten untersucht (Abb 3.5 A.). Da plaB bzw. die mutierten 
Varianten konstitutiv in E. coli exprimiert wurden, ließen sich die nicht aktiven Enzymvarianten 
anhand des fehlenden Hämolysehofes identifizieren. Bei 110 der insgesamt 907 E. coli Klone 
zeigte sich nach zweitägiger Kultivierung bei 37 °C kein Hämolysehof im Vergleich zum Wildtyp 
(E. coli [pJB04]) (s. Abb. 3.5 B). Davon enthielten 76 das plaB-Gen, welches mittels Kolonie-
PCR nachgewiesen wurde. Die plaB-Insertion im pJB04-Plasmid dieser 76 Klone wurde 
daraufhin sequenziert, um die spezifische Mutation im plaB-Gen und somit die veränderte 
Aminosäure in der Proteinsequenz zu identifizieren. Bei der Analyse der Sequenzen wurden 29 
Klone mit nur einer missense Punktmutation gefunden (s. Tab. 3.1). Die übrigen Klone enthielten 
entweder mehr als eine Punktmutation, wodurch die die Aktivität beeinflussende Aminosäure 
nicht eindeutig identifiziert werden konnte, oder eine Basen-Deletion, was zur Veränderung der 










Abb. 3.5: Zufallsmutagenese mittels error-prone PCR zeigte Mutanten mit reduzierter enzymatischer 
Aktivität von PlaB. A) Nach der Transformation von DH5α mit dem mutagenisierten pJB04-Plasmid wurden 
907 Kolonien erhalten. Das Diagramm fasst die Ergebnisse des Screenings auf nicht-hämolytische E. coli DH5α 
Klone mittels Humanblut-Agarplatten zusammen. Eine anschließende Kolonie-PCR identifizierte 110 Klone mit 
dem plaB-Gen. B) Exemplarische Humanblut-Agarplatte mit Klonen ohne und mit Hämolysehof. C) DH5α 
Zelllysate der 29 nicht-hämolytischen Klone wurden für 1 h bei 37 °C mit den Phospholipiden PG und PC 
inkubiert. Die Bestimmung der freigesetzten Fettsäuren (FFA) spiegelte die phospholipolytische Aktivität wider. 
D) Für die 29 nicht-hämolytischen Klone wurde die Expression des PlaB-Proteins mittels α-PlaB Western Blot 
überprüft. Als Kontrollen wurde DH5α ohne und mit pJB04-Plasmid (Wildtyp, WT) mitgeführt. Die Daten sind 
repräsentativ für Dreifachwerte von drei unabhängigen Experimenten (C, D). 
 
Neben dem schon bekannten Asp203 aus der katalytischen Triade wurden 23 weitere Aminosäuren 
entdeckt, welche die PLA-Aktivität beeinflussen. Da die PC-abhängige PLA-Aktivität mit dem 
hämolytischen Potential einhergeht (Bender et al., 2009), war es zu erwarten, dass alle 29 Klone 
keine PC-abhängige PLA-Aktivität aufwiesen. Dies konnte experimentell bestätigt werden (Abb. 
3.5 C). Bei 11 der 29 Klone konnte allerdings PG-abhängige PLA-Aktivität detektiert werden. 
Western Blot Analysen mit dem α-PlaB Antikörper (s. 3.1.3.4) bestätigten, dass bei 28 Klonen das 





Klonen nicht durch Ausbleiben der Expression zu erklären wäre (Abb. 3.5 D). Nur bei einem 
Klon (Klon 36) konnte im Western Blot keine Bande in Höhe von 54 kDa detektiert werden. 
Bezüglich des Klons 160 ist nur eine sehr schwache Bande zu erkennen. Um auszuschließen, dass 
die geringe PlaB-Menge dieses Klons zum Aktivitätsverlust führte, wurde von diesem Klon eine 
weitere Aktivitätsuntersuchung verbunden mit einer Western Blot Analyse durchgeführt. Diesmal 
wurde zum Vergleich die Proteinmenge von Klon 160 dem Wildtyp angepasst und es konnte auch 
hier wieder keine Aktivität im Vergleich zum Wildtyp detektiert werden. 
 
Tab. 3.1: Übersicht über Mutanten der Zufallsmutagenese mit einer missense Punktmutation 










123 Val6Asp  + + + 
157,218 Trp9Arg  - + ++ 
36 Val37Ala  - - - 
94 Ser47Cys  ++ + ++ 
135 Asp50Gly  ++ + ++ 
165 Cys81Arg  - + - 
89 Pro107Leu  + + ++ 
77, 143 Met113Val N-Terminus - + ++ 
128, 131 Met113Ile  - + ++ 
156 Gly144Arg  - + ++ 
63 Glu152Lys  + + - 
153, 167 Asn194Asp  ++ + - 
61 Asp203Asn  - + ++ 
4 Asn212Asp  - + ++ 
183 Leu218Ser  - + + 
96 Leu280Gln  - + - 
91 Glu306Lys  ++ + - 
160 Ser326Pro  - + - 
7 Leu332Phe  - + - 
146 Asp334Gly  - + ++ 
116 Asp342Gly C-Terminus ++ + ++ 
145 Asp365Gly  + + + 
117 Asp381Gly  + + + 
103 Ala404Thr  - + - 
19 Met439Val  - + - 
PG-Aktivität: + = < 50%, ++ = >50%, - = 0% im Vergleich zum Wildtyp; Expression: + = ja, - = nein; 






Beim Betrachten der homologen Proteinsequenzen von PlaB in anderen Bakterien (Bender et al., 
2009) wird ersichtlich, dass 13 der 22 neu gefundenen Aminosäuren innerhalb dieser noch 
uncharakterisierten Proteine hoch konserviert sind (s. Anhang).  
Zusammenfassend führte die zufällige Mutagenese des plaB-Gens zu 23 für die PC-PLA und zum 
Teil auch für die PG-PLA Aktivität essentiellen Aminosäuren, die über die gesamte 
Proteinsequenz verteilt sind. Neun Aminosäuren sind innerhalb der C-terminalen Region zu 
finden. 
 
3.1.3 Strategien zur Expression und Reinigung von PlaB 
Bisher war es nicht möglich gewesen, PlaB mittels verschiedener Expressions- und 
Reinigungsstrategien in reiner und löslicher Form zu erhalten. Die bisher getesteten 
Fusionsproteine (z.B. mit GST und 6xHis) und ebenso die Tag-freie Variante in Verbindung mit 
verschiedenen Expressionsbedingungen (Temperatur, Induktorkonzentration, Expressionszeit) 
und Expressionsorganismen (E. coli BL21, Pichia pastoris, L. pneumophila) sowie 
unterschiedlichen Reinigungsverfahren (Affinitätschromatographie, Ionenaustauscher, 
Solubilisierung präzipitierter Proteine) führten nicht zum Erfolg (Bender, 2009*). Jedoch ist es 
von zentraler Bedeutung, PlaB als Protein in Reinform für die bessere Charakterisierung 
biochemischer und struktureller Eigenschaften, aber auch zur Generierung eines funktionellen 
PlaB-spezifischen Antikörpers, zu gewinnen.  
3.1.3.1 Koexpression von GST-fusioniertem PlaB mit Chaperonen 
Die N-terminale Fusion von PlaB mit Glutathion-S-transferase (GST, 28 kDa) aus Schistosoma 
japonicum führte in der Vergangenheit zwar zur Expression ausreichender Mengen des 
Fusionsproteins in E. coli BL21, jedoch zeigte sich, dass GST-PlaB nur in Form von unlöslichen 
Aggregaten (inclusion bodies) vorlag (Bender, 2009*). Daher wurde im Rahmen dieser Arbeit die 
Koexpression von GST-fusioniertem PlaB mit Chaperonen getestet. Chaperone sind Proteine, die 
neu synthetisierte Proteine bei ihrer korrekten Faltung unterstützen und somit die Löslichkeit bzw. 
die Produktion der aktiven Form des überexprimierten Proteins fördern (Thomas et al., 1997, 
Wall & Plückthun, 1995). Zu diesem Zweck wurde plaB in pGEX-6P-1 kloniert und zusammen 
mit dem pG-KJE8-Plasmid (Chaperon-Expressionsplasmid) in E. coli BL21 transformiert. In 
Tabelle 2.28 (s. 2.2.5.1) sind die getesteten Expressionsbedingungen (IPTG Konzentration, 
Expressionszeit und -temperatur) aufgeführt. GST-PlaB wurde entweder mit den Chaperonen 
GroEL-GroES oder mit DnaK-DnaJ-GrpE, aber auch mit allen aufgeführten Chaperonen 
gemeinsam koexprimiert. Die Induktion mit Arabinose, Tetrazyklin bzw. IPTG führte zur 





3.6). Aufgrund des zu kleinen Molekulargewichtes (MG) von 11 kDa der kleinen Untereinheit 
(GroES) des GroEL-GroES Chaperonkomplexes, tritt die entsprechende Bande im Commassie-
Gel nicht auf (Abb. 3.6 A). Um den Anteil an löslichem GST-PlaB zu ermitteln, wurden die 
pelletierten Bakterienzellen mittels BugBuster, einem Fertigreagenz zum Aufschluss von 
Bakterienzellen und zur Extraktion von Proteinen, aufgeschlossen. Die anschließende 
Zentrifugation der Lysate trennte die löslichen (Überstand) von den unlöslichen Proteinen 
(Sediment). Die Analyse der Fraktionen mittels α-GST Western Blot zeigte eine starke GST-PlaB 
Bande allerdings nur im unlöslichen Sediment. Im löslichen Überstand wurde nur eine sehr 
schwache GST-PlaB Bande in Kombination mit GroEL-GroES detektiert (Abb. 3.6 B). Um die 
Ausbeute an löslichem Protein zu steigern, wurde die Koexpression von GST-PlaB mit GroEL-
GroES auch bei niedrigeren Expressionstemperaturen (27 °C und 18 °C) durchgeführt. Zudem 
wurden zwei weitere IPTG Konzentrationen (0,1 und 0,3 mM) zur Induktion der Expression von 
GST-PlaB getestet. Die aufgeführten Expressionsbedingungen (s. auch Tab. 2.28) führten 
ebenfalls nicht zu einer Erhöhung des löslichen Anteils an GST-PlaB (Daten nicht gezeigt). Da 
die Koexpression von GST-PlaB zusammen mit den eingesetzten Chaperonen bei verschiedenen 
Expressionsbedingungen nicht zu einer deutlichen Verbesserung der Löslichkeit des 
rekombinanten Fusionsproteins führte, wurde im Folgenden eine Fusion mit dem Maltose-
Bindeprotein (MBP) getestet. 
 
 
Abb. 3.6: Koexpression von GST-PlaB mit den zwei Chaperonkomplexen DnaK-DnaJ-GrpE und GroEL-
GroES bei 37 °C für 3 h. Für die Testexpression wurden E. coli BL21(pG-KJE8) mit Arabinose zur Expression 
des Chaperonkomplexes DnaK-DnaJ-GrpE und/oder mit Tetrazyklin zur Expression des Chaperonkomplexes 
GroEL-GroES induziert. Für die Koexpression wurde ebenfalls mit 1 mM IPTG zur Expression von GST-PlaB 
(pKK1) induziert. Die reduzierende SDS-PAGE der E. coli BL21 Zelllysate mit anschließender Coomassie-
Färbung (A) diente der Überprüfung der Expression aller induzierten Proteine. Mittels α-GST Western Blot (B) 
wurde die Menge an GST-PlaB in den löslichen und unlöslichen Fraktionen detektiert. Es wurden 10 µl der 
entsprechenden Zelllysate für die Analysen verwendet. Spuren: 1 = nicht induziertes E. coli BL21 Zelllysat, 2 = 
mit Arabinose und IPTG induziertes E. coli BL21 Zelllysat, 3 = mit Tetrazyklin und IPTG induziertes E. coli 
BL21 Zelllysat, 4 = mit Arabinose, Tetrazyklin und IPTG induziertes E. coli BL21 Zelllysat. * markiert GST-






3.1.3.2 Expression und Reinigung von PlaB mit MBP-Fusion 
MBP (43 kDa) wird in der Literatur als ein sehr effektives Protein zur Löslichkeitssteigerung 
beschrieben (Kapust & Waugh, 1999, Nallamsetty & Waugh, 2006). Daher erschien die N-
terminale Fusionierung von MBP mit PlaB als vielversprechend. Zu diesem Zweck wurde plaB in 
das pMal-c2E Plasmid kloniert und in E. coli BL21 zur Expression gebracht. Erste 
Expressionsversuche bei 37 °C ergaben, dass ein kleiner Anteil des Fusionsproteins löslich war 
(Daten nicht gezeigt). Um die Löslichkeit von MBP-PlaB zu steigern, wurden weitere 
Expressionsbedingungen (Temperatur, IPTG Konzentration), wie im Fall von GST-PlaB, getestet 
(s. Tab. 2.28). Die Induktion mit 0,1 mM IPTG und die darauf folgende Expression von MBP-
PlaB (97 kDa) bei 18 °C für etwa 18 h erbrachten eine deutlich verbesserte Löslichkeit. Die 
Reinigung von MBP-PlaB aus einer 20 ml Bakterienkultur mittels Affinitätschromatographie 
führte zu einer Proteinausbeute in der Elutionsfraktion von 1,2 mg (Abb. 3.7). Aus der SDS-
PAGE geht hervor, dass die Elutionsfraktionen nur zu einem geringen Anteil verunreinigt waren. 
Die gesammelte Elutionsfraktion wurde anschließend auf phospholipolytische Aktivität überprüft.  
In Abbildung 3.7 zeigt sich, dass MBP-PlaB sowohl PLA- als auch LPLA-Aktivität aufwies. 
Nach der Reinigung sollte MBP (43 kDa) von PlaB (54 kDa) mittels der Enterokinase Protease 
abgespalten werden. Der Verdau wurde bei den in Tabelle 2.29 aufgeführten Bedingungen 
durchgeführt und mittels SDS-PAGE überprüft. Anhand der SDS-PAGE mit anschließender 
Coomassie-Färbung wird ersichtlich, dass zwischen 85 und 100 kDa eine starke Bande sowohl 
vor als auch nach dem Verdau zu erkennen ist (Abb. 3.7). Zwei sehr schwache Banden werden 
nach 24-stündiger Inkubationszeit bei etwa 54 kDa und 43 kDa sichtbar. Dies deutet darauf hin, 
dass die Inkubation der Elutionsfraktion mit Enterokinase nicht zur gewünschten, vollständigen 
Abspaltung des MBP-Restes von PlaB führte. Aus diesem Grund wurden weitere Konstrukte 
getestet, welche sich in der Proteaseschnittstelle unterschieden (s. Tab. 2.29).  
Die Expressionsbedingungen und die affinitätschromatographische Reinigung wurden für die 
zwei weiteren Konstrukte (pKK7 und pKK18) nicht verändert. Der Verdau von MBP-PlaB mit 
der Protease Faktor Xa wurde ebenfalls unter verschiedenen Bedingungen getestet (s. Tab. 2.29). 
Die SDS-PAGE mit anschließender Coomassie-Färbung zeigt, dass nach dem Verdau mit 
Faktor Xa ebenfalls eine deutliche Bande zwischen 85 und 100 kDa blieb (Abb. 3.8 A). Aber im 
Gegensatz zum Enterokinase-Verdau erscheint in Höhe von 54 kDa eine ausgeprägtere Bande mit 
zunehmender Inkubationszeit. Zugleich wird nach dem Verdau ebenfalls eine Bande bei etwa 





Abb. 3.7: Affinitätschromatographische Reinigung von MBP-PlaB mit anschließendem Enterokinase-
Verdau. Der Überstand nach Zellaufschluss einer 20 ml E. coli BL21 (pKK4) Kultur (Expressionsbedingungen: 
18 h bei 18 °C; Induktion: 0,1 mM IPTG) wurde auf eine 1 ml MBPTrap Säule geladen. MBP-PlaB wurde 
anschließend mittels 20 mM Maltose in Tris-Puffer eluiert. A) Chromatogramm des Reinigungsverlaufes (A280 
nm). B) Die gesammelte Elutionsfraktion wurde 1:100 verdünnt auf phospholipolytische Aktivität gegenüber PG, 
PC, LPG und LPC überprüft. C) Reduzierende SDS-PAGE mit anschließender Coomassie-Färbung zeigt 
ausgewählte Fraktionen der affinitätschromatographischen Reinigung sowie des Enterokinase-Verdaus bei 23 °C 
nach 2, 4 und 24 h. Spuren: M = Proteinmarker, 1 = Durchflussfraktion, 2 = Waschfraktion, 3-4 = 
Elutionsfraktionen, 5 = Elutionsfraktion mit Enterokinase nach 2 h Verdau, 6 = Elutionsfraktion ohne 
Enterokinase nach 2 h Verdau, 7 = Elutionsfraktion mit Enterokinase nach 4 h Verdau,  8 = Elutionsfraktion 
ohne Enterokinase nach 4 h Verdau, 9 = Elutionsfraktion mit Enterokinase nach 24 h Verdau, 10 = 
Elutionsfraktion ohne Enterokinase nach 24 h Verdau. 
 
 
MBP-PlaB (97 kDa), PlaB (54 kDa) und MBP (43 kDa) sollten nun nach dem unvollständigen 
Verdau getrennt werden. Dazu wurde eine Anionenaustauschchromatographie (AEC) 
durchgeführt. Da der verwendete Puffer etwa eine pH-Einheit über dem pI von PlaB (8,3) und 
weit über dem pI von MBP (4,88) und MBP-PlaB (6,13) liegt, müssten alle drei Proteine an der 
Matrix der AEC-Säule binden und erst über die Ionenstärke getrennt werden. Im Chromatogramm 
der AEC wurden drei Peaks detektiert (Abb. 3.8 B). Eine SDS-PAGE mit anschließender 
Coomassie-Färbung gab Aufschluss über die Proteinzusammensetzung der einzelnen Fraktionen. 





43 kDa Bande getrennt wurde. Durch weitere Versuche, z.B. die Absenkung des pH-Wertes des 
Puffers oder die Änderung des Stufengradienten, konnten PlaB, MBP und MBP-PlaB ebenfalls 




Abb. 3.8: Faktor Xa-Verdau von MBP-PlaB mit anschließender Anionenaustauschchromatographie. Der 
Überstand nach Zellaufschluss einer 20 ml E. coli BL21 (pKK7) Kultur (Expressionsbedingungen: 18 h bei 
18 °C; Induktion: 0,1 mM IPTG) wurde auf eine 1 ml MBPTrap Säule geladen. MBP-PlaB wurde anschließend 
mittels 20 mM Maltose in Tris-Puffer eluiert. A) Reduzierende SDS-PAGE mit anschließender Coomassie-
Färbung zeigt Faktor Xa-Verdau bei 4 und 16 °C nach 2, 4, 6 und 24 h. Spuren: M = Proteinmarker, 1 = 2 h 
Verdau bei 4 °C, 2 = 2 h Verdau bei 16 °C, 3 =  4 h Verdau bei 4 °C, 4 = 4 h Verdau bei 16 °C, 5 = 6 h Verdau 
bei 4 °C, 6 = 6 h Verdau bei 16 °C, 7 = 24 h Verdau bei 4 °C, 8 = 24 h Verdau bei 16 °C, 9 = ohne Faktor Xa 
nach 24 h Verdau bei 4 °C, 10 = ohne Faktor Xa nach 24 h Verdau bei 16 °C. B) Chromatogramm der AEC nach 
erfolgtem Faktor Xa-Verdau. C) Reduzierende SDS-PAGE mit anschließender Coomassie-Färbung der 







Ein letzter Versuch zur vollständigen Abspaltung der MBP-Fusion von PlaB wurde mit der 
Prescission Protease durchgeführt. Hierbei zeigte sich, dass die Effizienz des Verdaus 
vergleichbar war mit der von Faktor Xa (Daten nicht gezeigt). Die Fusionierung von MBP an 
PlaB ermöglichte die Reinigung von löslichem und aktivem Protein. Weitere Versuche, MBP von 
PlaB effizient abzuspalten und PlaB separat in größeren Mengen anzureichern waren jedoch mit 
diesem löslichkeitsvermittelnden Tag ebenfalls nicht möglich.  
Die bisherigen Reinigungsansätze zeigten zudem, dass PlaB zur Aggregation neigt, was eine 
Gewinnung in Reinform erschwerte. 
3.1.3.3 Expression und Reinigung von PlaB mit Strep-Fusion 
Der Strep-Tag ist ein kleines, aus acht Aminosäuren (~1 kDa) bestehendes Fusionspeptid. Als 
besonderer Vorteil wird in der Literatur erwähnt, dass er die Proteinfaltung und Sekretion seines 
Fusionspartners nicht beeinträchtigt und vor allem die Proteinfunktion nicht behindert (Schmidt & 
Skerra, 2007). Dieser Tag bietet sich zur Verwendung bei Analysen funktioneller Proteine an, 
zumal er biochemisch inert ist. Zudem wird durch die affinitätschromatographische Reinigung 
sehr reines Protein in guter Ausbeute erhalten, was seine Anwendung in der Proteinkristallisation 
begünstigt (Lichty et al., 2005, Korndörfer et al., 2004). Daher wurde plaB in das pGP172-
Plasmid kloniert und das entsprechende rekombinante Fusionsprotein mittels 2 mM IPTG in 
E. coli BL21 induziert und bei 20 °C für 18 h exprimiert. Die affinitätschromatographische 
Reinigung des PlaB-Proteins mit N-terminaler Strep-Fusion (s. 2.2.5.2) aus einer 1 l 
Bakterienkultur führte zu einer Proteinausbeute von ~5 mg (Abb. 3.9 A). Die SDS-PAGE mit 
anschließender Coomassie-Färbung zeigt, dass die Elutionsfraktionen einen höheren 
Reinheitsgrad aufwiesen im Vergleich zur Reinigung von PlaB mit N-terminaler MBP-Fusion 
(vergleiche Abb. 3.7, 3.8). Neben PlaB ist nur noch eine sehr schwache Bande oberhalb von 70 
kDa und eine kaum sichtbare Bande bei ca. 60 kDa im Coomassie-Gel erkennbar. Eine 
massenspektrometrische Untersuchung dieser zwei Banden ergab, dass es sich um das Chaperon 
DnaK (70 kDa) und ein Chaperonin (GroEL, 60 kDa) handelte. 
Eine anschließende Überprüfung der phospholipolytischen Aktivität ergab, dass das rekombinant 
exprimierte und affinitätschromatographisch gereinigte Strep-PlaB sowohl PLA-Aktivität als auch 
LPLA-Aktivität besaß (Abb. 3.9 und 3.3). Weiterhin war es nun möglich, die Aktivität pro 
Masseneinheit von PlaB, also die spezifische Aktivität, zu berechnen. Dafür wurde der Umsatz an 
FFA durch 0,05 ng Strep-PlaB innerhalb von 60 min ermittelt (Abb. 3.9 C).  
Die N-terminale Fusionierung des Strep-Peptides an PlaB schaffte die Voraussetzung für die 
Reinigung von löslichem und aktivem Protein. Da das Strep-Peptid nur 8 Aminosäuren groß ist 
und, wie anfangs schon erwähnt, inerte Eigenschaften besitzt, war eine Abspaltung des Strep-Tags 





im Folgenden die Erzeugung eines polyklonalen Antiserums gegen PlaB sowie die strukturelle 
Charakterisierung des Enzyms. 
 
 
Abb. 3.9: Affinitätschromatographische Reinigung von Strep-PlaB. Der Überstand nach Zellaufschluss einer 
1 l E. coli BL21 (pKK19) Kultur wurde auf eine 1 ml StrepTactin-Säule geladen. Strep-PlaB wurde anschließend 
mit 8 mM Desthiobiotin in Tris-Puffer eluiert. A) Reduzierende SDS-PAGE mit anschließender Coomassie-
Färbung zeigt ausgewählte Fraktionen der affinitätschromatographischen Reinigung. Spuren: M = 
Proteinmarker, 1 = löslicher Überstand nach Zellaufschluss 2 = Durchfluss, 3-5 = Waschfraktionen, 6-12 = 
Elutionsfraktionen. B) 0,01 µg/ml gereinigtes Strep-PlaB wurde auf phospholipolytische Aktivität gegenüber 
PG, PC, LPC und LPG überprüft. Die Reaktion wurde für 60 min bei 37 °C durchgeführt. C) Tabellarische 
Darstellung der spezifischen Aktivität [U/mg = µmol/ (min x ml)] von PlaB zusammen mit PG, PC, LPG, LPC.  
 
3.1.3.4 Gewinnung eines polyklonalen Antikörpers gegen PlaB 
In der Vergangenheit wurden bereits Versuche unternommen, einen Antikörper gegen PlaB zu 
generieren. Dazu wurden sowohl synthetisch hergestellte PlaB-Peptide als auch aus der SDS-
PAGE extrahierte Banden des rekombinant exprimierten und gereinigten 
Calmodulinbindeprotein-PlaB zur Immunisierung eingesetzt (Schunder, 2010*). Die damals 
gewonnenen α-PlaB Antikörper detektierten in Western Blot Analysen von L. pneumophila 
Wildtyp Lysat jedoch kein PlaB (Schunder, 2010*). Im Rahmen dieser Arbeit wurde deswegen 
ein weiterer Ansatz zur Generierung eines polyklonalen Antiserums gegen PlaB verfolgt. Dazu 
wurde die katalytisch inaktive Variante von PlaB, PlaBD203N, als N-terminales Strep-
Fusionsprotein in E. coli BL21 exprimiert und affinitätschromatographisch gereinigt (s. 3.1.3.3). 
Da PlaB hämolytische Eigenschaften besitzt, wurde zur Immunisierung zweier Kaninchen dieses 





Immunisierungsprotokolls (BioGenes) wurden mit Lysaten von L. pneumophila Corby Wildtyp, 
L. pneumophila Corby plaB1 Mutante und der Komplementante L. pneumophila Corby plaB1 
(pJB04) sowie den Lysaten von E. coli BL21 (pKK19) und E. coli BL21 Western Blot Analysen 
durchgeführt. Es konnte eine Bande in Höhe der 55 kDa im Fall des E. coli BL21 (pKK19) 
Lysates detektiert werden, was der Größe von Strep-PlaB entspricht (Abb. 3.10 A). Allerdings 
erscheinen auch zwei starke Banden unterhalb der 55 kDa Bande und weitere schwache Banden 
oberhalb der 55 kDa Bande, welche ebenfalls beim E. coli BL21 Lysat detektiert wurden. 
Bezüglich der L. pneumophila Lysate konnte eine Bande bei ca. 54 kDa im Fall der 
Komplementante detektiert werden, was der Größe von PlaB entspricht. Bei allen eingesetzten 
Legionella-Stämmen wurden ebenfalls schwächere Banden oberhalb der 54 kDa Bande sichtbar 
(Abb. 3.10 B). Um die unspezifischen Kreuzreaktionsbanden zu reduzieren, wurde das Antiserum 
gegen die Zelllysate von E. coli BL21 bzw. L. pneumophila plaB1 präadsorbiert (s. 2.2.6). Wie in 
Abbildung 3.10 ersichtlich wird, konnten durch die Präadsorption die Kreuzreaktionsbanden 
verringert werden. Aus diesem Grund wurde in der gesamten Arbeit nur mit dem präadsorbierten 
Antiserum gearbeitet. Mit diesem war es auch zum ersten Mal möglich PlaB im Lysat des 
L. pneumophila Wildtyps zu detektieren (Abb. 3.10 B).  
 
 
Abb. 3.10: Western Blot Analyse zur Überprüfung des α-PlaB Antiserums. A) E. coli BL21 Zelllysate mit 
und ohne Strep-PlaB wurden mittels Western Blot mit dem α-PlaB Antiserum (links) bzw. mit dem gegen E. coli 
BL21 Zelllysat präadsorbierten α-PlaB Antiserum (rechts) untersucht. Spuren: 1 = E. coli BL21 Lysat, 2 = E. 
coli BL21 (pKK19) Lysat B) Lysate von L. pneumophila Corby Wildtyp, L. pneumophila Corby plaB1 Mutante 
und der Komplementante L. pneumophila Corby plaB1 (pJB04) wurden mittels Western Blot mit dem α-PlaB 
Antiserum (links) bzw. mit dem gegen L. pneumophila Corby plaB1 Zelllysat präadsorbierten α-PlaB Antiserum 
(rechts) untersucht. Spuren: 1 = L. pneumophila Corby Wildtyp Lysat, 2 = L. pneumophila Corby plaB1 Lysat, 








3.2 Strukturelle Charakterisierung von PlaB 
PlaB teilt einige Eigenschaften mit PLAs der äußeren Membran (OMPLA) einiger 
enteropathogener Bakterien, wie z.B. E. coli und Campylobacter ssp.. Wie anfangs bereits 
erwähnt wurde, ist in diesem Zusammenhang bekannt, dass PlaB, sowie auch OMPLA, eine 
zellassoziierte PLA und LPLA mit zusätzlicher hämolytischer Aktivität ist (Grant et al., 1997, 
Istivan et al., 2008, Dekker, 2000, Flieger et al., 2004). Für OMPLA aus E. coli ist weiterhin 
bekannt, dass die Dimerisierung die enzymatische Aktivität reguliert (Dekker et al., 1997). Dieses 
Charakteristikum wurde für PlaB bisher noch nicht untersucht.  
 
3.2.1 Untersuchungen zum Oligomerisierungsgrad von PlaB 
Um zunächst die Frage zu klären, ob PlaB verschiedene oligomere Zustände besitzt, wurde der 
Oligomerisierungsgrad des gereinigten Strep-Fusionsproteins vergleichend mit Hilfe analytischer 
Größenausschlusschromatographie (SEC), chemischer Quervernetzung, Massenspektrometrie, 
analytischer Ultrazentrifugation (AUZ) und der Röntgenkleinwinkelstreuung (SAXS) analysiert. 
3.2.1.1 Homodimerisierung 
Die analytische SEC bietet den Vorteil, die Analyse eines Proteins in verschiedenen 
Puffersystemen und somit auch unter physiologischen Bedingungen durchzuführen. Die 
Kalibrierung der Säule mit Proteinen bekannter Größe ermöglicht es, die molekulare Größe des 
vorliegenden Oligomeres abzuschätzen. Im Rahmen dieser Arbeit wurde eine Superdex 200 
10/300 GL Säule eingesetzt, welche einen Auftrennungsbereich von 10 bis 600 kDa besitzt. Für 
die Analyse wurde sowohl HEPES- als auch Tris-Puffer verwendet, um einen möglichen Einfluss 
der Pufferbedingungen auf den oligomeren Zustand des zu untersuchenden Proteins 
auszuschließen. Beide Puffersysteme erbrachten gleiche Resultate. In Abbildung 3.11 ist 
repräsentativ das Ergebnis mit HEPES-Puffer gezeigt. Die SEC von 500 µg (1 mg/ml; 18,6 µM) 
gereinigtem Strep-PlaB zeigte einen Elutionspeak beginnend bei 12,5 ml (Spur 4 in Abb. 3.11 C) 
und endend bei 15,5 ml (Spur 9, Abb. 3.11 C). Das Maximum des Elutionspeaks liegt bei 13,6 ml 
(Spur 6, Abb. 3.11 C), was einem apparenten MG von ~110 kDa entspricht (Abb. 3.11). Da das 
aus der Aminosäuresequenz theoretisch berechnete MG des monomeren Strep-PlaB 55,3 kDa 
beträgt, entspricht das apparente MG einem Dimer. Die dazu korrespondierende SDS-PAGE mit 
anschließendem α-PlaB Western Blot bzw. einer Coomassie-Färbung belegte das Vorhandensein 
von Strep-PlaB innerhalb von 12,5 ml bis 15,5 ml, wobei entsprechend dem Maximum des 







Abb. 3.11: Analyse mittels Größenausschlusschromatographie (SEC) zur Ermittlung des 
Oligomerisierungsgrades von PlaB. 500 µl 1 mg/ml (18,6 µM) in E. coli BL21 (pKK19) exprimiertes und 
gereinigtes Strep-PlaB wurden größenchromatographisch mittels einer Superdex 200 10/300 GL Säule getrennt. 
A) Chromatogramm der SEC mit 50 mM HEPES-Puffer pH 7,5. B) Anhand der Kalibrierungskurve konnte das 
apparente Molekulargewicht von Strep-PlaB ermittelt werden. Ve = Elutionsvolumen von Strep-PlaB bzw. der 
Proteinstandards, Vo = Leervolumen von 8 ml C) Reduzierende SDS-PAGE mit anschließender Coomassie-
Färbung (oben) bzw. α-PlaB Western Blot (unten) der Elutionsfraktionen. Spuren: M=Proteinstandard, 1-11 = 
Ve ab 11,0 ml bis 16,0 ml in 0,5 ml Elutionsfraktionen. Die Daten sind repräsentativ für zwei unabhängige 
Experimente. 
 
Die Analyse mittels SEC deutete darauf hin, dass das rekombinante PlaB mit sich selbst 
wechselwirkt und laut apparentem MG als Dimer vorliegt. Die anschließenden 
Quervernetzungsversuche mit Paraformaldehyd (Formaldehydlösung) wurden durchgeführt, um 
die Dimerisierung mittels einer weiteren Methode zu bestätigen. Das Lösen und Erhitzen von 
Paraformaldehyd lässt das Polymer in seine lösliche Form, dem Formaldehyd (FA), dissoziieren. 
Das kleine, reaktive FA-Molekül ist in der Lage, Proteine mittels Methylen-Brücken zu vernetzen. 
Primär werden Proteine dabei über auf der Oberfläche lokalisierte Lysin-, Tyrosin- oder Cystein-
Reste miteinander verknüpft. Zur Quervernetzung wurde jeweils aus E. coli BL21 (pKK19) oder 
L. pneumophila plaB1 (pKK43) Strep-fusioniertes PlaB gereinigt und ~1 mg/ml (18,6 µM) mit 
steigenden PFA-Konzentrationen (0-3%) für 30 min bzw. mit konstanter PFA-Konzentration 
unterschiedlich lang inkubiert. SDS wurde als Negativkontrolle eingesetzt, da dieses Detergenz 
zur Störung der Interaktion zwischen Proteinen führt (Abb. 3.12 C). Die Auftrennung der Proben 
mittels SDS-PAGE und anschließender α-PlaB Western Blot Analyse zeigte, dass nach der 
Quervernetzung von PlaB Signale im Bereich höherer molekularer Massen (~110 kDa, ~165 kDa) 
detektiert wurden (s. Abb. 3.12). Die Bande in Höhe von 110 kDa korrespondiert mit einem PlaB-





oder einem Komplex von PlaB mit einem unbekannten Protein zugeordnet werden. Weiterhin 
wurde ebenfalls das Monomer (55 kDa) nach der Quervernetzung detektiert, was dem Anteil an 
nicht quervernetztem Protein entsprechen könnte. Das Signal in Höhe von etwa 85 kDa ist einer 
unspezifischen Bindung des α-PlaB Antikörpers zuzuorden, da diese ebenfalls bei den Kontrollen, 
PlaB mit 1% SDS und ohne PFA, sowie bei vorangegangenen Western Blots auftrat (s. Abb. 3.12 
A und C, vergleiche Abb. 3.10). Dieses Signal schwächt mit zunehmender PFA-Konzentration ab 
und wurde bei 3% PFA nicht mehr detektiert (Abb. 3.12. A). In Abbildung 3.12 A und B ist 
deutlich zu erkennen, dass mit steigender PFA-Konzentration die Stärke der höhermolekularen 
Signale zunahm (110 kDa, 165 kDa), aber das Signal in Höhe von 85 kDa abschwächte (Abb 3.12 
A). Die Abbildung 3.12 C verdeutlicht, dass mit längerer Inkubationszeit die Stärke der 
höhermolekularen Signale ebenfalls zunahm. 
 
 
Abb. 3.12: Quervernetzungsanalyse mit Paraformaldehyd (PFA) zur Ermittlung des 
Oligomerisierungsgrades von PlaB. Für die Analysen wurde in E. coli BL21 (pKK19) und L. pneumophila 
plaB1 (pKK43) exprimiertes und gereinigtes Strep-PlaB verwendet. ~1 mg/ml (18,6 µM) Protein aus E. coli 
BL21 (A, C) bzw. aus L. pneumophila plaB1 (B) wurde mit 0-3% PFA für 30 min (A, B) oder mit 1% PFA für 
0-30 min (C) bei Raumtemperatur inkubiert und mittels reduzierender 7,5% SDS-PAGE mit anschließendem α-
PlaB Western Blot analysiert. Die Daten sind repräsentativ für zwei unabhängige Experimente. 
 
3.2.1.2 Homotetramerisierung 
Da bei den Quervernetzungsversuchen (s. 3.2.1.1) neben dem Signal in Höhe des PlaB-
Homodimers ebenso Signale im höhermolekularen Bereich auftraten, kam eine weitere Methode 
zur Bestimmung des Oligomerisierungsgrades zur Anwendung. Die Technik der 
Massenspektrometrie erlaubt die konkrete Bestimmung des MG komplexer biologischer 
Makromoleküle, wie z.B. von Proteinkomplexen. Die Massengenauigkeit liegt bei etwa 0,01%, 
d.h. ein Protein mit dem MG von 10.000 kann auf  1 Dalton (Da) genau bestimmt werden. Für 
die MALDI-TOF Analyse wurde aus L. pneumophila plaB1 (pKK43) Strep-fusioniertes PlaB 
gereinigt und in einen flüchtigen Puffer mittels Dialyse überführt (s. 2.2.4.6). Die 
massenspektrometrische Untersuchung des in Ammoniumacetat-Puffers gelösten PlaB-Strep 





durchgeführt. Das Massenspektrum in Abbildung 3.13 zeigt vier Hauptsignale bei 54.714, 
110.680, 166.839 und 222.343 Da. Diese Signale können anhand der Masse einem PlaB-Strep 
Monomer, Homodimer, Homotrimer und Homotetramer zugeordnet werden. Es ist auffällig, dass 
das Signal bei 166.839 Da in seiner Intensität geringer ist als das Signal bei 222.343 Da, was 
darauf hindeutet, dass das Trimer ein laserinduziertes Artefakt ist (Abb. 3.13).  
 
 
Abb. 3.13: Massenspektrum der MALDI-TOF Analyse von PlaB-Strep. In L. pneumophila plaB1 (pKK43) 
exprimiertes und gereinigtes PlaB-Strep wurde für die Analysen in Ammoniumacetat-Puffer überführt und das 
Molekulargewicht mittels MALDI-TOF bestimmt.  
 
Die AUZ wurde als weitere Methode hinzugezogen, um die in der Massenspektrometrie 
detektierten oligomeren Zustände von PlaB zu validieren. Mit der Sedimentations-
Geschwindigkeitszentrifugation (SV) kann der Sedimentationskoeffizient c(s) von Proteinen 
bestimmt werden, womit Aussagen über Homogenität der Probe und über die hydrodynamischen 
Eigenschaften eines Proteins getroffen werden können. Bei dieser Art Experiment wird eine 
Konzentrationsverteilung innerhalb der Messzelle registriert, die direkt in eine 
Sedimentationskoeffizientenverteilung (c(s)-Verteilung) umgerechnet werden kann. Die Analysen 
wurden in Kooperation mit Frau PD Dr. Curth (MHH, Hannover) durchgeführt. Dazu wurden 
Konzentrationen von 5,4 µM bis 24,4 µM (0,3 mg/ml bis 1,35 mg/ml) von in E. coli BL21 
(pKK19) exprimiertem und affinitätschromatographisch gereinigtem Strep-PlaB eingesetzt. Die 
Auswertung mit dem Programm SedFit, welches für die verschiedenen Konzentrationen c(s)-
Verteilungen berechnete, zeigte, dass der größte Anteil der Probe mit einem s20,W-Wert von 9,7 S 
sedimentierte (Abb. 3.14 A). Dieser Wert übersteigt den rechnerischen s-Wert eines 





Aus der Diffusionsverbreiterung der sedimentierenden Grenzschicht und dem 
Sedimentationskoeffizienten ließ sich das MG des Proteins abschätzen, welches etwa 200 kg/mol 
(kDa) betrug. Strep-PlaB bildet demnach in dem analysierten Konzentrationsbereich ein 
Homotetramer mit einem Perrin-Faktor (Verhältnis des gemessenen Reibungskoeffizienten zum 
Reibungskoeffizienten einer Kugel mit gleicher Molmasse) von 1,33. Dieser Faktor korreliert mit 
einem hydrodynamischen Radius von 5,34 nm, welcher ein Maß für die räumliche Ausdehnung 
eines Partikels darstellt. Da für ein hydratisiertes kugelförmiges Protein dieser Faktor zwischen 
1,1 und 1,2 liegen müsste, weicht das Tetramer vermutlich von der Kugelform ab. Zur genaueren 
Bestimmung des MG von Strep-PlaB wurde die Sedimentations-Diffusions-
Gleichgewichtsmethode (SE) angewandt. Aus der c(s)-Verteilung der SV-Analyse ging zudem 
hervor, dass sich in der Proteinpräparation Aggregate befanden. Daher wurde für die SE-Analyse 
Strep-PlaB zusätzlich mittels SEC gereinigt. Bei einer Proteinkonzentration von 10,4 µM (0,57 
mg/ml) ergab die Analyse mit Hilfe des Modells einer einzelnen Spezies ein MG von 218 kg/mol, 
was den tetrameren Zustand von Strep-PlaB in der SV-Analyse bestätigte. 
 
 
Abb. 3.14: Analytische Ultrazentrifugation zur Validierung des Oligomerisierungsgrades von PlaB. A) Die 
c(s)-Verteilung höherer Konzentrationen [5,4 µM (schwarz gestrichelte Linie); 10,8 µM (graue Linie); 24,4 µM 
(schwarze Linie)] von in E. coli BL21 (pKK19) exprimiertem und gereinigtem Strep-PlaB zeigte, dass Strep-
PlaB hauptsächlich in Form eines Tetramers mit 9,7 S sedimentierte. Die Messung der Absorption erfolgte bei 
280 nm. B) Bei niedrigeren Proteinkonzentrationen [0,13 µM (schwarze Linie); 0,27 µM (schwarz gestrichelte 
Linie); 0,54 µM (graue Linie); 1,1 µM (grau gestrichelte Linie)] wurden zwei Proteinspezies detektiert. Laut der 
c(s)-Verteilung sedimentierten das Tetramer mit 9,3 S und das Dimer mit 5,9 S. Das verwendete Strep-PlaB 
wurde zusätzlich mittels SEC gereinigt und die Absorption wurde bei 230 nm gemessen. 
 
Die SV-Analyse wurde zum Vergleich auch bei niedrigeren Proteinkonzentrationen durchgeführt 
(kleiner 5,4 µM bzw. 0,3 mg/ml). Da sich die Absorption bei 280 nm schon bei 5,4 µM 
(0,3 mg/ml) am Detektionslimit befand, wurde die Sedimentation im Folgenden bei 230 nm 
verfolgt, wo eine höhere Sensitivität der Detektion erreicht wird. Die verdünnten Proben wurden 
für 7 h bei 10 °C inkubiert, damit die Einstellung eines Gleichgewichtes ermöglicht werden 





Proteinkonzentrationen zunehmend dissoziierte (Abb. 3.14 B). Eine zweite Spezies wurde bei 
5,9 S beobachtet. Die langsamer sedimentierende Spezies entspricht wahrscheinlich einem 
Homodimer, da der s-Wert höher als der eines kugelförmigen Monomers ist und die c(s)-Analyse 
eine Molmasse von etwa 110 kg/mol ergab. Für das PlaB-Dimer wurde ein Perrin-Faktor von 1,38 
kalkuliert, was sich mit dem Wert des Tetramers deckt. Abbildung 3.14 B verdeutlicht ebenfalls, 
dass sich das Gleichgewicht mit zunehmender Verdünnung immer mehr auf die Seite der Dimere 
verschob und bei 0,13 µM (0,007 mg/ml) fast vollständig auf der Seite der Dimere lag. Damit 
zeigte die Analyse der AUZ, dass sich PlaB bei niedrigeren Konzentrationen (im mikromolaren 
Bereich) in einem Tetramer-Dimer-Gleichgewicht befindet, welches sich mit zunehmender 
Verringerung der Proteinkonzentration auf die Seite des Dimers verlagert. 
Zusammenfassend deuten die Ergebnisse der SEC- und der Quervernetzungsversuche darauf hin, 
dass sich PlaB zu einem Homodimer zusammenlagert. Weiterhin konnte mittels 
Massenspektrometrie eine weitere höhermolekulare Spezies, das Homotetramer, von PlaB 
identifiziert werden. Sowohl das Homodimer als auch das Homotetramer konnten mit Hilfe der 
AUZ-Analysen bestätigt werden. Es zeigte sich, dass sich PlaB in einem 
konzentrationsabhängigen Gleichgewicht befindet, wobei das Tetramer bei einer 
Proteinkonzentration von 0,13 µM (0,007 mg/ml) fast vollständig zum Dimer dissoziierte. Bei 
Proteinkonzentrationen oberhalb von 5,4 µM (0,3 mg/ml) liegt PlaB als Tetramer vor.  
 
3.2.2 Berechnung eines SAXS-Modells von PlaB 
Die Methode der Röntgenkleinwinkelstreuung (SAXS) ermöglicht die niedrig auflösende 
Bestimmung der dreidimensionalen Ausdehnung eines Proteins bzw. Proteinkomplexes in Lösung 
und gibt somit Informationen über die Form und Größe des Makromoleküls (Svergun et al., 2001, 
Mertens & Svergun, 2010). Die SAXS-Messungen sollten die bisherigen Ergebnisse in Bezug auf 
den Oligomerisierungsgrad von PlaB verifizieren und zudem strukturelle Informationen liefern. 
Die SAXS-Messungen wurden mit in E. coli BL21 (pKK19) exprimiertem und 
affinitätschromatographisch gereinigtem Strep-PlaB (1 mg/ml; 18,6 µM) in Kooperation mit Prof. 
Manfred Rössle (EMBL, Hamburg) durchgeführt. Aus der Streukurve berechnete Dr. Jörn Krauße 
(HZI, Braunschweig) unter der Annahme einer D2-Symmetrie ein ab initio Modell von PlaB 






Abb. 3.15: SAXS-Modell von PlaB. Für das Experiment wurde 1 mg/ml in E. coli BL21 (pKK19) exprimiertes 
und gereinigtes Strep-PlaB eingesetzt. Das aus dem Röntgenkleinwinkelstreuungsexperiment ermittelte ab initio 
Modell von PlaB zeigt eine tetramere Struktur aus zwei miteinander verbundenen Dimeren. Zur Modellierung 
der berechneten Struktur wurde eine D2-Symmetrie zugrunde gelegt. Von links nach rechts: Vorder-, Seiten-, 
Draufsicht.  
 
Modellrechnungen unter der Annahme einer C2- (dimeres Protein) oder C4- Symmetrie (Tetramer 
mit zirkulärer Anordnung der Monomere) resultierten in einer unüblichen und daher physikalisch 
unwahrscheinlichen Proteinform (Daten nicht gezeigt). Der von der Streukurve ermittelte 
Gyrationsradius (RG) von 5,16 nm ist kompatibel mit dem hydrodynamischen Radius und dem 
Perrinfaktor aus den AUZ-Experimenten und weist auf ein MG von ca. 200 kDa hin. Dieses 
Ergebnis impliziert, dass Strep-PlaB bei der im SAXS-Experiment eingesetzten 
Proteinkonzentration von 1 mg/ml (18,6 µM) ein Tetramer ausbildete, was mit den Daten der 
AUZ-Experimente korreliert. Bei dieser hohen Proteinkonzentration war das 
Oligomerengleichgewicht zu Gunsten des Tetramers verschoben. Das dynamische Dimer-
Tetramer-Gleichgewicht, welches bei den AUZ-Experimenten beobachtet wurde, lässt vermuten, 
dass sich das PlaB-Tetramer aus zwei dimerisierten Dimeren assembliert. Somit erscheint die D2-
Symmetrie des Tetramers, was einem Dimer aus zwei Dimeren entspricht, sehr schlüssig.  
Es wurden zudem Messungen mit geringeren Proteinkonzentrationen (< 0,3 mg/ml) durchgeführt, 
um strukturelle Informationen eines weiteren Oligomerisierungszustandes (Dimer) von PlaB zu 
erhalten. Für diese geringen Proteinkonzentrationen war diese Methode jedoch nicht sensitiv 









3.2.3 Einfluss der letzten 15 Aminosäuren auf den Oligomerisierungsgrad von PlaB 
Für die E. coli OMPLA konnte bereits gezeigt werden, dass die Dimerisierung des Enzyms die 
Aktivität reguliert (Dekker et al., 1997). Bei den Untersuchungen zur enzymatischen Aktivität 
von PlaB wurde festgestellt, dass die letzten 15 Aminosäuren eine wichtige Rolle für die PLA- 
und LPLA-Aktivitäten spielen (s. 3.1.2.1). Es stellte sich somit die Frage, ob der Aktivitätsverlust 
mit einer Änderung des oligomeren Zustandes einhergeht. Vergleichende SAXS-Analysen und 
SEC-Experimente mit dem aus E. coli BL21 gereinigten Strep-PlaB sowie den drei C-terminal 
verkürzten Varianten mit Strep-Fusion sollten Aufschluss über diesen Aspekt geben. Wie anfangs 
erwähnt wurde, zeigten die CD-Spektren von PlaB und den drei C-terminal verkürzten Varianten 
von PlaB einen ähnlichen Kurvenverlauf. Somit verursachen die C-terminalen Verkürzungen 
vermutlich keine Konformationsänderung des Monomers.  
Die SEC-Experimente wurden unter denselben Bedingungen, wie für das Volllängenkonstrukt 
beschrieben (s. 3.2.1.1), durchgeführt. Es stellte sich heraus, dass die C-terminal verkürzten 
Varianten von Strep-PlaB bei einer eingesetzten Proteinkonzentration von 0,7 bzw. 1 mg/ml 
ebenfalls einen Elutionspeak bei 13,6 ml zeigten (Abb. 3.16 A). Dies deutete darauf hin, dass sich 
der Oligomerisierungszustand der drei verkürzten Strep-Proteine im Vergleich zum 
Wildtypprotein nicht verändert hatte.  
Im Folgenden wurden ebenfalls SAXS-Analysen bei einer Proteinkonzentration von 1 mg/ml, wie 
unter 2.2.8 beschrieben (s. auch 3.2.2), durchgeführt, um die SEC-Ergebnisse zu verifizieren. Der 
Vergleich der vier Streukurven ergab, dass die Werte bei niedriger Auflösung (entspricht 
niedrigen Werten der Impulsübertragung) für alle vier Strep-Proteine übereinstimmten (Abb. 3.16 
B, linke Seite), was auf eine ähnliche Form und somit auch auf eine vergleichbare quaternäre 
Struktur von Wildtypprotein und den drei verkürztenVarianten bei dieser niedrigen Auflösung 
hindeutete. Die von den Streukurven ermittelten RG-Werte von 5,31 nm für Strep-PlaBaa1-469, 5,21 
nm für Strep-PlaBaa1-464 und 5,10 nm für Strep-PlaBaa1-459 sind vergleichbar mit dem Wert von 
Strep-PlaB (RG = 5,16 nm, s. auch 3.2.2), was auf einen tetrameren Zustand der drei verkürzten 
Varianten bei einer Proteinkonzentration von 1 mg/ml hinwies.  
Zusammenfassend zeigten die Ergebnisse der SEC- und SAXS-Analyse, dass die C-terminalen 






Abb. 3.16: Untersuchungen der C-terminal verkürzten Varianten von Strep-PlaB mittels SEC und SAXS. 
In E. coli BL21(pKK19) exprimiertes und gereinigtes Strep-PlaB sowie die C-terminal verkürzten Varianten von 
Strep-PlaB (pKK25-27) wurden auf ihren Oligomerisierungsgrad mittels SEC (A) und SAXS (B) hin getestet. A) 
0,7 mg/ml (Strep-PlaB, Strep-PlaBaa1-459) bzw. 1 mg/ml (Strep-PlaBaa1-464, Strep-PlaBaa1-469) Protein 
wurde größenchromatographisch mittels Superdex 200 10/300 GL Säule getrennt. Das Chromatogramm zeigt bei 
allen vier Strep-Proteinen einen Elutionspeak bei 13,6 ml. B) Das Diagramm der normierten Streukurven der 
SAXS-Messungen von Strep-PlaB und den verkürzten Varianten zeigt die Auftragung des Logarithmus der 
Streuintensität gegen die Impulsübertragung (s = 4πsinθ/λ) und die korrespondierende Auflösung dmin. Bei den 
niedrigen Werten der Impulsübertragung (links) liegen die Kurven übereinander, was auf eine identische 
Struktur bei niedriger Auflösung aller Proteine und somit auf einen tetrameren Zustand hindeutet. 
Abweichungen des Kurvenverlaufs bei höheren Werten (rechts) weisen auf kleine strukturelle Veränderungen 
bei größerer Auflösung hin. 
 
3.2.4 Abhängigkeit der enzymatischen Aktivität vom Oligomerisierungsgrad 
Bisher zeigte sich, dass das Fehlen der letzten 15 Aminosäuren von PlaB zwar nicht den 
Oligomerisierungsgrad aber doch die Aktivität beeinflusste. Weiterhin verdeutlichten die AUZ-
Analysen, dass der Oligomerisierungsgrad von der Proteinkonzentration abhängt. Da die 
Bestimmung der enzymatischen Aktivitäten zuerst nur mit einer Proteinkonzentration 
durchgeführt wurde, konnte abschließend keine Aussage über den Zusammenhang zwischen 
Proteinkonzentration bzw. Oligomerisierungsgrad und Aktivität getroffen werden. Im Folgenden 
wurde daher die enzymatische Aktivität des in E. coli BL21 exprimierten und gereinigten Strep-
PlaB bei unterschiedlichen Enzymkonzentrationen im Bereich von 18,6 µM (1 mg/ml) bis 0,3 nM 
(0,015 µg/ml) ermittelt. Die Abbildung 3.17 A und B stellt den gemessenen Umsatz anhand der 
Menge FFA pro Zeit und zum anderen die spezifische Aktivität bei den eingesetzten 
Proteinkonzentrationen der Enzymreaktion mit LPG dar. Es wurde ebenfalls ein Phospholipid als 






Abb. 3.17: Abhängigkeit der enzymatischen Aktivität von der Strep-PlaB Proteinkonzentration. 
Verschiedene Konzentrationen [18,6 µM (1 mg/ml) – 0,0003 µM (0,015 µg/ml)] von in E. coli BL21 (pKK19) 
exprimiertes und gereinigtes Strep-PlaB wurden mit LPG (A, B) bzw. PG (C, D) für 15 min bei 37 °C inkubiert. 
Zur Analyse der enzymatischen Aktivität wurde die Menge an freigesetzten (FFA) bestimmt. Zum einen ist die 
Proteinkonzentration gegen die katalytische Aktivität (Menge der FFA pro min) (A, C) und zum anderen gegen 
die spezifische Aktivität (Menge der FFA pro min und mg) (B, D) aufgetragen. Die grau schattierte Fläche 
markiert den Proteinkonzentrationsbereich, der mittels der AUZ analysiert wurde. Die Daten sind repräsentativ 
für Dreifachwerte von drei (A, B). bzw. einem (C) unabhängigen Experimenten  
 
Bei einer Proteinkonzentration von 1 mg/ml (18,6 µM) bis 0,5 mg/ml (9 µM) konnte kein 
signifikanter Umsatz detektiert werden. Erst bei einer Reduzierung der Proteinkonzentration auf 
0,25 mg/ml (4,5 µM) wurden FFA im Reaktionsansatz gemessen. Die katalytische Aktivität zeigt 
einen glockenförmigen Verlauf, deren Höhepunkt bei ~0,004 mg/ml (0,07 µM) liegt (Abb. 3.17 
A). Die aus den Enzymaktivitäten berechneten spezifischen Aktivitäten (katalytische Aktivität 
bezogen auf die Proteinmenge) zeigten einen sigmoidalen Kurvenverlauf (Abb. 3.17 B). Es wird 
deutlich, dass mit sinkender Proteinkonzentration die spezifische Aktivität von Strep-PlaB 
zunimmt (Abb. 3.17 B). Bisher konnte der Oligomerisierungsgrad nur bis zu einer 
Proteinkonzentration von 0,007 mg/ml (0,13µM) mittels AUZ ermittelt werden, da bei 
niedrigeren Konzentrationen das Detektionslimit erreicht war. Im Konzentrationsbereich (> 5,4 
µM bzw. 0,3 mg/ml), wo nur das Tetramer mittels AUZ detektiert wurde, zeigte Strep-PlaB keine 





(Abb. 3.17 A). Im Vergleich dazu konnte keine spezifische Aktivität in diesem Bereich 
verzeichnet werden (Abb. 3.17 B). Die Daten deuten darauf hin, dass der Oligomerisierungsgrad 
die Aktivität des Enzyms beeinflusst. Die sigmoidale Kurve der spezifischen Aktivität lässt 
vermuten, dass es im nanomolaren Konzentrationsbereich noch eine dritte Spezies von PlaB 
geben muss. Da der Kurvenverlauf unterhalb von 8,8 nM (0,49 µg/ml) steil ansteigt, zerfällt das 
Dimer vermutlich in zwei Monomere, die eine starke Aktivität aufweisen würden. Um diese 
Vermutung zu adressieren, wurden in Kooperation mit Frau Dr. Curth erneut AUZ-Läufe mit 
Proteinkonzentrationen im nanomolaren Bereich durchgeführt. Da jedoch das Detektionslimit bei 
230 nm erreicht war, wurde das gereinigte Strep-PlaB mit DyLight 488 unspezifisch über 
Aminogruppen markiert und anschließend mittels SEC gereinigt. Somit konnten 
Proteinkonzentrationen von 70 nM (0,004 mg/ml) bis 0,3 nM (0,015 µg/ml) über 
Fluoreszenzmessungen im Anregungsbereich von 488 nm analysiert werden. Es wurden ebenfalls 
höhere Konzentrationen von 565 nM (0,03 mg/ml) bis 141 nM (0,008 mg/ml) mitgeführt, um das 
Verhalten des markierten Proteins mit dem unmarkierten zu vergleichen. Den gemessenen 
Ansätzen wurde je 1 µM BSA als Füllprotein zugegeben, um Verluste von Strep-PlaB durch 
Anheftung an der Gefäßwandung zu vermeiden.  
Die Auswertung mit dem Programm SedFit zeigte, dass sich bei den höheren Konzentrationen des 
markierten Strep-PlaB Proteins ein Dimer-Tetramer-Gleichgewicht einstellte, wie es bereits bei 
dem unmarkierten PlaB beobachtet worden war (Abb. 3.18 A, vergleiche Abb. 3.14 B). Die s20,w-
Werte sind allerdings etwas höher (10,0 S für das Tetramer und 6,2 S für das Dimer), was 
vermutlich auf die Markierung zurückzuführen ist. Bei den niedrigeren Konzentrationen trat eine 
weitere Spezies mit ~4,4 S auf, welche dem Monomer zuzuordnen ist (Abb. 3.18 B). Der Anteil 
des vermuteten Monomers nimmt mit sinkender Proteinkonzentration zu. Entsprechend reduzierte 
sich der Anteil des PlaB-Dimers. Es sollte erwähnt werden, dass das verwendete BSA ebenfalls 
bei einer Anregungswellenlänge von 488 nm fluoresziert, was in einem positiven Signal bei ~4 S 
resultiert und auf fluoreszierende Verunreinigung im BSA schließen lässt. Jedoch ist die Fläche 
dieses Kontrollsignals (BSA mit Puffer) kleiner als die des Signals von BSA mit Strep-PlaB, 
sodass die gebildete Differenz dem monomeren Anteil von Strep-PlaB zuzuordnen wäre (Abb. 






Abb. 3.18: Analytische Ultrazentrifugation (AUZ) zur Bestimmung der Oligomerisierungszustände im 
nanomolaren Konzentrationsbereich von PlaB. Die AUZ-Analyse wurde mit in E. coli BL21 (pKK19) 
exprimiertem und gereinigtem Strep-PlaB durchgeführt. Das Protein wurde zusätzlich mit DyLight 488 markiert 
und anschließend mittels SEC gereinigt. A) Die c(s)-Verteilung höherer Konzentrationen von markiertem Strep-
PlaB [565 nM - 70,6 nM] zeigte die Ausbildung des bekannten Dimer-Tetramer-Gleichgewichtes, wobei das 
Tetramer mit 10 S und das Dimer mit 6,2 S sedimentierte. Die Messung der Fluoreszenz erfolgte bei einer 
Anregungswellenlänge von 488 nm. B) Die c(s)-Verteilung bei niedrigeren Proteinkonzentrationen von 
markiertem Strep-PlaB [2,2 nM -0,3 nM]. Es konnte eine dritte Proteinspezies bei ~4,4 S detektiert werden. C) 
Das markierte Protein wurde mittels SDS-PAGE mit anschließender Coomassie-Färbung und α-PlaB Western 
Blot analysiert. Dazu wurden von der SEC-gereinigten Fraktion 15 bzw. 10 µl (7,97 µM) verwendet. D) 
Verschiedene Konzentrationen [2,28 µM – 0,13 nM ] von mit DyLight markiertem Strep-PlaB wurden mit LPG 
für 15 min bei 37 °C inkubiert. Zur Analyse der enzymatischen Aktivität wurde die Menge an freigesetzten 
Fettsäuren (FFA) bestimmt und die daraus resultierende katalytische Aktivität. Die Daten (D) sind repräsentativ 
für Dreifachwerte von zwei unabhängigen Experimenten. 
 
Im Vergleich zu den unmarkierten Ansätzen zeigte die Untersuchung mit dem markierten Strep-
PlaB ein verändertes Verhältnis zwischen Monomer, Dimer und Tetramer. Der Tetrameranteil 
war bei höheren Konzentrationen von markiertem Strep-PlaB (565 nM - 141 nM) ungewöhnlich 
stark ausgeprägt. Eine Western Blot Analyse mit markierten Strep-PlaB (7,97 µM; 0,4 mg/ml) 
zeigte neben dem Signal bei 55 kDa zwei weitere schwache Banden im Bereich von 110 kDa und 
oberhalb von 170 kDa, die dem Dimer- und Tetramerzustand von PlaB zuzuordnen sind (Abb. 
3.18 C). Möglicherweise verursacht die Markierung der Lysinreste bzw. der Aminogruppen eine 
kovalente Verknüpfung von Monomeren bei einem geringen Anteil des Proteins. Die 
enzymatische Aktivität des markierten Strep-PlaB wurde ebenfalls überprüft und zeigte ein 





Zusammenfassend belegten diese Daten das Auftreten des Monomers im nanomolaren Bereich. 
Es stellte sich somit heraus, dass PlaB ein konzentrationsabhängiges Monomer-Dimer-Tetramer-
Gleichgewicht ausbildet. Da im Konzentrationsbereich, in dem überwiegend die tetramere Form 
auftrat, keine signifikante spezifische Aktivität verzeichnet werden konnte, ist dieser oligomere 
Zustand vermutlich nicht die aktive Form von PlaB. Aufgrund des starken Anstiegs der 
spezifischen Aktivität unterhalb einer Proteinkonzentration von 8,8 nM (0,49 µg/ml) und durch 
das Auftreten der monomeren Form in diesem Bereich, ist anscheinend nicht das Dimer, sondern 
das Monomer die aktive Form des Enzyms.  
  
3.3 Expressionsprofil mit dazugehörigen lipolytischen Aktivitäten von PlaB  
Der in der Einführung erwähnte charakteristische biphasische Lebenszyklus von Legionella tritt 
sowohl bei intrazellulärem Wachstum als auch in BYE-Flüssigmedium auf. Dabei entspricht dem 
exponentiellen Wachstum die replikative Phase und der stationären Wachstumsphase die 
transmissive Phase. Frühere Ergebnisse zeigten, dass die plaB mRNA hauptsächlich in der 
replikativen Phase exprimiert wird und die Transkriptmenge von der spät-exponentiellen Phase 
bis hin zur stationären Phase wieder abnimmt (Schunder et al., 2010). Die in diesem 
Zusammenhang ebenfalls untersuchte enzymatische PC-abhängige PLA-Aktivität stieg während 
der exponentiellen Wachstumsphase an und sank in der stationären Phase wieder (Schunder et al., 
2010). Da im Rahmen dieser Arbeit ein funktioneller α-PlaB Antikörper generiert wurde, sollte im 
Weiteren das Proteinlevel von PlaB während des L. pneumophila Wachstums unter 
Laborbedingungen untersucht werden. Dazu wurde L. pneumophila Corby Wildtyp Kultur in 
BYE-Flüssigmedium angezogen. Aus der frühen exponentiellen, mittleren exponentiellen, späten 
exponentiellen und stationären Phase wurden Kulturproben mit gleicher OD660 entnommen, 
mittels α-PlaB Western Blot analysiert und auf enzymatische Aktivität hin getestet. In Abbildung 
3.19 A wird deutlich, dass PlaB in geringen Mengen während der exponentiellen Phase exprimiert 
wurde. Die Konzentration stieg bis zur stationären Phase (ab 24 h) an und blieb innerhalb dieser 
Wachstumsphase (bis 72 h) konstant (Abb. 3.19 A). Die Menge des konstitutiv exprimierten 
major outer membrane proteins MOMP (Weissenmayer et al., 2011) stieg hingegen nicht an 
(Abb. 3.19 A). Als interne Ladekontrolle wurde eine 40 kDa Bande eines unbekannten, aber 
gleichmäßig abundant auftretenden Proteins mittels Ponceau S-Lösung angefärbt. 
Interessanterweise hatte die PC-abhängige PLA-Aktivität ihren Höhepunkt in der mittleren 
exponentiellen Phase und sank danach wieder (Abb. 3.19 B), was mit früheren Resultaten 
korreliert (Schunder et al., 2010), wohingegen die PG-abhängige PLA-Aktivität bis zur 
stationären Phase anstieg und dort stagnierte (Abb. 3.19 B). Die LPLA-Aktivitäten gingen mit den 





stationären Phase an und blieb in dieser Phase annähernd gleich, wohingegen die LPC-abhängige 
LPLA-Aktivität ihren Höhepunkt in der mittleren exponentiellen Phase hatte und dann leicht 
abfiel (Abb. 3.19 B).  
Die Ergebnisse zeigten, dass PlaB unterschiedliche Profile der enzymatischen Aktivität in den 
unterschiedlichen Wachstumsphasen besitzt. Interessanterweise wurde PlaB erst in größeren 
Mengen während der späteren Wachstumsphase, der stationären Phase, detektiert, obwohl das 
Transkript hauptsächlich in der exponentiellen Phase aufgetreten war (Schunder et al., 2010). 
 
 
Abb. 3.19: Präsenz von PlaB während des Wachstums von L. pneumophila Corby Wildtyp. L. pneumophila 
Corby Wildtyp Kultur wurde in BYE angezogen und mittels α-PlaB Western Blot und Lipidhydrolyse analysiert. 
Zu den angegebenen Zeitpunkten wurde je ein Aliquot entnommen und mit BYE auf eine OD660 = 2.0 
eingestellt. A) Für die Western Blot Analyse wurden je 30 µl Zelllysat eingesetzt. Die Expression von PlaB in 
den verschiedenen Wachstumsphasen (3 h = frühe exponentielle Phase, OD660 = 0.6; 5-7 h = mittlere 
exponentielle Phase, OD660 = 1.0-1.5; 11 h = späte exponentielle Phase, OD660 = 1.8-1.9 24-72 h = 1.9-2.0 
stationäre Phase) wurde mittels α-PlaB Western Blot überprüft. Die Detektion von MOMP mittels des α-MOMP 
Antikörpers und die Ponceau-gefärbte Bande dienten als interne Ladekontrolle. B) Die L. pneumophila Corby 
Wildtyp Zelllysate wurden 1:50 verdünnt mit verschiedenen Phospholipiden (s. Tab. 2.7) bei 37 °C für 3 h 
inkubiert und die Freisetzung der freien Fettsäuren (FFA) bestimmt. Die Daten sind repräsentativ für 






In diesem Zusammenhang war es ebenfalls interessant zu untersuchen, wie hoch die 
Konzentration von PlaB pro Zelle in der späten exponentiellen/Anfang der stationären Phase ist. 
Dazu wurde eine L. pneumophila Wildtyp Kultur bis OD660 ~1.9 angezogen. Zur Bestimmung der 
kolonieformenden Einheiten (CFU) pro ml wurde die Kultur mit einer Verdünnung von 10-7 
ausplattiert. Die Auswertung ergab einen Wert von 2,92 x 1011 CFU/ml. Eine anschließende α-
PlaB Western Blot Analyse der Legionella-Kultur und dem gereinigten Strep-PlaB als 
Vergleichswert ermöglichte die Berechnung der Proteinmenge (s. Abb. 3.20). Mit dem Programm 
ImageJ wurden zunächst die Intensitäten der Signale von gereinigtem Strep-PlaB und die des 
Wildtyp Zelllysates ermittelt. Ein anschließender Vergleich zu der bekannten eingesetzten 
Proteinmenge von Strep-PlaB ergab eine PlaB-Menge von 5,7 x 10-12 µg bzw. 64 Monomeren pro 
Zelle. Literaturangaben zufolge haben Legionellen in etwa einen Durchmesser von ~0,5 µm und 
eine Länge von ~1,5 µm (Faulkner & Garduño, 2013). Mit diesen Größenverhältnissen würde 
PlaB in einer errechneten Konzentration von 0,35 µM pro Zelle und damit nach den Ergebnissen 
der AUZ als ein Gemisch aus Dimer und Tetramer vorkommen. Es ist anzumerken, dass diese 
Methode nur semiquantitativ ist und eine obere Abschätzung ermöglicht, da das Verhältnis 




Abb. 3.20: Konzentrationsbestimmung von PlaB pro Legionella-Zelle. Eine L. pneumophila (Lpn) Corby 
Wildtyp (WT) Kultur wurde bis zu einer OD660 von ~1.9 kultiviert. Die Bestimmung der kolonieformenden 
Einheiten (CFU) erfolgte mittels Acolyte. Mit Hilfe eines α-PlaB Western Blots und einer densitometrischen 
Analyse der Signalstärke (mittels ImageJ) wurde die Konzentration von PlaB im WT bestimmt. Als Standard 











3.4 Untersuchungen zur Lokalisation von PlaB  
PlaB wurde bereits in der Vergangenheit als stärkste zellassoziierte PLA-Aktivität in Legionella 
charakterisiert (Flieger et al., 2004). Weiterführende Studien zur Lokalisation konnten das Protein 
nur anhand der enzymatischen Aktivität der äußeren Membran des Bakteriums zuordnen, da bis 
dato noch kein funktionierender α-PlaB Antikörper zur Verfügung stand (Schunder et al., 2010). 
Im Rahmen dieser Arbeit war es nun möglich, Lokalisationsexperimente mittels immunologischer 
Proteindetektion durchzuführen. Da das Protein verstärkt in der späteren Wachstumsphase 
detektiert werden konnte (s. 3.3), wurden für diese Analysen L. pneumophila Corby 
Flüssigkulturen mit einer OD660 ~1.9 geerntet. Die anschließend durchgeführte Fraktionierung des 
Zelllysates mittels Ultrazentrifugation wurde mit Hilfe des α-PlaB Antikörpers im Western Blot 
analysiert. Eine erste Trennung der zytosolischen von der Membranfraktion zeigte, dass PlaB 
überwiegend in der pelletierten Membranfraktion detektiert wurde (Abb. 3.21 A). Als 
Kontrollproteine wurden ebenfalls das äußere Membranprotein MOMP (Krinos et al., 1999, 
Gabay et al., 1985, Vranckx et al., 2007) und das zytosolische Chaperon DnaK (Vranckx et al., 
2007, Amemura-Maekawa & Watanabe, 1997) mittels spezifischer Antikörper im Western Blot 
detektiert. Diese Markerproteine bestätigten die Trennung der zytosolischen von der 
Membranfraktion, da der α-MOMP Antikörper ein deutliches Signal in der pelletierten Fraktion 
(P) zeigte und im Fall von DnaK ein Signal in der Überstandsfraktion (ÜS) erhalten wurde (Abb. 
3.21 A). Wie zu erwarten war, konnten alle drei Proteine im Ausgangslysat (L) nachgewiesen 
werden. Zusätzlich wurde der Kulturüberstand mittels α-PlaB Western Blot überprüft, wobei kein 
Signal detektiert wurde (Daten nicht gezeigt). Die Fraktionen wurden im Anschluss auf 
enzymatische Aktivität getestet, um das Vorkommen von PlaB zu bestätigen. In Abbildung 3.21 B 
wird ersichtlich, dass alle drei Fraktionen sowohl PLA- als auch LPLA-Aktivität aufwiesen. Im 
Vergleich zur zytosolischen Fraktion (ÜS) wurde eine größere Menge an FFA in der 
Membranfraktion (P) detektiert, was mit der Menge an PlaB im Western Blot korrelierte (Abb. 
3.21 A und B). Um in Erfahrung zu bringen, ob das PlaB-Protein an der äußeren Membran 
lokalisiert ist, wurde ein zweiter Ultrazentrifugationsschritt durchgeführt. Für die zweite Trennung 
wurde mit dem Zelllysat der L. pneumophila Corby plaB1 (pJB04) Komplementante gearbeitet, 
da beim Wildtyp die Signale im α-PlaB Western Blot nicht ausreichend detektierbar waren. Vor 
dem zweiten Ultrazentrifugationsschritt wurde das Membranpellet in mit 2% Triton X-100 
versetztem HEPES-Puffer resuspendiert. Triton X-100 ist ein nichtionisches Detergenz, welches 
zur Lösung von Proteinen der inneren Membran Gram-negativer Bakterien und somit zur 
Trennung von Proteinen der äußeren und inneren Membran eingesetzt wird (Roy & Isberg, 1997). 
Die Western Blot Analyse in Abbildung 3.21 C verdeutlicht, dass PlaB sowohl in der Triton-





äußere Membranfraktion) vorkam, wohingegen MOMP in der OM und LepB, eine 
Signalpeptidase der inneren Membran (De Buck et al., 2008, Lammertyn et al., 2004, Vranckx et 
al., 2007), in der IM detektiert wurde. DnaK konnte, wie bereits gezeigt, in der zytosolischen 
Fraktion nachgewiesen werden (Abb. 3.21 A und C). Darüber hinaus konnte ein starkes PlaB-
Signal in der ÜS-Fraktion der Komplementante festgestellt werden.  
Die Ergebnisse der zellulären Fraktionierungsexperimente bestätigten die früheren Aktivitätsdaten 
zur Lokalisation, in denen PlaB als ein membranassoziiertes Protein beschrieben wurde (Schunder 
et al., 2010). Die Trennung der äußeren von der inneren Membran zeigte jedoch, dass PlaB in 
beiden Kompartimenten detektiert werden konnte, was durch die Überexpression von PlaB 
bedingt sein könnte. Dies ist gegensätzlich zu früheren Aktivitätsstudien, bei welchen PlaB nur in 
der Fraktion der äußeren Membran gefunden wurde (Schunder et al., 2010). 
 
 
Abb. 3.21: Lokalisationsanalyse von PlaB mittels Ultrazentrifugation. A) Das L. pneumophila Corby 
Wildtyp (WT) Zelllysat (L) wurde mittels Ultrazentrifugation in zytosolische (ÜS) und Membranfraktion (P) 
getrennt. 20 µl jeder Fraktion wurden mittels Western Blot gegen PlaB, MOMP und DnaK untersucht. B) Die 
L. pneumophila Corby WT Fraktionen wurden in den angegebenen Verdünnungen mit verschiedenen 
Phospholipiden (siehe Tab. 2.7) bei 37 °C für 1 h inkubiert und die Freisetzung der freien Fettsäuren (FFA) 
bestimmt. C) Die membranassoziierte Fraktion der plaB exprimierenden L. pneumophila Corby plaB1 (pJB04) 
Komplementante wurde mittels eines zweiten Ultrazentrifugationsschrittes in eine Triton X-100-lösliche (IM = 
Proteine der inneren Membran) und unlösliche Fraktion (OM = Proteine der äußeren Membran) getrennt. 
Western Blot Analysen von je 20 µl pro Fraktion erfolgten mittels α-PlaB, α-DnaK (zytosolischer Marker), α-
LepB (Markerprotein der inneren Membran) und α-MOMP (Markerprotein der äußeren Membran). Die Daten 




Um diese Beobachtungen zu verifizieren wurden weitere Experimente zur Lokalisation von PlaB 
durchgeführt. Dazu wurden zelloberflächenassoziierte Proteine von intakten L. pneumophila 
Corby Wildtypzellen mittels des Biotinylierungsreagenzes Sulfo-NHS-SS-biotin markiert. Dieses 
wasserlösliche Reagenz eignete sich besonders gut, da die Sulfonatgruppe von Sulfo-NHS-SS-
biotin die Permeation durch die äußere Membran verhindert. Die kovalente Bindung des Biotins 





Proteine aus den anschließend aufgeschlossenen Zellen über eine Neutravidin-konjugierte 
Agarose. Als spezifische Kontrollen wurden L. pneumophila Corby Wildtypzellen ohne 
Biotinylierungsreaktion und L. pneumophila Corby plaB1 Mutantenzellen mitgeführt. Die 
anschließende Analyse der Zelllysate (L) und der Neutravidin-Agarose (B) mittels Western Blot 
zeigte ein schwaches Signal der B-Fraktion mit dem α-PlaB Antikörper im Fall der Wildtypzellen, 
wohingegen bei den Wildtypzellen ohne Biotinylierungsreaktion und bei der plaB-Mutante kein 
Signal erschien (Abb. 3.22). Das integrale Protein der äußeren Membran MOMP konnte ebenfalls 
in der B-Fraktion nach erfolgter Biotinylierungsreaktion detektiert werden (Abb. 3.22). Im 
Gegensatz dazu waren das Protein der inneren Membran LepB und das zytosolische Protein DnaK 
nicht für das Biotinylierungsreagenz zugänglich, da im Western Blot mit den spezifischen 
Antikörpern kein Signal in der B-Fraktion detektiert wurde (Abb. 3.22). Alle Proteine konnten im 
kruden Zelllysat detektiert werden. Diese Analyse zeigte, dass PlaB und MOMP für Sulfo-NHS-




Abb. 3.22: Lokalisationsanalyse von PlaB mittels Biotinylierung oberflächenassoziierter Proteine. Intakte 
Zellen von L. pneumophila Wildtyp und plaB-Mutante wurden mit Sulfo-NHS-SS-biotin markiert. Die Biotin-
markierten Proteine der Zelllysate wurden mittels Neutravidin-konjugierter Agarose isoliert. 20 µl der jeweiligen 
Zelllysat- (L) und der Neutravidin-Agarose-Fraktion (B) wurden mittels α-PlaB, α-MOMP, α-LepB und α-DnaK 
Western Blot analysiert. L. pneumophila Wildtypzellen (Lpn WT), welche nicht mit dem Biotinylierungsreagenz 
inkubiert wurden, dienten als Kontrolle. Die Daten sind repräsentativ für drei unabhängige Experimente. 
 
 
Weiterhin wurde die Zugänglichkeit von PlaB für eine von außen zugesetzte Protease überprüft. 
Als Protease eignete sich Proteinase K, da diese Serinprotease Peptidbindungen sowohl am Ende 
als auch im Inneren von Proteinen angreift. L. pneumophila Corby Wildtypzellen und Zellen der 
Komplementante wurden aus der späten exponentiellen/Anfang stationäre Phase mit Proteinase K 
für den angegebenen Zeitraum von 0 bis 90 min bei 37 °C inkubiert. Zur Kontrolle der Vitalität 
der Zellen wurde je ein Aliquot vor der Proteinase K-Zugabe und nach 90-minütiger Inkubation 





Untersuchung der Bakterienzellen sollte belegt werden, dass ein Großteil der Bakterienzellen 
intakt blieb, sodass die Protease ihre Aktivität nur gegen oberflächenassoziierte Proteine richten 
konnte. Die anschließende Inaktivierung der Protease mit PMSF sollte verhindern, dass Proteinase 
K nach der Lyse der Zellen Proteine des Zytosols und der inneren Membran verdaut.  
Eine quantitative Auswertung der mikroskopischen Analyse zeigte, dass im Durchschnitt 91% der 
Wildtypzellen bzw. 95% der Komplementantenzellen vor der Inkubation mit Proteinase K (0 min) 
und 86% der Wildtypzellen bzw. 88% der Komplementantenzellen nach 90-minütiger Inkubation 
mit Proteinase K grün fluoreszierten. Anhand der Abbildung 3.23 A wird beispielhaft ersichtlich, 
dass der größte Teil der Zellen grün fluoreszierte, was auf intakte Membranen dieser Bakterien 
hinwies. Die Western Blot Analyse in Abbildung 3.23 B zeigt, dass mit zunehmender 
Inkubationsdauer der L.pneumophila Wildtyp- und Komplementantenzellen mit Proteinase K die 
Signalstärke für PlaB abnahm. Die Quantifizierung der α-PlaB Western Blot Banden bestätigte 
diese Beobachtung. Im Fall der Wildtypzellen nahm die Intensität schon nach 30 min um 75% 
und im Fall der Komplementante um 70% ab und blieb dann bis 90 min konstant (Abb. 3.23 B). 
Im Gegensatz dazu blieben die Signalstärken von DnaK und LepB im Western Blot relativ 
konstant, was sich ebenfalls in der Quantifizierung widerspiegelte. Die Bandenstärke des 
integralen MOMP-Proteins der äußeren Membran änderte sich nur geringfügig (Abb. 3.23 B). 
Diese Beobachtungen zeigten, dass nur PlaB für die Proteinase K zugänglich war, jedoch nicht 
LepB oder DnaK. 
Zusammenfassend deuten die Daten der Lokalisationsstudien darauf hin, dass PlaB hauptsächlich 
auf der Oberfläche der äußeren Membran von L. pneumophila vorkommt, da PlaB sowohl für 
Proteinase K als auch für das Biotinylierungreagenz zugänglich war. Dagegen war MOMP, ein 
integrales Protein der äußeren Membran, hauptsächlich für die Biotinylierung zugänglich. 
Wiederum konnten das zytosolische Chaperon DnaK und LepB, ein Protein der inneren 







Abb. 3.23: Lokalisationsanalyse von PlaB mittels Proteinase K-Degradation. Intakte Zellen von 
L. pneumophila Corby Wildtyp (Lpn WT) und L. pneumophila Corby plaB1 (pJB04) Komplementante (Lpn 
plaB1 (pJB04)) wurden mit Proteinase K bei 37 °C für 0 bis 90 min inkubiert und anschließend mittels PMSF 
behandelt. A) Mikroskopische Aufnahme einer Lebend/Tod-Färbung von L. pneumophila Corby Wildtyp und 
L. pneumophila Corby plaB1 (pJB04) Komplementante vor der Proteinase K-Zugabe und nach 90-minütiger 
Inkubation. Als Zeichen für vitale Zellen fluoresziert das Syto 9 Reagenz grün, nachdem es passiv die Membran 
penetriert und an die DNA bindet. Das nicht membrangängige, rot fluoreszierende Propidiumiodid penetriert nur 
über beschädigte Membranen und bindet dann an DNA, was als Anzeichen für tote Zellen gewertet wird. B) In 
Western Blot Analysen wurden je 20 µl Zellsuspension mittels α-PlaB, α-MOMP, α-LepB und α-DnaK 
Antikörper untersucht. Die Signale von LepB, PlaB und DnaK wurden zusätzlich mit dem Programm ImageJ 
quantifiziert (http://rsb.info.nih.gov/ij). Die Daten sind repräsentativ für drei unabhängige Experimente, wobei 





3.5 Untersuchungen zur Sekretion von PlaB 
Die in Abschnitt 3.4 beschriebenen Ergebnisse zur Lokalisation deuten darauf hin, dass das PlaB-
Protein exponiert auf der Oberfläche von L.pneumophila vorkommt. Im Folgenden stellte sich die 
Frage, wie das Protein sekretiert wird. Für Legionella sind bisher die putativen Sekretionssysteme 
vom Typ I (Lss), Typ IVA (Lvh, Trb-1, Trb-2) und Typ V (Autotransporter) sowie die zwei 
Sekretionsmaschinerien vom Typ II (Lsp) und Typ IVB (Dot/Icm) bekannt. Bisherige Studien zu 
diesem Thema konnten wiederum nur über die enzymatische Aktivität getesteter 
Sekretionsmutanten die Sekretionswege vom Typ I, II, IVB und das Tat-Sekretionssystem für 
PlaB ausschließen (Schunder et al., 2010). Zudem wurde kein putatives Signalpeptid für PlaB 
vorhergesagt (s. 3.1.1). Im Rahmen dieser Arbeit sollten die bisherigen Erkenntnisse mittels des 
spezifischen α-PlaB Antikörpers verifiziert werden.  
3.5.1 Analyse verschiedener Sekretionsmutanten von L. pneumophila 
Zunächst wurden die zur Verfügung stehenden Sekretionsmutanten mittels des Proteinase K-
Verdaus untersucht, welcher für die Lokalisationsstudien etabliert wurde. Dazu wurden 
L. pneumophila Corby und JR32 Wildtypzellen sowie Zellen der tatC, lssB (T1SS), lspDE 
(T2SS), lvh (T4ASS), dotA (T4BSS), dotB (T4BSS), dotB/lvh (T4A/BSS) Sekretionsmutanten aus 
der späteren Wachstumsphase (OD660 ~1.9) mit Proteinase K für 60 min bei 37 °C inkubiert und 
das Enzym anschließend mit PMSF inaktiviert. Anschließend wurden die Zellen mittels α-PlaB 
Western Blot analysiert. Die Detektion von LepB und DnaK diente als interne Kontrolle.  
In Abbildung 3.24 wird ersichtlich, dass bei allen Sekretionsmutanten nach 60-minütiger 
Inkubationszeit mit Proteinase K das PlaB-Signal deutlich abnahm. Im Vergleich dazu blieben die 
Signale der 0- und 60-minütigen Inkubationszeit für LepB und DnaK gleich stark.  
 
 
Abb. 3.24: Sekretionsanalyse von PlaB mittels Proteinase K-Degradation bei verschiedenen 
Sekretionsmutanten. Intakte Zellen von L. pneumophila Corby Wildtyp (Lpn Corby WT) und den isogenen 
Sekretionsmutanten tatC, lssB (T1SS), lspDE (T2SS) sowie von L. pneumophila JR32 Wildtyp (Lpn JR32 WT) 
und den isogenen Sekretionsmutanten lvh (T4ASS), dotA (T4BSS), dotB (T4BSS), dotB/lvh (T4BSS) wurden 
auf  ihre Zugänglichkeit für Proteinase K getestet. Es wurden je 20 µl Zellsuspension vor (0 min) bzw. nach der 
60-minütigen Inkubation mit Proteinase K bei 37 °C und anschließender PMSF-Inaktivierung mittels α-PlaB 
Western Blot analysiert. Als Kontrollen wurden LepB und DnaK mitgeführt. Die Daten sind repräsentativ für 





Im Vergleich zu den anderen Stämmen fällt jedoch auf, dass die Signale im Fall der lspDE-
Mutante sehr schwach waren. Aufgrund dieser Beobachtung wurde das Zelllysat der Typ II-
Sekretionsmutante näher untersucht. Zunächst wurde eine Flüssigkultur der lspDE-Mutante bis zu 
einer optischen Dichte von OD660 ~1.9 angezogen und im Anschluss je 2 Fraktionen geerntet. Ein 
Pellet wurde unmittelbar in SDS-Probenpuffer bei 95 °C für 10 min inkubiert. Das zweite Pellet 
wurde in mit Lysozym versetztem Tris-Puffer lysiert. Beide Proben wurden mit Hilfe des α-PlaB 
Antikörpers im Western Blot untersucht. Abbildung 3.25 A verdeutlicht, dass bezüglich des 
hitzeinaktivierten Pellets ein schwaches PlaB-Signal detektiert wurde (linker Blot, Bahn 2), 
wohingegen das zuerst lysierte und nach etwa 2 h mit SDS-Probenpuffer aufbereitete Lysat kein 
Signal zeigte. Des Weiteren wurden die Zelllysate der lspDE-Mutante und des L. pneumophila 
Wildtyps zusammen inkubiert und mittels α-PlaB Western Blot analysiert (Abb. 3.25 A, Spuren 3 
und 4). Das Wildtyp Zelllysat allein diente hierbei als Kontrolle. Wie in Abbildung 3.25 A 
verdeutlicht, konnte hinsichtlich der zusammen inkubierten Lysate kein PlaB-Signal detektiert 
werden, wohingegen bei der Kontrolle dieses Signal auftrat. 
 
 
Abb. 3.25: Analyse des Zelllysates der lspDE (T2SS) Sekretionsmutante mittels α-PlaB Western Blot und 
Dünnschichtchromatographie. A) Western Blot Untersuchungen von L. pneumophila Lysaten mittels α-PlaB 
Antikörper. Die Zellpellets einer Kultur von L. pneumophila Corby lspDE-Mutante wurden zum einen in SDS-
Probenpuffer resuspendiert und sofort bei 95 °C inkubiert (Bahn 2) und zum anderen in mit Lysozym versetztem 
Tris-Puffer lysiert (Bahn 1). Des Weiteren wurde L. pneumophila Corby Wildtyp Zelllysat mit Zelllysat der 
lspDE-Mutante inkubiert (Bahn 3). Als Kontrolle diente L. pneumophila Corby Wildtyp Zelllysat (Bahn 4). B) 
Dünnschichtchromatographische Analyse der Zelllysate der L. pneumophila Corby lspDE-Mutante. Der krude 
Extrakt wurde zunächst mit PG und Cholesterol bei 37 °C  inkubiert. Nach erfolgter Lipidextraktion wurden die 
Proben mittels Dünnschichtchromatographie auf die Bildung von Cholesterolestern hin untersucht. Als 
Positivkontrolle wurde einem Ansatz aus E. coli BL21 gereinigtes ProA-His zugesetzt (+). Standards: C = 






Es stellte sich die Frage, welche Ursache für das Degradieren der Proteine im kruden Zelllysat der 
lspDE-Mutante verantwortlich sein könnte. Die Zink-Metalloproteinase ProA, welche über das 
Typ II-Sekretionssystem abgegeben wird, wurde bereits mehrfach mit der Prozessierung oder 
Degradation sekretierter Proteine in Zusammenhang gebracht (Rossier et al., 2008, Lang et al., 
2012, Banerji et al., 2008, Banerji et al., 2005, McCoy-Simandle et al., 2011, Conlan et al., 1988, 
Hell et al., 1993). In der lspDE-Mutante wird die Sekretion jedoch unterdrückt und ProA 
akkumuliert innerhalb der Zelle (Hales & Shuman, 1999, Rossier & Cianciotto, 2001). In der 
Vergangenheit konnte mittels Dünnschichtchromatographie (DC) gezeigt werden, dass PlaC 
durch ProA aktiviert wird (Lang et al., 2012). Daher wurde das Zelllysat der lspDE-Mutante 
mittels DC auf Freisetzung von Cholesterolpalmitat (CP) und Cholesterolpropionat (CPP) 
getestet, was ein Zeichen für die Acyltransferaseaktivität von mit ProA aktiviertem PlaC ist (Lang 
et al., 2012). Als Positivkontrolle wurde dem Zelllysat aus E. coli BL21 gereinigte ProA 
zugesetzt, welche von Frau Dr. C. Lang zur Verfügung gestellt wurde (Lang et al., 2012). 
Abbildung 3.25 B zeigt, dass die Inkubation des Zelllysates mit den Substraten von PlaC, PG und 
Cholesterol, zur Detektion der charakteristischen PlaC-Produkte CP und CPP führte. Dies war 
unabhängig von der Zugabe von gereinigtem ProA. Ein vergleichbares Ergebnis konnte mit der 
Positivkontrolle, nach ProA-Addition, gezeigt werden. Dieses Resultat verdeutlicht, dass in dem 
Zelllysat der Typ II-Sekretionsmutante Acyltransferaseaktivität nachweisbar war und deutet 
ebenfalls darauf hin, dass neben PlaC die Protease ProA ihre Aktivität entfaltet. Somit liegt es 
nahe, dass das zellassoziierte PlaB-Protein von ProA degradiert wurde.  
Zusammengefassend zeigten die Daten der analysierten Sekretionsmutanten zur Untersuchung der 
Sekretion von PlaB, dass PlaB in allen getesteten Mutanten für Proteinase K zugänglich war und 
sich somit auf der Oberfläche der tatC, lssB (T1SS), lspDE (T2SS), lvh (T4ASS), dotA (T4BSS), 
dotB (T4BSS), dotB/lvh (T4BSS) Sekretionsmutanten befindet. Diese Sekretionssysteme sind 
vermutlich nicht essentiell für den Export und die nachfolgende Exposition von PlaB auf der 
Zelloberfläche. 
 
3.5.2 Sekretionsanalysen N- und C-terminal verkürzter Varianten von PlaB 
Bisher konnte im Rahmen dieser Arbeit kein Sekretionssystem für die Translokation von PlaB 
identifiziert werden. Aus diesem Grund sollten im Folgenden N- und C-terminale 
Proteinregionen, welche für die Sekretion eine wichtige Rolle spielen könnten, untersucht werden. 
Es bestand damit die Möglichkeit, Hinweise auf den zugrunde liegenden Sekretionsmechanismus 
von PlaB zu bekommen. Zu diesem Zweck wurden drei N-terminal und fünf C-terminal trunkierte 
Varianten sowie eine C-/N-terminal verkürzte plaB-Version in das pBCKS-Plasmid inseriert (s. 





mittels des endogenen Promoters konstitutiv zu exprimieren. Als Positivkontrolle wurde das 
pJB04-Plasmid mitgeführt, welches das plaB-Gen mit endogenem Promoter im pBCKS-Plasmid 
besitzt. L. pneumophila Corby plaB1 Kulturen, welche C- und N-terminal trunkierte PlaB-
Varianten sowie PlaB exprimierten, wurden bei einer OD660 von ~1.9 geerntet. Für einen ersten 
Hinweis der Lokalisation der verkürzten Varianten wurden die Zelllysate der neun Stämme 
mittels Ultrazentrifugation in Membranfraktion (P) und zytosolische Fraktion (ÜS) getrennt. Als 
Kontrolle wurde das Volllängenkonstrukt mitgeführt, sowie die Proteine MOMP für die 
Membranfraktion und DnaK für die zytosolische Fraktion. 
 
 
Abb. 3.26: Schematische Übersicht der untersuchten N- und C-terminal verkürzten PlaB-Varianten in 
Hinblick auf Sekretion. Es wurden N- und C-terminal verkürzte PlaB-Varianten kloniert (pKK48-51, pKK54-
55, pKK58-60), um Proteinbereiche zu identifizieren, die putative Sekretionssignale tragen könnten. Die Zahlen 
geben die Anfang- bzw. Endaminosäuren der Proteinvarianten an. Beim Volllängenkonstrukt wurden die 
Bereiche des aktiven Zentrums mit den entsprechenden Sequenzmotiven eingezeichnet. Der N-terminale Bereich 
ist als weißer Balken und der C-terminale Bereich ist als grauer Balken gekennzeichnet. Die letzten 15 
Aminosäuren, welche für die Aktivität eine wichtige Rolle spielen, sind als schwarzer Balken im C-terminalen 
Bereich hervorgehoben. MG = Molekulargewicht. 
 
Die anschließende Detektion mit dem α-PlaB Antikörper im Western Blot zeigte, dass alle 
Konstrukte sowohl in der zytosolischen als auch in der Membranfraktion zu finden waren (Abb. 
3.27). Da das PlaB-Signal in der Pelletfraktion etwas stärker war, scheint das PlaB-
Volllängenkonstrukt, wie in Abschnitt 3.4, überwiegend in der Membranfraktion vorzuliegen 
(vergleiche Abb. 3.21 A und C). Die drei trunkierten Varianten PlaBaa21-474, PlaBaa1-424 und PlaBaa1-
373 verhielten sich wie das Volllängenprotein. Alle anderen Konstrukte wurden verstärkt in der 
zytosolischen Fraktion detektiert. Die Ergebnisse des Fraktionierungsexperimentes deuten an, 





Einfluss auf die Translokation und somit die Exposition von PlaB an der Oberfläche haben. Um 
diese Beobachtung zu verifizieren, wurde im Folgenden die Zugänglichkeit der verkürzten PlaB-
Varianten für Proteinase K getestet. 
Legionella-Kulturen mit den konstitutiv exprimierten PlaB-Varianten bzw. PlaB wurden bei einer 
OD660 von ~1.9 geerntet und mit Hilfe der Proteinase K-Degradation auf ihre 
Oberflächenpräsentation hin überprüft. Der etablierte Versuchsansatz wurde wie bei der Analyse 
der Sekretionsmutanten durchgeführt (siehe 3.5.1). 
 
 
Abb. 3.27: Untersuchung zur Sekretion von PlaB mittels einfacher Fraktionierung N- und C-terminal 
verkürzter PlaB-Varianten in L. pneumophila Corby plaB1. Zelllysate von L. pneumophila Corby plaB1, 
welche C- und N-terminal trunkierte PlaB-Varianten (pKK48-51, pKK54-55, pKK58-60) sowie PlaB (pJB04) 
exprimierten, wurden mittels Ultrazentrifugation in zytosolische (ÜS) und Membranfraktion (P) getrennt. 20 µl 
jeder Fraktion wurde mittels Western Blot gegen PlaB, MOMP und DnaK untersucht. Die Daten sind 
repräsentativ für mindestens zwei unabhängig durchgeführte Experimente. 
 
Die Untersuchung mittels des α-PlaB Antikörpers im Western Blot zeigte, dass die N-terminale 
Verkürzung von 20 Aminosäuren, die C-terminalen Verkürzungen von 15, 50 und 100 
Aminosäuren keinen signifikanten Unterschied im Expositionsverhalten zum Volllängenkonstrukt 
zeigten (Abb. 3.28 A). Die Zugänglichkeit dieser vier PlaB-Varianten für Proteinase K war 
vergleichbar mit der des Wildtyps (Abb. 3.28 A). Im Gegensatz dazu waren die um 50 
Aminosäuren N-terminal  verkürzte Variante sowie die um 150 und 170 Aminosäuren C-terminal 
trunkierten PlaB-Varianten signifikant schlechter zugänglich für die Protease. Die Variante mit 
der N- und C-terminalen Verkürzung (PlaBaa51-302) verhielt sich wie PlaBaa51-474 und vergleichbar 
zu der PlaBaa1-302-Variante, deren Signalintensität nach 60-minütiger Inkubation mit Proteinase K 
geringfügig stärker war. Der Legionella-Stamm, der nur den C-terminalen Bereich exprimierte 
(PlaBaa303-474), zeigte eine fast vollständige Unzugänglichkeit der Proteinase K zur verkürzten 
PlaB-Variante (Abb. 3.28 A), was darauf hindeutet, dass der C-Terminus für die Translokation 
nicht ausreichend ist. Als Kontrolle für die Intaktheit der Zellen wurde wiederum DnaK im 
Western Blot detektiert, welche bei allen Stämmen nach 60-minütiger Inkubation mit 






Abb. 3.28: Untersuchung zur Sekretion von PlaB mittels Proteinase K-Degradation N- und C-terminal 
verkürzter PlaB-Varianten in L. pneumophila Corby plaB1. A) Intakte Zellen von L. pneumophila Corby 
plaB1, welche C- und N-terminal trunkierte PlaB-Varianten (pKK48-51, pKK54-55, pKK58-60) sowie PlaB 
(pJB04) exprimierten, wurden auf die Zugänglichkeit von Proteinase K getestet. Es wurden je 20 µl 
Zellsuspension vor (0 min) bzw. nach 60-minütiger Inkubation mit Proteinase K bei 37 °C und anschließender 
PMSF-Inaktivierung mittels α-PlaB Western Blot analysiert. Als Kontrolle wurde DnaK detektiert. Die Signale 
von PlaB (oben) und DnaK (unten) wurden zusätzlich mit dem Programm ImageJ quantifiziert 
(http://rsb.info.nih.gov/ij). Die Daten sind repräsentativ für drei unabhängige Experimente, wobei die 
Quantifizierung die drei Experimente mittelt. T-Test (** P <0.01, *** P <0.001, n=3). B) L. pneumophila Corby 
plaB1 Zelllysate mit den exprimierten N- bzw. C-terminal verkürzten PlaB-Varianten sowie PlaB wurden auf 
enzymatische Aktivität hin überprüft. Die Zelllysate wurden 1:100 verdünnt mit verschiedenen Phospholipiden 
(siehe Tab. 2.7) bei 37 °C für 30 min inkubiert und die Freisetzung der freien Fettsäuren (FFA) bestimmt. Das 
Zelllysat von L. pneumophila Corby Wildtyp (WT) wurde zum Vergleich 1:25 verdünnt und mitgeführt. Die 






Zusammenfassend zeigten die Daten, dass mit zunehmender Verkürzung von PlaB die 
Zugänglichkeit für Proteinase K abnahm und somit die Translokationseffizienz vermutlich sank. 
Es deutete sich an, dass die Proteinregionen zwischen der 21. und 50. bzw. der 302. und 323. 
Aminosäure wichtig für die Translokation des Proteins sind. 
Die neun Legionella-Stämme, welche die trunkierten PlaB-Varianten exprimierten, wurden 
zudem auf phospholipolytische Aktivität getestet. Keines der verkürzten PlaB-Proteine wies 
messbare PLA- oder LPLA-Aktivitäten auf (Abb. 3.28 B). Die in dieser Arbeit bereits untersuchte 
C-terminal verkürzte PlaB-Variante PlaBaa1-459 (vergleiche Abschnitt 3.1.2.1 Abb. 3.3) zeigte 
lediglich ~15% PG-abhängige PLA-Aktivität verglichen zur Aktivität des Volllängenproteins. 
Dieses Ergebnis verdeutlicht, dass sowohl der N-terminale Bereich (die ersten 50 Aminosäuren) 
als auch der C-terminale Bereich wichtig für die enzymatische Aktivität des Proteins sind.  
 
3.5.3 N-terminale Sequenzierung von PlaB 
Die in silico Analyse bezüglich eines putativen Signalpeptides im N-terminalen Bereich des 
Proteins (vergleiche Abschnitt 3.1.1) gab keinen Hinweis auf eine solche Peptidsequenz, die 
Voraussetzung für eine Sekretion über das Tat- oder Sec-Translokationssystem wäre. Um diese 
Information zu untermauern, wurde im Rahmen dieser Arbeit eine N-terminale Sequenzierung des 
in L. pneumophila Corby plaB1 (pKK43) exprimierten PlaB-Strep durchgeführt.  
Zu diesem Zweck wurde plaB mit einer C-terminalen Strep-Fusion in das pBCKS-Plasmid 
kloniert. Die entsprechende Legionella-Kultur wurde bei einer OD660 von 1.9 geerntet und aus 
dem Zelllysat das Strep-fusionierte PlaB-Protein mittels StrepTactin-Sepharose isoliert. Eine 
Ausgangsmenge von 200 pmol gereinigtem PlaB-Strep der Elutionsfraktion wurde auf eine 
PVDF-Membran geblottet und in Kooperation mit Beate Jaschok-Kentner (Molekulare 
Strukturbiologie, HZI, Braunschweig) mittels Edman-Abbau analysiert. Es konnte nur eine N-
terminale Sequenz bei dieser Analyse festgestellt werden, welcher der Anfangssequenz von PlaB 
entsprach (Abb. 3.29 A). Da keine N-terminale Verkürzung von PlaB detektiert werden konnte, 
ist das Vorhandensein eines Signalpeptides oder einer N-terminalen Prozessierung von PlaB als 
unwahrscheinlich einzustufen. Das Zelllysat der L. pneumophila Corby plaB1 (pKK43) Kultur 
wurde zudem mittels Ultrazentrifugation in zytosolische und Membranfraktion getrennt, um 
festzustellen, ob sich das Strep-fusionierte Protein wie das Wildtypkonstrukt verhält. Die Western 
Blot Analyse in Abbildung 3.29 B verdeutlicht, dass PlaB-Strep sowohl in der zytosolischen als 
auch in der Membranfraktion detektiert wurde und somit analog zum Wildtypprotein sekretiert 






Abb. 3.29: Analyse der ersten 20 Aminosäuren von PlaB mittels Edman-Abbau. A) In L. pneumophila 
Corby plaB1 (pKK43) exprimiertes und gereinigtes PlaB mit C-terminaler Strep-Fusion wurde mittels N-
terminaler Sequenzierung untersucht. Das Coomassie-gefärbte SDS-Gel zeigt die Elutionsfraktion (1) der 
affinitätschromatographischen Reinigung mittels StrepTactin-Sepharose (links). Rechts ist die Sequenz der 
ersten 20 Aminosäuren nach dem Edman-Abbau gezeigt. B) Western Blot Analyse der Fraktionierung des 
Zelllysates von L. pneumophila Corby plaB1 (pKK43) in zytosolische (ÜS) und Membranfraktion (P) mittels α-
PlaB, α-MOMP und α-DnaK Antikörper. 
 
3.6 Funktionelle Analyse von PlaB - Zusammensetzung der Membranlipide in 
L. pneumophila 
Die vorangegangenen Abschnitte beschäftigten sich mit der biochemischen und strukturellen 
Charakterisierung von PlaB sowie mit der Lokalisation und Sekretion dieser PLA. Dabei 
kristallisierte sich heraus, dass das Protein in Abhängigkeit von der Konzentration als Monomer, 
Dimer bzw. Tetramer vorliegt und hauptsächlich auf der Zelloberfläche exponiert ist. Jedoch gibt 
es noch keine Informationen über die Funktion von PlaB. Phospholipasen können auf 
unterschiedliche Weise zur Pathogenität eines Bakteriums beitragen. Aus der Literatur ist 
bekannt, dass diese Enzyme Membranen bzw. Zellen mittels ihrer zytolytischen Eigenschaften 
zerstören oder Signalkaskaden innerhalb der Wirtszelle manipulieren können (s. 1.4; (Kuhle & 
Flieger, 2014)). Bisher konnte in Bezug auf PlaB gezeigt werden, dass plaB-Mutanten in 
Infektionsmodellen, wie Makrophagen und Amöben, keine Attenuierung im Vergleich zum 
Wildtyp aufweisen (Bender et al., 2009, Flieger et al., 2004). Allerdings konnte anhand des 
Meerschweinchenmodells demonstriert werden, dass die plaB-Mutante im Vergleich zum Wildtyp 





der Milz beeinträchtigt war. Darüber hinaus konnte eine partielle Zerstörung des Lungengewebes 
im Fall des Wildtypbakteriums und nur eine geringfügige Beeinträchtigung durch die plaB-
Mutante festgestellt werden (Schunder et al., 2010). PlaB wird demnach eine wichtige Rolle als 
Virulenzfaktor zugeordnet (Kuhle & Flieger, 2014). Durch Phospholipasen besteht, neben der 
Beeinflussung der Wirtszelle, ebenfalls die Möglichkeit, dass die eigene bakterielle Membran zur 
Adaptation an Umweltbedingungen verändert wird. Daher war es von Interesse zu erfahren, ob 
die zellassoziierte PLA PlaB die Zusammensetzung der Legionella-Membranen während der 
verschiedenen Wachstumsphasen beeinflusst. Zu diesem Zweck wurden Legionella-
Flüssigkulturen vom Corby Wildtyp und der plaB-Mutante in BYE-Bouillon bei 37 °C für 72 h 
kultiviert. Aus der exponentiellen Phase (OD660 ~0.9 und ~1.5), der späten exponentiellen Phase 
(OD660 1.8-1.9) und der stationären Phase (nach 48 und 72 h) wurden jeweils Aliquote 
entnommen, um die polaren Lipide und die Fettsäurezusammensetzung der zwei Stämme in den 
unterschiedlichen Wachstumsphasen mittels Dünnschicht- und Gaschromatographie zu 
analysieren. Dies wurde in Kooperation mit Herrn Dr. B. J. Tindall (Leibniz-Institut DSMZ-




Abb. 3.30: Vergleichende Analyse der polaren Lipide mittels Dünnschichtchromatographie (DC) zwischen 
L. pneumophila Wildtyp und plaB-Mutante unterschiedlicher Wachstumsphasen. L. pneumophila 
Flüssigkulturen vom Corby Wildtyp und von der plaB1-Mutante wurden in BYE bei 37 °C für 72 h kultiviert. 
Aus jeder Wachstumsphase (exponentielle Phase = OD660 ~0.9; späte exponentielle Phase = OD660 ~1.8-1.9; 
stationäre Phase = 72 h) wurden 100 mg gefrorenes Zellmaterial mittels DC analysiert. Abkürzungen: DPG = 
Diphosphatidylglyzerol; PG =  Phosphatitylglyzerol; PC = Phosphatidylcholin; PE = Phosphatidylethanolamin; 






Die Untersuchung der polaren Lipide mittels Dünnschichtchromatographie ergab keinen 
Unterschied zwischen den Stämmen innerhalb der verschiedenen Wachstumsphasen (Abb. 3.30). 
Es zeigte sich aber, dass sich die Lipidzusammensetzung von der exponentiellen zur stationären 
Phase hin verändert. In der exponentiellen Phase konnten PG, Phosphatidylethanolamin (PE), PC, 
Diphosphatidylglyzerol (DPG) und ein nicht identifiziertes Lipid (L1) detektiert werden. Von der 
späten bis hin zur stationären Phase wurden zudem noch zwei weitere Phospholipide detektiert, 
welche anhand der Referenzwerte Phosphatidylmonomethylethanolamin und 
Phosphatidyldimethylethanolamin zugeordnet werden können. Die Zusammensetzung der polaren 
Membranlipide war hierbei unabhängig von der Aktivität von PlaB, da sich die 
Dünnschichtchromatographien des Wildtypes und der plaB-Mutante nicht unterschieden. 
Die Analyse der Fettsäurezusammensetzung mittels Gaschromatographie zeigte ebenfalls keinen 
konsistenten bzw. gravierenden Unterschied zwischen dem Wildtyp und der plaB-Mutante 
innerhalb der untersuchten Wachstumsphasen. Jedoch zeigte sich eine Veränderung der 
Fettsäurezusammensetzung während der Wachstumsphasen bei beiden Stämmen.  
 
Tab. 3.2: Relative Mengen der zellulären Fettsäuren von L. pneumophila Corby Wildtyp (WT) und plaB-
Mutante (plaB1).  
relative Menge der Fettsäuren [%] 















48 h 72 h 
14:0 iso             3,87 5,98 11,45 13,73 10,97 3,45 6,02 8,68 11,92 12,81 
15:0 anteiso         7,62 9,63 11,14 12,06 11,31 6,50 8,81 10,40 10,80 11,09 
16:0 iso             20,72 25,32 37,35 35,5 39,54 25,54 24,56 30,41 39,79 36,99 
16:1 ω7c 32,96 32,3 20,71 15,01 14,04 28,36 33,00 26,48 14,12 12,72 
16:0                 19,73 12,5 3,02 1,45 1,68 20,68 12,75 7,07 2,17 1,51 
Mit Hilfe gaschromatographischer Analysen wurden die relativen Mengen an zellulären Fettsäuren bestimmt. 
Gezeigt sind die Fettsäuren mit signifikanter Änderung der relativen Fettsäuremenge im Verlauf der 
Wachstumsphasen (OD660 = 0.9-1.5 = exponentielle Phase; OD660 = 1.8-1.9 = späte exponentielle Phase; 48 h/72 
h = stationäre Phase). 
 
In Tabelle 3.2 sind die Fettsäuren aufgeführt, die eine signifikante Änderung in der relativen 
Menge aufwiesen. So erhöhte sich die relative Menge der gesättigten, verzweigten Fettsäuren Iso-
Myristinsäure (14:0 iso), Anteiso-Pentadecansäure (15:0 anteiso) und Iso-Palmitinsäure (16:0 iso) 
bei Austritt aus der exponentiellen Phase. Im Vergleich dazu sanken die relativen Mengen der 
ungesättigten Fettsäure Palmitoleinsäure (16:1 ω7c) und der gesättigten Palmitinsäure (16:0) zur 





Zusammenfassend deuten diese Experimente darauf hin, dass die Änderungen der 
Zusammensetzung der polaren Membranlipide und der zellulären Fettsäuren unter den getesteten 







Der Erreger der Legionärskrankheit Legionella pneumophila verfügt über eine Vielzahl von 
Phospholipasen, die sowohl sekretiert werden, aber auch zellassoziiert vorkommen und potentiell 
zur Virulenz des Erregers beitragen (Kuhle & Flieger, 2014). Ein Vertreter der Phospholipasen A 
aus L. pneumophila ist das in dieser Arbeit untersuchte PlaB. Dieses Enzym wurde erstmals 
während einer Selektion auf hämolytische Escherichia coli Klone, die eine L. pneumophila 
Genbibliothek exprimierten, entdeckt (Flieger et al., 2004) und ist der erste beschriebene Vertreter 
der nach diesem Enzym benannten neuen PlaB-Lipasefamilie (Bender et al., 2009).  
 
4.1 PlaB in Reinform – ein wichtiger Schritt für weitere Charakterisierungen 
Studien zur individuellen Wirkungsweise der Phospholipasen in L. pneumophila hinsichtlich der 
biochemischen und funktionellen Eigenschaften sind für ein besseres Verständnis ihrer Funktion 
notwendig. Ein wichtiger Schritt ist hierbei die Reinigung des Enzyms. Dies ist bisher nur für 
zwei Phospholipasen A, VipD und PlaC, erfolgt, um strukturelle aber auch biochemische 
Analysen durchzuführen, die zum Verständnis ihrer Wirkungsweise beitrugen (s. 4.5 und 1.5) (Ku 
et al., 2012, Lang et al., 2012). Im Rahmen dieser Arbeit war es somit essentiell, PlaB als 
lösliches und aktives Protein in Reinform zu gewinnen, um das Enzym strukturell und 
biochemisch zu charakterisieren. Zudem ermöglicht das reine Protein die Generierung eines 
funktionellen Antikörpers gegen PlaB, was im Weiteren die Voraussetzung für Lokalisations- und 
Sekretionsanalysen darstellte.  
Bisherige Versuche, PlaB zu reinigen, führten nicht zum Erfolg. Dabei zeigte sich, das unter 
anderem die Fusion mit einem 6xHis- bzw. GST-Tag nicht zur Gewinnung des löslichen und 
aktiven Enzyms führte. Es kristallisierte sich heraus, dass PlaB stark zu Aggregationen neigt, was 
die Isolierung der löslichen Form erschwerte (Bender, 2009*). Aus diesem Grund wurden in 
dieser Arbeit weitere Strategien zur Reinigung getestet. Die Koexpression mit verschiedenen 
Chaperonen ist eine Möglichkeit, um die Aggregation von schwer löslichen Proteinen zu 
vermeiden. So konnte die Löslichkeit eines Endostatins aus der Maus und die des humanen 
Sauerstoff-regulierenden Proteins ORP150 maßgeblich verbessert werden (Nishihara et al., 2000). 
Die in dieser Arbeit untersuchte Koexpression von GST-PlaB mit den Chaperonkomplexen 
DnaK-DnaJ-GrpE und GroEL-GroES trug jedoch nicht wesentlich zur Verbesserung der 
Löslichkeit bei.  
Die N-terminale Fusionierung von MBP, einem in der Literatur bekannten 
löslichkeitsvermittelnden Tag (Kapust & Waugh, 1999, Nallamsetty & Waugh, 2006), an PlaB 
ermöglichte zum ersten Mal die Reinigung von löslichem und aktivem Protein (Abb. 3.7). Da das 





diesen N-terminalen Tag nach erfolgter Reinigung abzuspalten. Es wurden drei Konstrukte mit 
unterschiedlichen Proteaseschnittstellen und den dazugehörigen Proteasen (Faktor Xa, 
Enterokinse und Prescission Protease Schnittstelle) zur Abspaltung der Fusion eingesetzt. Jedoch 
konnte bei keiner Protease ein vollständiger Verdau von MBP-PlaB erreicht werden. Dies ist 
möglicherweise auf eine durch sterische Hinderung unzugängliche Proteaseschnittstelle 
zurückzuführen. Insgesamt stellte sich heraus, dass die effiziente Abspaltung der MBP-Fusion 
sowie die Separierung und Anreicherung von PlaB in größeren Mengen mit diesem 
löslichkeitsvermittelnden Tag unter den zahlreich getesteten Bedingungen nicht möglich war. Erst 
ein kleines aus 8 Aminosäuren bestehendes Peptid, der Strep-Tag, führte als N-terminale Fusion 
an PlaB zur erfolgreichen Reinigung von löslichem und aktivem Protein in ausreichenden Mengen 
(~5 mg Protein pro Liter Kulturvolumen). Im Vergleich zur MBP-Fusion wurden schon nach dem 
ersten Reinigungsschritt Elutionsfraktionen mit hohem Reinheitsgrad erhalten (s. Abb. 3.9). Dies 
bestätigt die in der Literatur beschriebenen Erfahrungen mit dem Strep-Tag, wobei mittels der 
affinitätschromatographischen Reinigung sehr reines Protein in guter Ausbeute erhalten wurde 
(Lichty et al., 2005, Korndörfer et al., 2004). Neben PlaB wurden noch zwei weitere Proteine in 
sehr geringer Menge in der Elutionsfraktion nach dem ersten Reinigungsschritt detektiert (s. Abb. 
3.9), welche mit Hilfe von Massenspektrometrie als zwei E. coli Chaperone identifiziert wurden. 
Ein anschließender zweiter Reinigungsschritt mittels Größenausschlusschromatographie (SEC) 
konnte diese beiden Fremdproteine entfernen (Abb. 3.11). Da der Strep-Tag die Proteinfaltung 
und Sekretion seines Fusionspartners und vor allem die Proteinfunktion nicht beeinträchtigt 
(Schmidt & Skerra, 2007), wurde seine Abspaltung von PlaB nicht als notwendig erachtet. Zudem 
wird er als biochemisch inert beschrieben und bei Analysen funktioneller Proteine verwendet 
(Schmidt & Skerra, 2007). Die Aktivitätsanalysen von Strep-PlaB bestätigten, dass die Fusion die 
Aktivität des Enzyms nicht beeinträchtigte (s. Abb. 3.9 und Abb. 3.3, vergleiche 4.2).  
PlaB hydrolysiert sowohl Phospholipide, wie Phosphatidylglyzerol (PG) und Phosphatidylcholin 
(PC), als auch die entsprechenden Lysophospholipide Lysophosphatidylglyzerol (LPG) und 
Lysophosphatidylcholin (LPC). Dabei präferiert das Enzym Fettsäureketten mit mehr als acht 
Kohlenstoffatomen (Bender et al., 2009, Flieger et al., 2004). Bisherige Untersuchungen zur 
Bestimmung der enzymatischen Aktivität wurden nur mit L. pneumophila Zelllysaten und E. coli 
Zelllysaten mit rekombinant exprimiertem PlaB durchgeführt (Bender et al., 2009, Flieger et al., 
2004). Es konnte demonstriert werden, dass die zellassoziierte PLA-Aktivität von L. pneumophila 
im Vergleich zur sekretierten PLA-Aktivität 100fach stärker ist. Somit konnte PlaB die stärkste 
PLA/LPLA-Aktivität für sowohl in Bouillon als auch im Zellkultur-Infektionsmodell gewachsene 
L. pneumophila Kulturen zugewiesen werden (Bender et al., 2009, Flieger et al., 2004). Die 





der spezifischen Aktivität. Für die Phospholipide PG und PC konnte eine spezifische Aktivität 
von ~2955 U/mg bzw. ~1100 U/mg ermittelt werden. Verglichen mit der spezifischen Aktivität 
der sekretierten L. pneumophila PLA PlaA, die nur ~6 U/mg (PG) bzw. ~3,5 U/mg (PC) aufwies 
(Masterarbeit T. Gerlach, unveröffentlichte Daten), besitzt PlaB eine hohe spezifische Aktivität 
gegenüber Phospholipiden, was mit den bereits erwähnten Aktivitätsdaten der L. pneumophila 
Kulturen korreliert. Ein Vergleich mit PLAs aus Säugetieren, wie z.B. der Pankreaslipase 
GPLRP2 aus dem Meerschweinchen oder einer PLA2 aus dem Schweinepankreas, denen mit 570 
U/mg bzw. 700 U/mg eine hohe Phospholipaseaktivität zugeschrieben wird (Carriére et al., 1998), 
und einer sekretierten PLA2 aus Arabidopsis thaliana (AtsPLA2-α), deren höchste spezifische 
Aktivität gegenüber Phospholipiden ~35 U/mg betrug (Mansfeld & Ulbrich-Hofmann, 2007), legt 
die Schlussfolgerung nahe, dass PlaB ein sehr aktives Enzym ist. Zudem besitzt PlaB eine hohe 
spezifische Aktivität gegenüber den Lysophospholipiden LPG (1487 U/mg) und LPC (1052 
U/mg), die vergleichbar mit den spezifischen Aktivitäten der sekretierten PLA PlaA (LPG = 1329 
U/mg, LPC = 1437 U/mg) ist (Masterarbeit T. Gerlach, unveröffentlichte Daten). 
Die Reinigung von löslichem und aktivem Strep-PlaB schaffte schließlich die Voraussetzung für 
biochemische und strukturelle Analysen, die in den folgenden Abschnitten diskutiert werden.  
Frühere Versuche zur Generierung eines α-PlaB Antikörpers mittels synthetisch hergestellter 
PlaB-Peptide bzw. aus der SDS-PAGE extrahierter Banden des rekombinant exprimierten und 
gereinigten Calmodulinbindeprotein-PlaB führten nicht zur erfolgreichen Detektion von PlaB im 
L. pneumophila Wildtyp. Es wurde spekuliert, dass das PlaB-Protein in wildtypischen Legionellen 
in so geringen Mengen vorkommt, dass eine Detektion mittels Western Blot nicht möglich ist 
(Schunder, 2010*). Daher konnten bisherige Studien zur Sekretion und Lokalisation von PlaB nur 
auf indirekte Weise über die Aktivität des Proteins durchgeführt werden (Schunder et al., 2010). 
Aufgrund der erfolgreichen Reinigung des PlaB-Proteins war es im Rahmen dieser Arbeit 
möglich, einen funktionellen Antikörper gegen PlaB zu generieren. Für die Immunisierung zweier 
Kaninchen wurde eine katalytisch inaktive PlaBD203N-Mutante mit N-terminalem Strep-Tag 
eingesetzt, da PlaB bekannterweise hämolytische Aktivitäten besitzt und somit toxische 
Eigenschaften aufweisen könnte (Bender et al., 2009, Flieger et al., 2004). Bei der Überprüfung 
des α-PlaB Antiserums zeigten sich sowohl im Western Blot der E. coli BL21 Zelllysate als auch 
im Western Blot der Legionella-Lysate neben der PlaB-spezifischen Bande in Höhe von 55 kDa 
noch weitere unspezifische Banden (Abb. 3.10). Diese konnten jedoch durch Präadsorption des 
Antiserums gegen die Zelllysate von E. coli BL21 bzw. L. pneumophila plaB1 verringert werden. 
Somit war es in dieser Arbeit zum ersten Mal möglich, PlaB in L. pneumophila Corby Wildtyp zu 
detektieren. Die Gewinnung eines funktionellen Antikörpers ermöglichte nun Lokalisations- und 





4.2 Identifizierung wichtiger Aminosäuren für die enzymatische Aktivität von 
PlaB 
Für die Hydrolyse der spezifischen Substrate nutzt PlaB eine katalytische Triade bestehend aus 
Ser85, Asp203 und His251 im N-terminalen Bereich des Proteins. Die C-terminale Region von etwa 
170 Aminosäuren trägt ebenfalls zur enzymatischen Aktivität von PlaB bei (Bender et al., 2009). 
Wie die C-terminale Region die Aktivität des Enzyms unterstützt oder zur Aktivität beiträgt, ist 
jedoch noch nicht verstanden. 
 
4.2.1 Bedeutung der letzten 15 Aminosäuren für enzymatischen Aktivität von PlaB 
Die getrennte Expression des N- und C-terminalen Bereiches von PlaB und ein anschließendes 
Zusammenführen der beiden Regionen konnte die Aktivität des Enzymes nicht wiederherstellen. 
Dies konnte im Falle von ExoU aus Pseudomonas aeruginosa beobachtet werden (Finck-
Barbançon & Frank, 2001). Mittels Transfektionsanalysen wurde hier festgestellt, dass mehrere 
Domänen von ExoU für die toxische Reaktion des Enzyms erforderlich sind. Die zur Familie der 
Patatin-ähnlichen Proteine (PLP) gehörende PLA ExoU besitzt, ebenso wie PlaB, ein katalytisch 
aktives Zentrum im N-terminalen Bereich des Proteins (Bender et al., 2009, Sato et al., 2003). 
Aber im Unterschied zu PlaB konnte die Koexpression der N- und C-terminalen Domäne von 
ExoU die zytotoxische Aktivität des Enzyms wiederherstellen. Die alleinige Expression der N-
terminalen Domäne bzw. der C-terminalen Domäne resultierte hingegen nicht in einem toxischen 
Phänotyp (Finck-Barbançon & Frank, 2001). Daher liegt die Schlussfolgerung nahe, dass das 
gesamte Proteinmolekül für die enzymatische Aktivität von PlaB benötigt wird. Dies wird mittels 
der Aktivitätsanalyse der C- und N-terminal verkürzten PlaB-Varianten aus den 
Sekretionsuntersuchungen unterstützend belegt (Abb. 3.28). Die Trunkierung von 20 
Aminosäuren im N-terminalen Bereich sowie Verkürzungen des C-Terminus von PlaB reichen 
zur Inaktivierung des Enzyms aus.  
Bezüglich des C-Terminus ist bereits bekannt, dass eine Kürzung um 15 Aminosäuren die 
enzymatische Aktivität aufhebt (Bender et al., 2009). Um den Bereich innerhalb der letzten 15 
Aminosäuren einzugrenzen, wurden zwei weitere verkürzte Versionen von PlaB generiert und 
untersucht. Es stellte sich heraus, dass schon das Fehlen von 5 bzw. 10 Aminosäuren die 
PLA/LPLA-Aktivität sukzessive reduzierte (Abb. 3.3). Dabei wurde die PC-abhängige PLA-
Aktivität bei der um 10 Aminosäuren verkürzten Variante völlig aufgehoben. Parallel dazu 
reduzierte sich ebenfalls die hämolytische Aktivität der verkürzten PlaB-Varianten, was mit dem 
schon bekannten Zusammenhang zwischen der PC-spezifischen PLA-Aktivität und der 
hämolytischen Aktivität stimmig ist (Bender et al., 2009). Für sekretierte eukaryotische PLA2 der 





unter anderem an der Substratbindung und der Katalyse beteiligt sind (Scott & Sigler, 1994). Des 
Weiteren besitzen die Mitglieder der sogenannten Pankreaslipase-Genfamilie, ebenfalls eine N-
terminale Domäne mit der typischen katalytischen Triade aus Ser-Asp-His und eine C-terminale 
Domäne, deren strukturelle Merkmale eine wichtige Rolle in der Substratselektivität gegenüber 
Triglyzeriden und Phospholipiden spielen (Carriére et al., 1998). Das aktive Zentrum wird dabei 
von einer sogenannten Deckel-Domäne bedeckt, die diese Präferenz entweder für das Triglyzerid 
oder das Phospholipid als Substrat unterstützt (Dugi et al., 1992, Dugi et al., 1995, Griffon et al., 
2006). Im Vergleich zu anderen Mitgliedern der Pankreaslipase-Genfamilie besitzen die bereits 
erwähnte Pankreaslipase GPLRP2 sowie eine PLA1 DolmI aus der Hornisse eine verkürzte 
Variante der Deckel-Domäne, die eine größere Hydrophilie aufgrund der 
Aminosäurezusammensetzung aufweist. Dieser erhöhte hydrophile Anteil wird mit der PLA-
Aktivität in Verbindung gebracht (Carriére et al., 1998). Interessanterweise trägt die C-terminale 
Domäne bei den Lipoprotein-Lipasen, den hepatischen Lipasen und den Endothel-Lipasen zur 
Lipidbindung und somit auch zur Substratspezifität bei (Wong et al., 1991, Davis et al., 1992, 
Keiper et al., 2001, Griffon et al., 2009). Wie auch für PlaB gezeigt, führt das Fehlen der C-
terminalen Domäne der Endothel-Lipase zum Aktivitätsverlust gegenüber Phospholipiden 
(Bender et al., 2009, Gauster et al., 2005, Griffon et al., 2009). Bezüglich PlaB wurden die 
polaren Aminosäuren innerhalb der letzten 15 Aminosäuren mittels einer Alanin-Mutagenese im 
Hinblick auf die enzymatische Aktivität näher untersucht. Interessanterweise trägt jede polare 
Aminosäure innerhalb der letzten 15 Aminosäuren zur PLA/LPLA-Aktivität des Enzymes bei. 
Zusätzlich wurden zwei weitere polare Aminosäuren außerhalb der letzten 15 Aminosäuren 
mutiert, was zu keiner signifikanten Änderung der PLA/LPLA-Aktivität im Vergleich zum 
Wildtyp führte. Ein ähnliches Verhalten wurde für eine PLA2 aus Bothrops jararacussu, 
Bothropstoxin-I (BthTx-I), beobachtet. Die durchgeführte Alanin-Mutagenese bei dieser 
Phospholipase identifizierte polare Aminosäuren innerhalb einer C-terminalen Schleifen-Region 
des Proteins, welche zur Membranpermeabilisierung und somit zur Enzymaktivität beitragen 
(Chioato et al., 2007). Daher ist es für PlaB vorstellbar, dass die polaren Aminosäuren innerhalb 
der letzten 15 Aminosäuren einen wesentlichen Beitrag zur Substratbindung sowie -umsetzung 
leisten.  
Die Aktivitätsstudien des C-terminalen Bereiches von PlaB deuten darauf hin, dass der C-
Terminus, vor allem die letzten 15 Aminosäuren, eine wichtige Funktion hinsichtlich der 
Substratbindung sowie Substratselektivität, aber auch bei der Unterstützung der Katalyse sowie 
der Verbesserung des Zugangs für die Phospholipidsubstrate für das Enzym übernimmt. Ähnlich 
wie die Gruppe um R. Verger, die basierend auf der 3D-Struktur der humanen Pankreaslipase, 





besseres Verständnis der Struktur-Funktion-Beziehung erhielt (Carriére et al., 1998), könnte 
mittels der Kristallstruktur von PlaB der genaue Funktionsmechanismus für den C-terminalen 
Bereich aufgeklärt werden. Im Rahmen dieser Arbeit wurden erste Kristallisationsversuche mit 
dem aus E. coli BL21 (pKK19) gereinigten Strep-PlaB, aber auch verschiedenen PlaB-Mutanten, 
in Kooperation mit Prof. Dirk Heinz, Dr. Jörn Krauße und Sally Pham Thanh Van (HZI, 
Braunschweig) durchgeführt. Erste Kristalle zeigten jedoch keine zufriedenstellende Sreuung. 
Daher wird weiterhin an der Verfeinerung der Kristallisationsbedingungen gearbeitet, um eine 
verbesserte Streuung des Proteinkristalls zur Aufklärung der 3D-Struktur zu erhalten. 
 
 
Abb. 4.1: PlaB-Kristalle. Lichtmikroskopische Aufnahmen von PlaB-Kristallen mit hexagonaler (A) und 
Nadelform (B) (Sally Pham Thanh Van). 
 
4.2.2 Identifizierung weiterer für die PlaB-Aktivität wichtige Aminosäuren 
Die ortsspezifische Mutagenese deckte die Wichtigkeit der polaren Aminosäuren innerhalb der 
letzten 15 Aminosäuren für die enzymatische Aktivität von PlaB auf. Das Enzym besitzt 
allerdings eine C-terminale Extension von etwa 170 Aminosäuren. Um weitere neue Aminosäuren 
für die Aktivität von PlaB zu identifizieren, insbesondere innerhalb der C-terminalen Region des 
Proteins, wurden mittels Zufallsmutagenese mit anschließender Selektion der transformierten 
E. coli Klone auf einen hämolytischen Defekt weitere PlaB-Mutanten mit einer missense 
Punktmutation entdeckt. Von den insgesamt 907 generierten E. coli Transformanten erwiesen sich 
12% als nicht hämolytisch, von denen 69% das mittels PCR nachgewiesene plaB-Gen enthielten. 
Mittels der Sequenzierung des plaB-Gens dieser 76 Klone wurden, neben dem schon bekannten 
Asp203 der katalytischen Triade, 22 neue Aminosäuren identifiziert, die für die hämolytische und 
somit auch für die PC-abhängige PLA-Aktivität essentiell sind. Die Aktivitätsanalyse mit PG als 
Substrat zeigte, dass bei der Mutation von 12 der 22 neu gefundenen Aminosäuren ebenso die PG-
abhängige Aktivität beeinflusst war (Abb. 3.5). Bereits kleine Veränderungen, nämlich die 





gegenüber PC aber auch PG gezeigt. Warum das cholinhaltige Phospholipidsubstrat durch 
einzelne Aminosäureaustausche nicht mehr hydrolysiert wird, lässt sich aufgrund der chemischen 
Struktur nicht erklären. Im Gegensatz dazu wird das glyzerinhaltige Substrat bei 10 der 23 
Punktmutationen mehr oder weniger gut umgesetzt. Vermutlich sind cholinhaltige Phospholipide 
nicht die bevorzugte Substratvariante von PlaB, was auch in vorherigen Studien vermutet wurde 
(Bender et al., 2009).  
Bei einem Vergleich der Proteinsequenz von PlaB mit homologen Proteinsequenzen zeigte sich 
zudem, dass 13 der 22 neu entdeckten Aminosäuren innerhalb der uncharakterisierten Proteine 
zum größten Teil hoch konserviert sind (s. Anhang). Zu diesen konservierten Aminosäureresten 
zählt das Val6 und Trp9, welche als Teil einer hydrophoben Tasche das zentrale Glycin 
(IFVHGWS) der Oxyanion-Bindetasche umgeben (Jaeger et al., 1993). Dem in diesem Bereich 
bereits identifizierten His7 wurde eine stabilisierende Funktion der im Katalysemechanismus 
gebildeten ionischen Zwischenstufen (tetraedrische Intermediate bzw. Übergangszustände) 
während der Hydrolyse von Lipidsubstraten zugesprochen (Bender et al., 2009). Daher ist 
anzunehmen, dass die zwei weiteren identifizierten Aminosäurereste Val und Trp als Teil der 
hydrophoben Tasche eine unterstützende bzw. stabilisierende Wirkung im Katalysemechanismus 
einnehmen. Zudem konnten fünf weitere hydrophobe Aminosäuren im N-terminalen Bereich 
identifiziert werden, deren Austausch mit Ausnahme von Pro107 zum PLA-Aktivitätsverlust 
führte. Pro-Reste sind dafür bekannt, dass ihr Austausch zu strukturellen Veränderungen im 
Protein führen kann (Watanabe et al., 1997), was die reduzierte PLA-Aktivität erklären könnte. 
Phospholipasen präferieren polare Phospholipide als Substrate, was ebenso für PlaB zutrifft 
(Bender et al., 2009, Flieger et al., 2004). Somit kann angenommen werden, dass auch das aktive 
Zentrum einen hydrophilen/polaren Charakter aufweist. Nahe dem katalytisch aktiven Ser85 
befindet sich Cys81, welches zu den neu entdeckten Aminosäuren gehört. Die Substitution dieser 
einen polaren Aminosäure führte in diesem Fall zu einem vollkommenen Verlust der PLA-
Aktivität, was seine Wichtigkeit für die enzymatische Aktivität widerspiegelt. Interessanterweise 
führte die Mutation der beiden Aminosäuren Ser47 und Asp50, welche in der Primärsequenz etwas 
entfernter vom Ser85 liegen und innerhalb der Proteinsequenz der PlaB-Homologen hoch 
konserviert sind, zur Änderung der Substratspezifität. Das glyzerinhaltige Phospholipid PG 
konnte noch zu mehr als 50% hydrolysiert werden, wohingegen das korrespondierende 
cholinhaltige Substrat nicht mehr umgesetzt werden konnte. Gleiches zeigte sich für Asn193, 
welches sich nahe dem katalytisch aktiven Asp203 befindet (Abb. 3.5). Die Mutation der zwei 
polaren Aminosäurereste Glu152 und Asn212, welche in der Primärsequenz etwas entfernter vom 





Aminosäuren des N-terminalen Bereiches spielen demnach eine essentielle Rolle hinsichtlich der 
Substratspezifität/-bindung bzw. bei der Unterstützung der Katalyse. 
Innerhalb des C-Terminus von PlaB wurden neun Aminosäuren entdeckt, deren Mutation zum 
Verlust des hämolytischen Potentials führte und die innerhalb der PlaB-Homologen zum Teil 
konserviert vorliegen. Sechs der neun Aminosäuren besitzen eine polare Seitenkette. Es lässt sich 
auch bezüglich dieser Punktmutationen feststellen, dass der Austausch zu einer Änderung in der 
Substratumsetzung bzw. zu einer Änderung der Substratspezifität führt. Im Gegensatz zum 
Austausch von Asp334 und Ser326, der zu einem Verlust der PLA-Aktivität führte, wurde bei den 
vier anderen betroffenen polaren Aminosäuren (Glu306, Asp342, Asp365, Asp381) neben dem PC-
abhängigen PLA-Aktivitätsverlust eine reduzierte PG-abhängige PLA-Aktivität festgestellt (Abb. 
3.5). Bezüglich Ser326 ist nicht auszuschließen, dass die Ser326Pro-Mutation die Aktivität von PlaB 
aufgrund möglicher struktureller Veränderungen im Protein beeinflusst hat.  
Zusammenfassend wurden 22 neue Aminosäuren identifiziert, deren Mutation die PLA-Aktivität 
von PlaB beeinflusst. Inwiefern und auf welche Weise diese Aminosäuren an der Katalyse und 
der Substratbindung beteiligt sind, kann nicht ohne die Aufklärung der Kristallstruktur diskutiert 
werden. Zudem kann eine Fehlfaltung einzelner mutierter Proteine nicht ausgeschlossen werden, 
was mittels CD-Spektroskopie der gereinigten PlaB-Varianten überprüft werden müsste. 
 
4.3 Der Einfluss oligomerer Zustände von PlaB auf die enzymatische Aktivität 
Für eine Reihe von Phospholipasen, z.B. der outer membrane phospholipase A (OMPLA) aus 
E. coli oder Phospholipasen C (PLC) aus Bacillus thuringensis, Staphylococcus aureus oder 
Trypanosoma brucei, stellt die Oligomerisierung einen wichtigen Mechanismus zur 
Enzymaktivierung dar (Armah & Mensa-Wilmot, 2000, Dekker et al., 1997, Cheng et al., 2012, 
Shi et al., 2009, Snijder et al., 1999). Da es bisher noch keine Informationen und Hinweise zu 
PlaB gab, wurde diese PLA im Rahmen der vorliegenden Arbeit bezüglich ihrer Fähigkeit zur 
Oligomerisierung mit verschiedenen Methoden untersucht. Die analytische SEC mit 1 mg/ml 
gereinigtem Strep-PlaB resultierte in einem diskreten Elutionspeak, der einem apparenten 
Molekulargewicht (MG) von ~110 kDa entspricht. Da das von der Aminosäuresequenz von Strep-
PlaB kalkulierte MG 55,3 kDa beträgt, deutet die SEC-Analyse auf die Bildung eines PlaB-
Homodimers hin (Abb. 3.11). Die Fähigkeit von PlaB zur Ausbildung eines Dimers konnte zudem 
mittels chemischer Quervernetzung mit PFA von 1 mg/ml aus E. coli BL21 gereinigtem Strep-
PlaB bzw. aus L. pneumophila plaB1 gereinigtem PlaB-Strep gezeigt werden (Abb. 3.12). 
Interessanterweise wurde im Western Blot neben der Bande in Höhe von 110 kDa, die dem PlaB-
Dimer zuzuordnen ist, eine weitere Bande in Höhe von ~165 kDa detektiert. Diese Größe würde 





einem unbekannten Protein vernetzt wurde, das bei der affinitätschromatographischen Reinigung 
des rekombinanten Proteins nicht abgetrennt werden konnte (vergleiche mit Abb. 3.9). Diese 
Bande tritt zudem erst bei höheren PFA-Konzentrationen und längerer Inkubationszeit mit PFA 
auf, was die Wahrscheinlichkeit der unspezifischen Verknüpfung erhöht. Aus der Literatur ist 
bekannt, dass diese zwei Parameter eine kritische Rolle für die Quervernetzung mit PFA spielen. 
Es zeigte sich, dass eine Inkubationszeit im Minutenbereich und niedrige PFA-Konzentrationen 
empfehlenswert sind (Klockenbusch & Kast, 2010). Unter diesen Bedingungen wurde für PlaB 
hauptsächlich die Bande in Höhe von 110 kDa, dem Homodimer entsprechend, detektiert (Abb. 
3.12). Die massenspektrometrische Analyse von PlaB-Strep, eine Methode zur konkreten 
Bestimmung des MG komplexer biologischer Makromoleküle, zeigte interessanterweise vier 
Hauptsignale. Neben der Detektion eines Homodimers und des Monomers von PlaB-Strep, trat 
ein Signal korrespondierend zu einem Homotetramer bei ~222 kDa auf (Abb. 3.13). Daneben 
wurde ebenso ein Signal bei ~167 kDa detektiert, welches der Größe nach einem Homotrimer von 
PlaB-Strep zugeordnet werden kann. Da jedoch die Signalstärke geringer ist, als die des 
nachfolgenden Tetramerpeaks, deutet es eher darauf hin, dass das Trimer während des 
Laserbeschusses der Probe artifiziell entstanden ist. Diese Hypothese konnte mittels der 
analytischen Ultrazentrifugation (AUZ) verifiziert werden. Die Sedimentations-
Geschwindigkeitszentrifugations (SV)-Analyse des gereinigten Strep-PlaB bestätigte dabei die 
Zusammenlagerung von PlaB sowohl zu einem Homodimer als auch zu einem Homotetramer. Die 
Ausbildung eines Homotrimers konnte mit dieser Methode ausgeschlossen werden. Mit Hilfe der 
Röntgenkleinwinkelstreuung (SAXS) konnte zudem die Zusammenlagerung von PlaB zu einem 
Homotetramer bei einer Konzentration von 1 mg/ml bestätigt werden. Die Berechnung eines ab 
initio Modells von PlaB zeigte, dass sich das Homotetramer aus zwei Dimeren mit einer D2-
Symmetrie assembliert. Die verschiedenen Methoden zur Bestimmung des 
Oligomerisierungsgrades von PlaB führen eindeutig zu der Erkenntnis, dass PlaB die Fähigkeit 
zur Ausbildung eines Homodimers aber auch zu der eines Homotetramers besitzt. Zudem zeigten 
die SAXS-Analysen mit den C-terminal verkürzten Varianten von Strep-PlaB, dass die letzten 15 
Aminosäuren für die Ausbildung eines Tetramers bei der gemessenen Konzentration von 1 mg/ml 
entbehrlich sind (Abb. 3.16).  
Es stellte sich die Frage, ob die Oligomerisierung für die Enzymaktivierung bzw. -aktivität von 
Bedeutung ist, wie es für E. coli OMPLA beschrieben wurde. Die OMPLA-Monomere lagern sich 
dabei mit ihrer flachen Seite der beta-Fass-Strukturen zu einem reversiblen Dimer zusammen was 
folglich zur Aktivierung des Enzyms führt (Dekker et al., 1997, Snijder et al., 1999). Obwohl 
PlaB keine signifikante Homologie zu OMPLA aufweist und es ebenso keine Anzeichen für die 





PlaB zutreffen. Mit Hilfe der AUZ stellte sich heraus, dass sich PlaB in Abhängigkeit von der 
Enzymkonzentration zu einem Dimer oder Tetramer assembliert. Dieses Dimer-Tetramer-
Gleichgewicht wurde bei Proteinkonzentrationen im mikromolaren Bereich beobachtet. Bei 
Konzentrationen zwischen 18,6 µM (1 mg/ml) und 5,4 µM (0,3 mg/ml) assembliert PlaB zu 
einem Tetramer (Abb. 4.2), was ebenfalls durch SAXS-Analyse bestätigt werden konnte. 
Allerdings weichen die Ergebnisse der SEC und der chemischen Quervernetzung mit 1 mg/ml 
Protein von den SAXS- und AUZ-Daten ab. Der Elutionspeak der SEC entsprach der Größe nach 
einem Dimer. Eine mögliche Ursache könnte die Verdünnung der Proteinkonzentration auf der 
Superdex 200 Säule sein. Zudem ist nicht auszuschließen, dass das deutlich von der Kugelform 
abweichende Tetramer aufgrund des hydrodynamischen Volumens ein anderes Laufverhalten 
zeigt und somit der Elutionspeak nicht mit dem Oligomerisierungsgrad von PlaB korreliert. 
Unspezifische Wechselwirkungen des Proteins mit der Säulenmatrix könnten ebenfalls zu einer 
verzögerten Elution des Proteinkomplexes führen. Das Fehlen einer Bande im tetrameren Bereich 
von PlaB bezüglich der Quervernetzungsexperimente mit PFA könnte darauf zurückgeführt 
werden, dass PFA als eines der kleinsten Vernetzungsmoleküle nur nahe beieinander gelegene 
Monomere, demnach also nur die Dimere, kovalent verknüpfte (vergleiche mit dem ab initio 
Modell, Abb. 3.15).  
Das ausgebildete Dimer-Tetramer-Gleichgewicht im mikromolaren Bereich verschiebt sich laut 
AUZ bei einer Proteinkonzentration von 0,13 µM (0,007 mg/ml) fast vollständig auf die Seite des 
Dimers. Im Konzentrationsbereich des Tetramers (>5,4 µM bzw. 0,3 mg/ml) wurde keine 
signifikante phospolipolytische Aktivität detektiert (Abb. 3.17). Eine Verringerung der PlaB-
Konzentration unterhalb von 5,4 µM, welche zur Dissoziation des Tetramers führte, resultierte in 
einem Anstieg der katalytischen Enzymaktivität. Bezogen auf die Enzymmenge ist in diesem 
Bereich keine signifikante spezifische Aktivität detektiert worden. Obwohl das Gleichgewicht 
unterhalb von 0,13 µM schon auf die Seite des Dimers verlagert ist, nimmt die spezifische 
Aktivität mit sinkender Proteinkonzentration kontinuierlich zu (Abb. 3.17). Das lässt vermuten, 
dass das PlaB-Dimer nicht die vorherrschende aktive Form des Enzyms darstellt, sondern, im 
Gegensatz zu OMPLA, das Monomer. Die AUZ-Analysen von Strep-PlaB wurden bis zu einer 
minimalen Proteinkonzentration von 0,13 µM durchgeführt. Bis zu dieser Konzentration wurde 
die monomere Form von Strep-PlaB nicht erfasst. Erst die Fluoreszenzmarkierung des gereinigten 
Proteins ermöglichte die Detektion im nanomolaren Bereich, wobei das Monomer erfasst werden 
konnte (Abb. 3.18). PlaB bildet demnach ein konzentrationsabhängiges Monomer-Dimer-
Tetramer-Gleichgewicht aus (Abb. 4.2). Mit den in dieser Arbeit angewandten Methoden war es 
nicht möglich, den genauen Konzentrationsbereich zu bestimmen, bei dem das Dimer zu einem 





Oligomerisierungsgrad von PlaB. Die reduzierende SDS-PAGE mit anschließendem α-PlaB 
Western Blot bestärkt die Hypothese, dass durch die unspezifische Markierung der Aminogruppen 
von gereinigtem Strep-PlaB die Monomere und Dimere zu einem geringen Teil kovalent 
verknüpft wurden (Abb. 3.18 C). Demnach ist das fluoreszenzmarkierte Strep-PlaB für eine 
quantitative Analyse der Oligomerisierung nicht geeignet. Anhand der Fluoreszenzmessungen 
konnte dennoch das Auftreten des PlaB-Monomers im nanomolaren Bereich, in welchem das 
Enzym eine hohe spezifische Aktivität aufweist, bestätigt werden. 
 
 
Abb. 4.2: Schematische Darstellung des Einflusess der Proteinkonzentration auf den 
Oligomerisierungsgrad und die damit verbundene enzymatische Aktivität von PlaB. PlaB liegt bei einer 
Konzentration von >5,4 µM als inaktive, tetramere Form vor. Beim Absinken der Konzentration unterhalb von 
0,13 µM dissoziiert das Tetramer fast vollständig zu Dimeren. Das Monomer und somit die Form des Enzyms 
mit der höchsten spezifischen Aktivität tritt erst im nanomolaren Konzentrationsbereich auf. 
 
Zusammengefasst deuten die hier gewonnenen Daten darauf hin, dass das Monomer die aktive 
Enzymform von PlaB darstellt und die Assemblierung der Monomere bis hin zum Tetramer zur 
Inaktivierung der phospholipolytischen Aktivität führt. Anders ausgedrückt, die Dissoziation der 
enzymatisch inaktiven tetrameren Form von PlaB führt zur Aktivierung der PLA/LPLA. 
Ein vergleichbarer Regulationsmechanismus zur Aktivierung einer Phospholipase wurde bisher 
noch nicht beschrieben. Es sind viele Beispiele für Enzymaktivierungen aufgrund von 
Oligomerisierung bekannt (Kosk-Kosicka & Bzdega, 1988, Kosk-Kosicka et al., 1989, Dekker et 
al., 1997, Snijder et al., 1999, De Oliveira et al., 2001, Marchi‐Salvador et al., 2008, Griffon et 
al., 2009, Magro et al., 2003, Cheng et al., 2012). Jedoch sind nur sehr wenige Enzymbeispiele 
genannt, bei denen die Dissoziation die Aktivität des Enzyms in der Weise reguliert, dass die 
oligomere Form im Vergleich zur monomeren Form eine reduzierte Aktivität zeigt (Ropp & 
Traut, 1991, Traut, 1994, Beernink & Tolan, 1996, Sanchez et al., 2001). Die Purin-Nukleosid-





vorgefunden. Eine Verdünnung der Enzymkonzentration von 20 auf 0,02 µg/ml geht mit einem 
50fachen Anstieg der Enzymaktivität einher. Es wurde geschlussfolgert, dass das PNP-Monomer 
die stärker aktive Form sein muss. Zudem wird die Aktivität durch die vorherrschende Phosphat-
Konzentration beeinflusst, welche ebenso die Oligomerisierung reguliert (Ropp & Traut, 1991, 
Traut, 1994). Ein weiteres Beispiel für die Aktivierung durch serielle Reduktion der Enzymmenge 
stellt eine PLA2 aus der Texas-Klapperschlange Crotalus atrox dar. Verdünnungsexperimente 
zeigten in diesem Fall, dass die sekretierte PLA2, im Gegensatz zu PlaB, ein sehr festes Dimer 
ausbildet. Die Daten aus der Fluoreszenz-Korrelationsspektroskopie (FCS) deuteten darauf hin, 
dass das Dimer nur bei Zugabe von n-Dodecylphosphocholin (C12-PN) dissoziierte. Es wurde 
postuliert, dass eine intermediäre Form gebildet wird, bei der die zwei Monomere eine lockere 
Interaktion innerhalb der Protein-Lipid-Ko-Mizelle ausbilden. Die komplette Dissoziation des 
Dimers wurde hier mit steigender C12-PN-Konzentration festgestellt. Es wurde geschlussfolgert, 
dass die dimere Form in Abwesenheit von Lipiden vorherrscht und eine Interaktion mit den 
Lipiden die Ausbildung der monomeren Form fördert, was wiederum die Monomer-Hypothese für 
die PLA2-Aktivität bekräftigte (Sanchez et al., 2001). 
Im Gegensatz zur PLA2 von Crotalus atrox benötigt PlaB keine Lipide zur Dissoziation in die 
monomere Form, aber auch keine anderen Substanzen, die die Oligomerisierung beeinflussen, wie 
die Phosphatkonzentration im Fall von PNP. Es ist aber nicht ausgeschlossen, dass durch die An- 
oder Abwesenheit von noch unbekannten Ko-Faktoren die Stabilität des Tetramers und somit die 
Dissoziation in die monomere Form verändert wird.  
Im Rahmen dieser Arbeit konnte ein neues Beispiel für die Enzymaktivierung bei Phospholipasen 
gezeigt werden, wobei mittels Enzymverdünnung die Dissoziation des inaktiven Tetramers zur 
aktiven monomeren Form führt. Ohne Kristallstruktur ist die Vorhersage der Struktur sowie der 
Oligomerisierungsregionen jedoch sehr schwierig, da PlaB das erste charakterisierte Mitglied 
einer neuen Lipasefamilie ist (Bender et al., 2009). Röntgenstrukturanalysen könnten an dieser 
Stelle den genauen Mechanismus zur Inaktivierung durch Oligomerisierung und zudem die 
Interaktionsflächen der Monomere offenlegen. 
 
4.4 Subzelluläre Lokalisation und Export des PlaB-Proteins  
4.4.1 PlaB – ein peripheres Protein der äußeren Membran   
Neben der zellulären Fraktionierung mittels Ultrazentrifugation wurden ebenso die Biotinylierung 
und die proteolytische Zugänglichkeit zelloberflächenassoziierter Proteine mit anschließender 
immunologischer Proteindetektion als Methoden zur Lokalisierung von PlaB in L. pneumophila 
durchgeführt. Bei einem ersten Trennschritt der zytosolischen von der Membranfraktion aus dem 





Membranfraktion vorkam (Abb. 3.21). Ein geringer Anteil konnte zudem in der zytosolischen 
Fraktion lokalisiert werden. Da Legionella ein Gram-negatives Bakterium ist, musste ein weiterer 
Trennschritt der Membranfraktion erfolgen, wobei zwischen der äußeren und inneren Membran 
diskriminiert wird. Dieser zweite Schritt wurde mit der plaB-exprimierenden Mutante 
(Komplementante) durchgeführt, da im Falle des Wildtyps die Signale im α-PlaB Western Blot 
nicht eindeutig detektiert werden konnten. Hierbei konnte PlaB sowohl in der inneren als auch in 
der äußeren Membranfraktion detektiert werden. Die jeweiligen Kontrollproteine LepB (innere 
Membran) und MOMP (äußere Membran), bestätigten eine effiziente Trennung der beiden 
Membranfraktionen (Vranckx et al., 2007, Helbig et al., 2007, High et al., 1993, Gosting et al., 
1984, De Buck et al., 2008). Daneben konnte PlaB, im Vergleich zum Wildtyp, in größerer 
Menge in der zytosolischen Fraktion lokalisiert werden. Das ist dadurch erklärbar, dass die 
Komplementante PlaB in größeren Mengen exprimiert, was schon während der Überprüfung des 
α-PlaB Antikörpers ersichtlich wurde (Abb. 3.10). Die Ergebnisse der zellulären Fraktionierung 
weichen im Vergleich zu den in der Vergangenheit gewonnenen Erkenntnissen aus der 
Sucrosedichtegradientenzentrifugation etwas ab. PlaB wurde hierbei indirekt über die Aktivität in 
der äußeren Membran lokalisiert (Schunder et al., 2010). Da keine Western Blot Analyse 
durchgeführt werden konnte, ist es zudem möglich, dass ein Teil des Enzyms, der allerdings 
inaktiv ist, mittels Aktivitätsmessungen nicht erfasst werden konnte. Da im Rahmen dieser Arbeit 
mit der Komplementante gearbeitet wurde, muss ebenso in Betracht gezogen werden, dass durch 
die unnatürlich hohe PlaB-Quantität eine artifizielle Lokalisationsverteilung in Frage kommt. Mit 
Hilfe der Biotinylierungs- und Proteinase K-Experimente konnte gezeigt werden, dass PlaB auf 
der Oberfläche des L. pneumophila Wildtyps lokalisiert ist (Abb. 3.22 und 3.23). Diese 
Ergebnisse korrelieren mit vorherigen Lokalisationsstudien, die neben der Anwesenheit von PlaB 
in der äußeren Membran zudem die spezifische Lokalisation aufgrund der vorhandenen Aktivität 
auf der Zelloberfläche vermuten ließen (Schunder et al., 2010). Die immunologische 
Proteindetektion konnte diesen Aspekt verifizieren.  
Die hohe Zugänglichkeit von Proteinase K zu PlaB, jedoch nicht zu dem integralen äußeren 
Membranprotein MOMP (Gabay et al., 1985), sowie das Fehlen transmembraner Domänen laut 
der Vorhersageprogramme HMMTOP, TMHMM und TMPred (s. 3.1.1) deuten auf eine nicht-
integrale Assoziation von PlaB mit der äußeren Membran hin. Zudem weist PlaB keine 
Aminosäure-Homologie zu integralen Phospholipasen der äußeren Membran, wie z.B. zu dem 
bereits erwähnten Enzym OMPLA aus E. coli, auf (Flieger et al., 2004, Snijder & Dijkstra, 2000). 
Singer und Nicolson definierten zwei Klassen von Membranproteinen. Neben den integralen 
Proteinen gibt es ebenso die peripheren bzw. extrinsischen Proteine, welche die Membran nicht zu 





Wasserstoffbrückenbindungen mit der Membran verbunden sind (Singer & Nicolson, 1972). 
Zudem besteht die Möglichkeit, über eine Interaktion mit anderen Membranproteinen oder mittels 
eines Lipidankers mit der Membran assoziiert zu sein (Kinnunen et al., 1994, Sankaran & Wu, 
1994, Chou & Elrod, 1999). Für PlaB als peripheres Protein der äußeren Membran, dessen genaue 
Form der Interaktion bisher noch ungeklärt ist, können folglich verschiedene Möglichkeiten für 
die Assoziation mit der bakteriellen Oberfläche in Frage kommen. Eine Interaktion mit einem 
anderen Membranprotein oder über hydrophobe, ionische bzw. elektrostatische 
Wechselwirkungen mit den Membranlipiden ist für PlaB vorstellbar. Ein schon bekanntes 
Beispielprotein für die Assoziation an der äußeren Membran über Protein-Protein-
Wechselwirkung in Legionella ist das membranassoziierte DotH-Protein, eine Komponente des 
Dot/Icm Typ IVB-Sekretionssystems. In Abwesenheit von anderen Dot/Icm-Komponenten 
verliert DotH die Assoziation zur äußeren Membran (Vincent et al., 2006, Nakano et al., 2010). 
Mittels Pulldown-Experimenten könnten für PlaB mögliche Interaktionsproteine identifiziert 
werden, welche für eine periphere Verankerung zur äußeren Membran in Frage kommen. Erste 
Versuche zur Identifikation von Protein-Interaktionspartnern konnten allerdings noch kein 
potentielles Protein ausmachen. Eine Verankerung über Lipidreste (s. 3.1.1), welche z.B. für die 
zwei Lipoproteine DotD und DotC in L. pneumophila bekannt ist (Vincent et al., 2006, 
Yerushalmi et al., 2005), ist für PlaB aufgrund fehlender Hinweise auf die Existenz 
posttranslationaler Prenylierungen bzw. Lipidmodifikationen eher unwahrscheinlich. 
  
4.4.2 PlaB-Export zur Bakterienoberfläche 
Für L. pneumophila sind bisher das putative Protein-Sekretionssystem vom Typ I (Lss), 
verschiedene putative Typ IVA-Sekretionssysteme (Lvh, Trb-1, Trb-2), ein putativer Typ V-
Autotransporter sowie die zwei Sekretionsmaschinerien vom Typ II (Lsp) und Typ IVB (Dot/Icm) 
beschrieben worden (Cianciotto, 2014, Qiu & Luo, 2014, Albert-Weissenberger et al., 2007, De 
Buck et al., 2007, Brassinga et al., 2003, Cazalet et al., 2004, Glöckner et al., 2008, Jacobi & 
Heuner, 2003, Schroeder et al., 2010, Segal et al., 1999). Des Weiteren existieren in Legionella 
sowohl der Proteinsekretionsweg Sec als auch Tat, die für den Transport über die innere Membran 
eine bedeutende Rolle spielen (De Buck et al., 2004, De Buck et al., 2005, Rossier & Cianciotto, 
2005, Cazalet et al., 2004, Chien et al., 2004). Im Zuge dieser Arbeit wurden Bakterienzellen der 
tatC, lssB (T1SS), lspDE (T2SS), lvh (T4ASS), dotA (T4BSS), dotB (T4BSS), dotB/lvh 
(T4A/BSS) Sekretionsmutanten mittels Proteinase K-Degradation analysiert. Bei allen 
verfügbaren Sekretionsmutanten war PlaB für Proteinase K zugänglich (Abb. 3.25). Das spricht 
dafür, dass die Translokationseffizienz von PlaB bei den getesteten Sekretionsmutanten vom Typ 





nachfolgende Exposition auf der Zelloberfläche von L. pneumophila sind. Die Resultate 
korrelieren zudem mit den in der Vergangenheit gezeigten Aktivitätsdaten bezüglich der 
gemessenen zellassoziierten PLA-Aktivität ganzer L. pneumophila Zellen mit einem Defekt im 
putativen T1SS, T2SS, T4BSS und im Tat-Sekretionsweg (Schunder et al., 2010). Ferner gibt es 
in der Literatur keinen Hinweis über den Export von PlaB. Diese Phospholipase wurde weder 
unter den Typ IVB-sekretierten Effektoren identifiziert (Ensminger & Isberg, 2009, Hubber & 
Roy, 2010, Heidtman et al., 2009, Segal et al., 1998, Vogel et al., 1998, Zhu et al., 2011, Gomez-
Valero et al., 2011, Lifshitz et al., 2013) noch bei den Typ II-abhängig sekretierten Proteinen 
detektiert (Cianciotto, 2014, Cianciotto, 2009, McCoy-Simandle et al., 2011). Zudem weist PlaB 
kein putatives Signalpeptid für den Transport über die innere Membran auf (untersucht mit Hilfe 
der Vorhersageprogramme SignalP, Phobius, TatP, PrediSi). Die N-terminale Sequenzierung der 
ersten 20 Aminosäuren von aus L. pneumophila Corby plaB1 (pKK43) gereinigtem PlaB-Strep 
konnte die bisher gewonnenen Erkenntnisse bestätigen. Es wurde nur der N-Terminus des 
Volllängenproteins detektiert, was vermuten lässt, dass sowohl der Sec- als auch der Tat-
abhängige Transportweg für PlaB keine Rolle spielen.  
Um Hinweise auf wichtige Proteinregionen zur Translokation zu erhalten, wurden des Weiteren 
C- und N-terminal verkürzte PlaB-Varianten auf ihre Fähigkeit zum Export auf die Oberfläche 
von L. pneumophila hin untersucht. Es konnte gezeigt werden, dass mit zunehmender N- und/oder 
C-terminaler Verkürzung die Zugänglichkeit für Proteinase K abnahm (Abb. 3.28). Folglich 
wurde die Translokationseffizienz von PlaB durch diese Verkürzungen negativ beeinflusst. 
Besonders die N-terminale Trunkierung um 50 Aminosäuren sowie die C-terminalen 
Verkürzungen um ~170 und 150 Aminosäuren zeigten eine signifikante Veränderung im 
Vergleich zum Volllängenprotein. Dies lässt vermuten, dass verschiedene Proteinregionen, 
besonders der Bereich zwischen der 21. und 51. sowie der 303. und 323. Aminosäure, die 
Effizienz der PlaB-Translokation erhöhen. Das Fehlen beider Regionen führte nicht zu einem 
additiven Effekt und somit nicht zu einem weiteren Verlust der Translokationseffizienz. Zudem 
reicht der C-Terminus allein nicht für die Translokation von PlaB aus, da die alleinige Expression 
dieser Region nicht zur Präsentation auf der Oberfläche des Bakteriums ausreichte. Diese 
Beobachtungen implizieren, dass eine Kombination von mindestens zwei Proteinregionen, welche 
sowohl im N- als auch im C-terminalen Bereich vorkommen, zur Translokation auf die 
Oberfläche von L. pneumophila beitragen.  
Die Resultate der Translokationseffizienz der verkürzten PlaB-Varianten stehen im Einklang mit 
denen der Sekretionsmutanten. Über den Export des Dot/Icm Typ IVB- bzw. des Typ I-
Sekretionssystems ist bekannt, dass Proteinregionen innerhalb der C-terminalen Domäne für die 





abhängiges Protein als Substrat identifiziert. Von anderen Gram-negativen Bakterien ist jedoch 
bekannt, dass in Typ I-sekretierten Proteinen ein C-terminales Motiv, bestehend aus einem 
negativ geladenen Aminosäurerest gefolgt von hydrophoben Aminosäuren, konserviert vorliegt 
(Kuwahara et al., 2011). Zudem ist für die Typ I-abhängige Sekretion ein hydrophobes 
Sequenzmotiv (Val-Thr-Leu-Ile-Gly) vor dem eben erwähnten Motiv des C-Terminus ebenso 
wichtig (Omori et al., 2001). Das Sekretionssignal für Dot/Icm-Effektoren ist im Gegensatz dazu 
für L. pneumophila sehr gut untersucht. Es besteht aus keiner spezifischen Aminosäuresequenz, 
sondern aus Aminosäuren innerhalb der letzten 35 C-terminalen Positionen des Effektors mit 
ähnlichen physikochemischen Eigenschaften. Es kristallisierte sich heraus, dass ein langer Glu-
Abschnitt (E-Block) an Position -10 bis -17 und verschiedene hydrophobe Aminosäurereste am C-
terminalen Ende für die Translokation essentiell sind (Lifshitz et al., 2013, Huang et al., 2011, 
Burstein et al., 2009, Kubori et al., 2008). Für PlaB konnte keine Ähnlichkeit zu schon bekannten 
C-terminalen Sekretionssignalen identifiziert werden. Des Weiteren zeigten die C-terminal um 50 
bzw. 100 Aminosäuren verkürzten PlaB-Mutanten keine Veränderung in der 
Translokationseffizienz. Zudem verhielt sich die N-terminal um 20 Aminosäuren verkürzte PlaB-
Mutante wie das Volllängenprotein, was mit dem Ergebnis der N-terminalen Sequenzierung 
korreliert. Für einen Tat- bzw. Sec-abhängigen Transport wäre ein gegenteiliges Resultat erwartet 
worden. Somit ist auch die Sekretion über das T2SS und das T5SS eher unwahrscheinlich. 
Es bleibt die Frage, auf welche Art und Weise PlaB zur äußeren Membran exportiert wird. Es ist 
denkbar, dass PlaB auf einem von den untersuchten Sekretionssystemen unabhängigen Weg zur 
äußeren Membran gebracht wird. Höchstwahrscheinlich sind noch nicht alle in L. pneumophila 
vorkommenden Sekretionssysteme und -wege bekannt. In der Literatur sind bakterielle Proteine 
beschrieben, die ohne ersichtliches Signalpeptid oder andere konservierte Motive sekretiert 
werden und demnach unter das als „nicht-klassische Sekretion“ bezeichnete Phänomen fallen. Die 
Mechanismen für die nicht-klassische Sekretion sind jedoch noch unbekannt (Bendtsen et al., 
2005).  
Die bekannten Typ IVB-injizierten L. pneumophila Phospholipasen VipD, VpdA, VpdB, VpdC 
sowie PlcC (CegC1) weisen, wie auch PlaB, neben der katalytischen Domäne im N-Terminus 
eine C-terminale Verlängerung auf (s. Abb. 3.1). Zudem wird die Dot/Icm-abhängige 
Translokation als Wirtszell-kontaktabhängig beschrieben (Kirby et al., 1998, Roy et al., 1998). Es 
kann somit nicht ganz ausgeschlossen werden, dass PlaB doch den Typ IVB-sekretierten 
Effektoren zuzuordnen ist, obwohl kein offensichtliches C-terminales Erkennungsmotiv 
identifiziert wurde. CyaA-Translokationsexperimente mit verschiedenen Typ IVB-





oder die bisherigen Ergebnisse bezüglich der Typ IVB-Sekretion widerlegen (Burstein et al., 
2009, Sutherland et al., 2012).  
Laut der Gruppe um G. Segal existiert eine dritte Kategorie von Effektorproteinen, die 
hauptsächlich den IcmS-IcmW-Chaperonkomplex für die Translokation nutzen. Diese Effektoren 
könnten ein bis dato noch unbekanntes Signalpeptid enthalten. Die Glucosyltransferase Lgt1, ein 
Effektor ohne C-terminales Sekretionssignal, wurde in dieser Studie experimentell als IcmS-
IcmW-abhängig translozierter Effektor bestätigt (Lifshitz et al., 2013).  
 
4.5 Bedeutung von PlaB für das Bakterium 
Frühere Studien zeigten, dass das plaB-Transkript hauptsächlich in der exponentiellen Phase 
auftrat (Schunder et al., 2010). Darüber hinaus zeigte sich im Rahmen dieser Arbeit, dass das 
Protein hauptsächlich in der stationären Wachstumsphase vorkommt (s. Abb. 3.19), welche der 
transmissiven Phase im biphasischen Lebenszyklus während einer Wirtzellinfektion entspricht 
(Abb. 1.1). Zudem wurde die PlaB-spezifische PLA/LPLA-Aktivität besonders in dieser späteren 
Wachstumsphase detektiert. Diese Beobachtungen korrelieren mit den Daten des in vivo 
Infektionsmodells, bei welchem nach zweitägiger Infektion die Ausbreitung der plaB-Mutante in 
die Milz im Vergleich zum L. pneumophila Wildtyp nahezu vollständig ausblieb. Die 
histopathologischen Analysen der Lunge zeigten zudem Gewebezerstörungen, die auf die PLA-
Aktivität von PlaB zurückgeführt wurden (Schunder et al., 2010). 
 
4.5.1 Einfluss von PlaB auf Membranzusammensetzung von L. pneumophila 
Neben der Beeinflussung der Wirtszelle können Phospholipasen zudem die Beschaffenheit der 
eigenen Membran beeinflussen, um sich an veränderte Umweltbedingungen bzw. spezifische 
Wachstumsphasen anzupassen. L. pneumophila aus der stationären Wachstumsphase sind 
resistenter gegenüber verschiedenen Antibiotika und Bioziden. Der Grund für die Ausbildung 
dieser Resistenz ist dagegen noch wenig verstanden (Garduno et al., 2002, Hales & Shuman, 
1999*, Barker et al., 1992, Barker et al., 1995, Donlan et al., 2005). Erst kürzlich wurde gezeigt, 
dass die Wachstumsphase von L. pneumophila einen wichtigen Einfluss auf die Sensitivität 
gegenüber dem membranaktiven Peptid Warnericin RK hat. Exponentiell gewachsene Bakterien 
reagierten im Vergleich zu den stationär gewachsenen sensitiver auf diese Substanz (Verdon et 
al., 2008). Die Gruppe um Y. Hechard analysierte die Fettsäurezusammensetzung der L. 
pneumophila-Membran unter verschiedenen Bedingungen, wobei unter anderem auch die zwei 
Wachstumsphasen verglichen wurden. Es stellte sich heraus, dass Bakterien aus der 





Wachstumsphase ein verändertes Fettsäureprofil aufwiesen (Verdon et al., 2008, Verdon et al., 
2011). Interessanterweise sinkt in der stationären Phase die Durchschnittslänge der Fettsäuren der 
Phospholipid-Moleküle im Vergleich zur exponentiellen Wachstumsphase. Diese Veränderungen 
in der Fettsäurezusammensetzung führen zu einer gesteigerten Toleranz gegenüber dem 
antimikrobiellen Peptid (Verdon et al., 2011). Es wäre denkbar, dass PlaB eine wichtige Rolle 
bezüglich der veränderten Membranbeschaffenheit während des Wachstumszyklus‘ spielt, da 
diese PLA hauptsächlich langkettige Fettsäure-Substrate hydrolysiert (Bender et al., 2009). Im 
Rahmen dieser Arbeit stellte sich heraus, dass die Aktivität von PlaB keinen Einfluss auf die 
veränderte Fettsäurezusammensetzung hat, was mit vorangegangenen FT-IR-Analysen stimmig 
ist (Bender, 2009*). Es wurden sowohl beim L. pneumophila Wildtyp als auch bei der plaB-
Mutante diese schon von Verdon et al. bekannten Veränderungen während der Wachstumsphasen 
ermittelt. Zudem ist die Zusammensetzung der polaren Membranlipide unabhängig von der 
Aktivität von PlaB. Die Dünnschichtchromatographien zeigen zwar einen Unterschied zwischen 
den Wachstumsphasen (Abb. 3.30), welcher jedoch nicht von PlaB beeinflusst wird. Demnach ist 
PlaB an der veränderten Zusammensetzung der Membranlipide von L. pneumophila unter den 
gegebenen Bedingungen nicht beteiligt.  
Die Ergebnisse zeigen eher, dass PlaB mittels seiner hydrolytischen Eigenschaften die Wirtszelle 
beeinflusst, was schon in vorherigen Arbeiten spekuliert (Bender et al., 2009) und demonstriert 
(Schunder et al., 2010) wurde. Diesbezüglich könnten Lipidom-Analysen isolierter Phagosomen 
von mit L. pneumophila Wildtyp und plaB-Mutante infizierten Wirtszellen Aufschluss über einen 
möglichen Beitrag von PlaB zur Membranveränderung im Wirt geben. Zudem könnten Pulldown-
Analysen von Strep-gekoppeltem PlaB und Legionella-Lysaten sowie Wirtszelllysaten mögliche 
Interaktionspartner identifizieren, die zur Aufklärung der Funktionen von PlaB beitragen.  
 
4.5.2 Modellvorstellung zur Aktivität von PlaB in L. pneumophila  
PlaB besitzt eine hohe spezifische Aktivität (s. 4.2). Eine Akkumulation einer solch aktiven 
Phospholipase im Zytoplasma von L. pneumophila könnte sich nachteilig für das Bakterium selbst 
auswirken. Daher ist die Inaktivierung des eigenen Enzyms im Zytoplasma ein wichtiger 
Schutzmechanismus, um die Integrität der bakteriellen Membranlipide zu bewahren. Eine präzise 
Regulierung der Enzymaktivität wurde bereits für die zu Beginn erwähnte GDSL-Hydrolase PlaC 
in L. pneumophila beschrieben (Lang et al., 2012). Es wurde gezeigt, dass diese PLA mit 
Acyltransferaseaktivität durch die L. pneumophila Zink-Metalloproteinase ProA aktiviert wird. 
ProA spaltet nach erfolgter Typ II-abhängiger Sekretion beider Enzyme eine Disulfid-Schleife 
von PlaC. Dieser Prozessierungsschritt führt zur Aktivierung von PlaC im extrazellulären Raum 





gezeigt werden konnte, dass PlaB von ProA degradiert wird (Abb. 3.24 und 3.25). Zudem ist 
rekombinant exprimiertes und gereinigtes PlaB auch ohne Zugabe von weiteren Faktoren 
enzymatisch aktiv (s. 4.3). Es muss daher ein anderer Mechanismus existieren, der PlaB zum 
passenden Zeitpunkt aktiviert.  
 
 
Abb. 4.3: Modellvorstellung über den Wirkmechanismus von PlaB in L. pneumophila. Anhand von den im 
Rahmen dieser Arbeit gewonnenen Aktivitäts- und strukturellen Ergebnissen wurde für PlaB folgendes Modell 
für den Wirkmechanismus in L. pneumophila entwickelt. Im Zytoplasma existiert PlaB nach der Biosynthese in 
Abhängigkeit von der Konzentration als inaktives Tetramer oder Dimer. Nach dem Export auf die 




Im Rahmen dieser Arbeit konnte gezeigt werden, dass die Tetramerisierung von PlaB zur 
Inaktivität und die Dissoziation bis hin zum Monomer zur Aktivierung des Enzyms führt (Abb. 
4.2). Strukturelle Analysen deckten auf, dass PlaB ein konzentrationsabhängiges Monomer-
Dimer-Tetramer-Gleichgewicht ausbildet, welches die Aktivität von PlaB reguliert (s. 4.3). Dieser 
Regulierungsmechanismus ist für PlaB in vivo denkbar. Die Kalkulation der zellulären 
Konzentration von PlaB mittels Western Blot Analyse ergab ~0,35 µM pro L. pneumophila Zelle, 
was etwa 64 Molekülen entspricht (Abb. 3.20). Bei dieser Konzentration wurde kaum spezifische 
Aktivität detektiert. Allerdings ist zu berücksichtigen, dass die Bestimmung der PlaB-
Konzentration mittels einer semiquantitativen Methode durchgeführt wurde. Es ist anzunehmen, 
dass die wirkliche PlaB-Konzentration pro L. pneumophila Zelle noch viel geringer ist. Die 
Annahme und Berücksichtigung des sogenannten macromolecular crowding Effektes unterstützt 





pneumophila (Abb. 4.3). Unter macromolecular crowding wird die hohe Konzentration an 
Makromolekülen wie z.B. Proteinen im Zytoplasma einer Zelle verstanden, wodurch das 
Volumen des Lösungsmittels für andere Moleküle reduziert wird. Dieser crowding-Effekt kann 
somit biochemische Prozesse in der Zelle beeinflussen, wie z.B. die Zusammenlagerung 
makromolekularer Strukturen, Proteinfaltung und Protein-Protein-Interaktionen (Ellis, 2001, 
Chebotareva et al., 2004, Zhou et al., 2008, Zhou et al., 2006).  
Bisher erzielte Ergebnisse lassen über den Wirkmechanismus von PlaB in L. pneumophila die 
folgende Modellvorstellung vermuten (siehe Abb. 4.3). Demzufolge oligomerisiert PlaB nach der 
Biosynthese rasch und liegt dann in Form eines enzymatisch inaktiven Komplexes innerhalb der 
Zelle vor. Nach dem Export auf die Bakterienoberfläche dissoziiert PlaB vermutlich aufgrund der 
geringeren Konzentration in die aktive Form. Allerdings ist die Art und Weise der Translokation, 
die Assoziation auf der Zelloberfläche sowie die Verteilung von PlaB innerhalb von 
L. pneumophila noch nicht vollständig verstanden. Als aktives Enzym an der äußeren Membran 
ist PlaB so in der Lage Veränderungen an der Wirtsmembran vorzunehmen. Möglicherweise 
beeinflusst PlaB auf diesem Wege auch die Immunantwort der Wirtszelle. Wie im in vivo 
Infektionsmodell mit dem Legionella-Wildtyp beobachtet wurde, konnte die plaB-Mutante, im 
Vergleich zu Wildtyp Legionellen, Makrophagen nur vermindert rekrutieren. Dieses könnte z.B. 
durch die Generierung von sekundären Botenstoffen, wie LPC, verursacht werden (Kuhle & 
Flieger, 2014, Schunder et al., 2010). Des Weiteren ist für PlaB die Zerstörung des 
Lungensurfactants denkbar, da diese PLA vorzugsweise PG und PC hydrolysiert (Bender et al., 
2009, Flieger et al., 2004). Diese beiden Phospholipide machen den höchsten Anteil im 
Lungensurfactant aus (Postle et al., 2001). Das könnte den besseren Zugang des Legionella-
Wildtyps zu den alveolaren Makrophagen und somit die verbesserte Replikation erklären 
(Schunder et al., 2010). 
Die Aufklärung der Kristallstruktur von PlaB würde zudem die genetisch erworbenen und 
biochemisch beschriebenen Daten katalytisch wichtiger Aminosäurereste verifizieren und 
wichtige Informationen über die Interaktion zwischen PlaB und seinen Substraten sowie damit 
verbundene wertvolle Informationen für die Entwicklung von Medikamenten geben. Die 
Identifikation von Interaktionspartnern könnte überdies zum besseren Verständnis molekularer 
Prozesse während eines Infektionszyklus von L. pneumophila beitragen und biologische 










L.pneu          -------------------------MIVIFVHGWSVTHTNTYGELPQWLENQSKQGKLDI 35 
L.spir          -------------------------MIVIFLHGWSVTHTNTYGALPLWLESLGKDGKLDI 35 
L.dran          MLLNNLISSIYSTMPCCSAKKLRSVMIVIFVHGWSVTHTNTYGDLPKWLENQSKDETLDI 60 
P.ing           -------------------------MLVIFIHGWSVVDTSAYGLLPEALAEQADQYKLKI 35 
D.acet          -------------------------MRLIFVHGWSVTNTDTYGQLPEALQAASADYDLSL 35 
S.peal          -------------------------MELVFVHGWSVTHTDTYAQLPQALVKLLGD-ELNL 34 
M.algi          ------------------MTIGLGGTMLIIIHGWSD-GASSFKSLARKLTSPGPDRLYSS 41 
P.aeru          ------------------MPR-----SIVIVHGWSD-DSKSFRRLAEQLEA-----WFGS 31 
P.mari          -----------------------MKEITLILHGWSD-CSESFKDVKAFLIKNGIG----- 31 
                                            :::****   :.::  :   *            
 
L.pneu          QVGNIYLGRYISFDDTVTVDDIARAFDQAVRDE--IADKLRDGQRFACITHSTGGPIVRK 93 
L.spir          QVGNIYLGRYISFDDTVMVDDIARAFDHAVRDD--IADKLQDGERFACITHSTGGPIVRK 93 
L.dran          LVGNIYLGHYISFDDTITVDDIARAFDQAVRDE--IADKLRDGARFACITHSTGGLVVRK 118 
P.ing           EIKHIWLGRYISFNDEVSVADVARAFHDALHDQ--IPNGVGGIADFSCITHSTGGPVVRE 93 
D.acet          DLHHIYLGKYVSFHDEVTLDDIARGLHQALHD---LPDNADQIQPFSCITHSTGGPVVRY 92 
S.peal          TIRHIHLGRYISFDDAVRLSDIAKAFNDAHLEL--LGK-----KPFAVITHSTGAAVIRH 87 
M.algi          EIRHLRLADYISLDDEIGYDDLVEAMQRAWIKE--ELPTAP--RSVDVIIHSTGGLVVRH 97 
P.aeru          APTQIRLADWVSLQDDVTYADLATALDRAWTAS--GLSRAP--RSVDVVVHSAGALVLRD 87 
P.mari          SVDTIYYADYESREDNVTYEDVIDGLYDRFREKGFIDKEGNKLVDLNVIVHSTGGLVIRH 91 
                    :  . : * .* :   *:  .:                   .  : **:*. ::*  
 
L.pneu          WMDLYFKNN-LAKCPLSHLIMLAPANHGSALAQLGKSRLGRIKSFFE----GIEPGKCVL 148 
L.spir          WMDLYFGNN-LAKCPLSHLIMLAPANHGSALAQLGKSRLGRIKSFFE----GVEPGEHVL 148 
L.dran          WMDLYFKNN-LEKCPLSHLIMLAPANHGSALAQLGKSRLGRIKSFFE----GVEPGQHVL 173 
P.ing           WLNRFYMGSLLSQSPLRHLVMLAPANHGSPLAALGKQRVGRIKAWFS----GVEPGQRIL 149 
D.acet          WLNRFYGPEKLSATPLCHLVMLAPANHGSSLAILGKQRVGRIDAWFK----GVEPGQRVL 148 
S.peal          WLQTFFTGDKLSRCPLTHLIMLAPANHGSALAQLGKSRVGRIKSFFA----GVEPGQGIL 143 
M.algi          WLTNYFKPR---TSPIKRLLMLAPANFGSPLAHTGRSLIGRAVKGWKGT-RLFETGTKIL 153 
P.aeru          WLTRRFTPA---SAPVKRLLMLAPANFGSPLAHKGRSFIGRVLKGWN-R-FVGQTGTQVL 142 
P.mari          FIAEYYRHR-IDKCPVKKIIMLAPANFGSPLAHYGKSLLGMVFKGRYKFGDMFEVGRRLL 150 
                ::   :        *: :::******.**.**  *:. :*             : *  :* 
 
L.pneu          DWLELGSDMSWQLNESWLDYDCTANGVYSFVLTGQKIDRQFYDAVNSYTGESGSDGVVRV 208 
L.spir          DWLELGSDMSWQLNESWLDYDCPANGIYTFVLTGQKIDRQLYDAVNSYTGEAGSDGVVRV 208 
L.dran          DWLELGSDMSWQLNESWLDYDCTANGIYSFVLTGQKIDRQLYDAVNSYTGEAGSDGVVRV 233 
P.ing           DWLSLGSHQQIALAQSYLTYKPAENKFFPFVLTGQTIDKKLYDFVNNYLVEAGSDGVVRV 209 
D.acet          DWLCLGSERQRRLNESGLHYDYAAHNIYPFVLTGQGIDRKFYDFINNYLTEPGSDGVVRV 208 
S.peal          DWLELGSDGQYDLNRYWLDN-FSLDGPLPFVLTGEAIDSQFYDYLNSYTAEAGSDGVVRV 202 
M.algi          KGLEIASPYSWSLAEKDIFAEEQYYGPGRILCT-VLVGNIGYNGISALANKPGTDGTVRV 212 
P.aeru          KGLELGSPYSWTLAERDLFAAESWYGAGRLLAT-VLVGNVGYNGVEAIANEAGGDGTVRI 201 
P.mari          NGLELASPYQWKLAHMDLLKERPYYN-RNQIQTFIFVGNKGYGGLRKLVNKKGTDGTVVV 209 
                . * :.*  .  * .  :            : *   :.   *. :     : * **.* : 
 
L.pneu          AATNMNYSLLKLHQEGDNGES---------LVVAKMTRTQPMAFGVLPGLSHSGKNIGII 259 
L.spir          AAANMNYSLLKLHQEGTNGDS---------LVVAKMKRAQPTAFGVLPGLSHSGKNIGII 259 
L.dran          AATNMNYSLLKLHQEGNNGDN---------LVVAKMIRTQPMAFGVLPGRSHSGKNIGII 284 
P.ing           ACANLNYSMIKLVEEKVAHDSDEKKARLLEVEGELQRPS-LAPFGVIPGASHSGKDKGIM 268 
D.acet          AGANMNYRFFSVCQSDEVLRKSPYTTRLAYDKKHPVRTSPAVPLGVYNQYSHSGKDMGIM 268 
S.peal          ASANLNFSYLLLAETAHTCDGFDKRCISTLKLSKHSQPHQQTAFEVIKNASHSGSSKGIM 262 
M.algi          STANLNATKLDLDFTLAQES----------VAITGRRDHGSTAFGIADQEDHS------- 255 
P.aeru          STANLNARRLTLELDVRQRAR---------PGWSLERSRGEIAFAILDGENHS------- 245 
P.mari          CGTNLNPVKFILDFSREGKAV----------DVYVKDYRFDTAFAVLRNYDHG------S 253 
                . :*:*   : :                              .: :    .*.        
 
L.pneu          RSITMANAATHPTAIWILRCLQVKSRDSYNKLVKELDNITKETQKNEHKEFVKTLVFTRE 319 
L.spir          RSVTMANAATHPTAIWVLRCLQVKNRDAYNTLAKELDKITKETQKNEHTESVKTLIYKRE 319 
L.dran          RSVTMANAATHPTTIWVLRCLQVKNRDTYNTLAKELEKMTQETQKNEHTEAVKTLIYKRE 344 
P.ing           RSVLSAKSKNKPQVTEILKCLTVNNQADYTNRGKELEILTQESQ---------------- 312 
D.acet          RSIKQDKGAAQPVVADILKCLQIESADGYQQRAEELNALTETMQTE----------ACQQ 318 
S.peal          GSVTNRNAKNKPVVQRIAQCLRVTSPKQYRQLSDEMSQASSIKR---------------- 306 
M.algi          SIAAKDGGPHRRSIWKLIREALKVEDSDFSKWQDTLTKHNQEVTQKAE--------RRRG 307 
P.aeru          TLALKDRGPKNPLSLELIRAALEVEDADYKTSAGSFP--WQRRIDQFD--------PGIA 295 
P.mari          IVDDIKPGRKSQIADLVLRAIKIKKPEEYAEFKKELEEITEKTFKN-------------- 299 






L.pneu          YITNRYSMIIFRLIDDRGNHLI--DYDLYLTAGPQYSEQALPAG---------------- 361 
L.spir          YITNRYSMIIFRLIDDRGNHLV--DYDLYLTAGPEYSEQALPAG---------------- 361 
L.dran          YSTNRYSMIIFRLIDDRGNHLV--DYDLYLTAGPKYSEEALPKG---------------- 386 
P.ing           KGTHRYVMLVFIIKDDQGDPVN--DYDLLLLGGDSHNPNKLTKG---------------- 354 
D.acet          RDCDRYAMLVFRIKDDQGNTFSKDDYDILLLGGKSYQPNIMPKS---------------- 362 
S.peal          --KPRACMLVVRVTDDTGLPVE--DFDILLLSGPHFVPGEFKKG---------------- 346 
M.algi          THHDSYQNTVIRVIDNQGSSVQ--DYVIEFFVNDDSGRRNRHRTR--------------L 351 
P.aeru          ERSPRYLNLVSHVCDDLGQEVH--DYFIQFFRKLNSDRRFEQR----------------- 336 
P.mari          --REIYQQFIVRAVDDHNKPIK--DYTIEFFVYKYNGRYIRNGEFTKKKISAEEEYWSRR 355 
                         :    *: .  .   *: : :                               
 
L.pneu          ----FFVDRQRNLNNRGKLTYFLDYDIMEGGIN--TPKMQGNLGFRVKAYPESSDQALAY 415 
L.spir          ----FFVDRQRNLNNRGKLTYFLDYDIMEAGIN--TPKMQGNLGFRIKAYPQSSGQALAY 415 
L.dran          ----FFVDRQRNMHNRGKLTYFLDYDIMEAGIN--TPKMQGNLGFRIKAYPEASNQALAY 440 
P.ing           ----FFVDRQQNAAHPNHLIYYVDYDLV---------IKNKLTGFRVIARPAD---GFVF 398 
D.acet          ----FLRDRQMNGKTSN-LVFYIDVDQFHQ-------IKDSQFGIRVIARPQK---GFSY 407 
S.peal          ----FMLDKQKNHTNKHVLTFYFDADKLAK-------VSEGKIGIRVEPRPNS---GMCY 392 
M.algi          LQENVVANVHAWCDDASYRSFLVNCTELSKILD--KESDDLNISITASP--DIMNRPVGY 407 
P.aeru          FYERVIADVHPYEDNPAYRSIHLSVQALDELLAG-FAVDSLSLSVSAQPLFDPPRQPVGY 395 
P.mari          FHELITDEFHNNSTDPSFRRFIVGIKKLKNEIKECCKSLGSDIVLSMKIYVPRVDEGIYY 415 
                    .  : :            ..   .                .            . : 
 
L.pneu          YRLLDFHSSLADIH---------KILHPNETVMVEIMLQRRVDRTVFRISNNLTP----- 461 
L.spir          YRLLDFHSSLADIN---------KILHPNETVMIEIMLQRRVDRTVSRITNNLTP----- 461 
L.dran          YRLLDFHSSLADIN---------KILQPNETVMVEIMLQRRVDRTVFRITNNLSP----- 486 
P.ing           YHVVEYRANGLNIN---------DLIKPNETFYVEIQLHRCVDKNVFRMDNASDPKLRKE 449 
D.acet          YQWAEFRSDGVSLT---------DIVAPNQTTYVDITLKRCVDKNVFRFARGD------- 451 
S.peal          YLSAEFRSDVEQVH---------ELLIADQTTMVDIVLQRRIKPETFSFIAPK------- 436 
M.algi          RTYTDEDISTLCLDQNALR----DLFKPNRTLLITMKIKRYQKDNVFQFKSIN------- 456 
P.aeru          SAVGPGDSEGLGVPRERLG----EFFAAHQTLLLRIRLTRLVDGRVFLLKDA-------- 443 
P.mari          ETEKLKNIILLRTENGQIVDEKPSLFYPNTTTLIEMKINRSTKYVTVDIKPRKH------ 469 
                                       .:. .. *  : : : *  .  .  :            
 
L.pneu          ----------AKISGKPTGKKID-- 474 
L.spir          ----------AKISVKPTGKTVD-- 474 
L.dran          ----------EKISAKPTGKKVD-- 499 
P.ing           GFLIKSETRHSFENLEPSKEEINKS 474 
D.acet          ------EKRGSFKGVKADGGEIKDL 470 
S.peal          -------DGGDFSYLIDE------- 447 
M.algi          ------------------------- 
P.aeru          ------------------------- 
P.mari          ------------------------- 
 
Der Sequenzvergleich von L. pneumophila und den acht uncharakterisierten bekannten Homologen (Bender et 
al., 2009) wurde mit dem Programm ClustalW2 erstellt. Die katalytische Triade mit seinen neuen 
Sequenzmotiven ist grau unterlegt.  Die 24 Aminosäuren der Zufallsmutagenese sind rot markiert. Abk.: 
Legionella pneumophila (L.pneu), Legionella spiritensis (L.spir), Legionella drancourtii (L.dran), 
Psychromonas ingrahamii (P.ing), Desulfurumonas acetoxidans (D.acet), Shewanella pealeana (S.peal), 
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